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CHAPITRE I : INTRODUCTION GENERALE 
 
Depuis plusieurs années, un des sujets d’étude de l’équipe est l’analyse des fonctions de la 
phosphatase alcaline non spécifique des tissus (TNAP) dans le système nerveux central. Des 
mutations du gène qui codent pour cette enzyme chez l’homme conduisent à une maladie: 
l’hypophosphatasie. Cette maladie est caractérisée par des défauts de minéralisation osseuse, 
voire selon les mutations, à des crises d’épilepsie sévères conduisant à la mort. Or la TNAP est 
aussi présente dans le cerveau notamment dans les cellules neuronales chez le rongeur et le 
primate. A partir du modèle souris KO, la TNAP participe indirectement à la synthèse de divers 
neurotransmetteurs dont le GABA. La survenue des crises d’épilepsie serait donc due à un défaut 
dans la synthèse de GABA. Par ailleurs, la TNAP a une fonction d’ectonucléotidase qui lui confère 
la propriété de déphosphoryler les nucléotides extracellulaires. Cependant, dans le système 
nerveux, peu d’informations sont disponibles concernant le rôle d’ectonucléotidase de la TNAP. 
Si tel est le cas, la TNAP pourrait déphosphoryler l’ATP, l’ADP et l’AMP en adénosine. Etant donné 
son rôle d’inhibiteur présynaptique, l’absence d’adénosine pourrait contribuer à l’apparition des 
crises d’épilepsie chez les patients hypophosphatasiques par son rôle anticonvulsivant. 
Le but de cette thèse est d’identifier, d’une part, si la TNAP est impliquée dans la production 
d’adénosine dans le cerveau chez la souris avec deux approches complémentaires : une 
approche métabolomique et une approche électrophysiologique. D’autre part, étudier l’influence 
de l’adénosine sur la plasticité synaptique de manière à examiner, en miroir, les effets que 
pourraient entrainer une mutation de la TNAP au niveau fonctionnel. 
 
Dans ce premier chapitre, je développerai les différentes voies et mécanismes conduisant à la 
présence d’adénosine dans le milieu extracellulaire ainsi que la signalisation associée à ce 
neuromodulateur (Partie I). Dans la partie II, j’exposerai les différents mécanismes impliqués dans 
la plasticité synaptique à court terme ainsi que les effets de l’adénosine dans ce type de plasticité 
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synaptique. La partie III sera consacrée aux objectifs de la thèse et à la présentation des 
approches expérimentales utilisées afin de répondre aux diverses questions que nous nous 
sommes posées. 
Dans le chapitre II, chaque article sera constitué d’un bref résumé et du manuscrit associé. Ils 
seront ensuite discutés dans le chapitre III. Pour finir, je conclurai sur l’ensemble des travaux 






















I. L’ADENOSINE DANS LE SYSTEME NERVEUX CENTRAL : 
FORMATION, TRANSPORT, METABOLISME ET SIGNALISATION. 
 
L’adénosine joue un rôle central en tant qu’élément de base des acides nucléiques et des 
molécules de stockage de l’énergie ;  elle est le produit de diverses enzymes et c’est un 
modulateur de l’activité cellulaire. Les effets physiologiques de l’adénosine ont été décrits pour la 
première fois au niveau du système cardiovasculaire : Drury et Szent-György (1929) ont mis en 
évidence une diminution du rythme cardiaque, de la pression artérielle ainsi qu’une dilatation des 
vaisseaux artériels suite à une injection intraveineuse d’adénosine chez les mammifères. 
L’adénosine est produite de façon continue, aussi bien dans le milieu intracellulaire que dans le 
milieu extracellulaire, essentiellement à partir d’ATP dont le rôle n’est pas uniquement de fournir 
l’énergie nécessaire au métabolisme des cellules. Ainsi, l’ATP peut être déphosphorylée en ADP, 
AMP et adénosine par diverses ectonucléotidases présentes à la surface des cellules. La 
concentration en adénosine extracellulaire est estimée entre 30-300 nM (Latini et Pedata, 2001) 
et est sensiblement équivalente dans le milieu intracellulaire puisque la plupart des cellules 
expriment des transporteurs de l’adénosine dits équilibratifs (voir paragraphe C). 
L’adénosine active des récepteurs purinergiques P1 dont quatre sous-types ont été décrits (A1, 
A2a, A2b et A3).  Dans le système nerveux central, la principale voie par laquelle l’adénosine 
contrôle les fonctions nerveuses en conditions physiologiques concerne le contrôle de la libération 
des neurotransmetteurs (Fredholm et al., 2005). En effet, l’activation des récepteurs A1 provoque 
une inhibition de la libération des neurotransmetteurs tandis que l’activation des récepteurs A2a 
facilite la libération des neurotransmetteurs. L’adénosine joue ainsi un rôle dans diverses 
fonctions cérébrales telles que la régulation du cycle sommeil/éveil via l’activation des récepteurs 
A1 et A2a, tous deux impliqués dans l’induction du sommeil. De plus, en modulant les 
mécanismes de plasticité synaptique que je détaillerai dans la partie B, l’adénosine contribue aux 
processus de mémoire et d’apprentissage. L’adénosine est impliquée dans les maladies 
neurodégénératives telles que la maladie d’Alzheimer, la maladie de Parkinson ou bien la chorée 
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de Huntington. L’activation du récepteur A1 induisant la production du précurseur soluble du 
peptide amyloïde et la phosphorylation de la protéine tau ainsi que la présence de ce récepteur 
au niveau des structures touchées dans cette maladie neurodégénérative suggère que le 
récepteur A1 joue un rôle dans la pathogenèse de la maladie d’Alzheimer (Angulo et al., 2003). 
Dans le cas de la maladie de Parkinson, c’est le récepteur A2a qui semble impliqué puisqu’il 
interagit négativement avec le récepteur à la dopamine D2 (Ongini et Fredholm, 1996) 
 
 
A. Formation d’adénosine intracellulaire  
1. A partir des nucléotides 
Au niveau des terminaisons nerveuses, l’ATP peut être formée à partir du glucose capturé dans 
le milieu extracellulaire, à partir du cycle de l’acide citrique (TCA) et de la glycolyse. Mais 
l’essentiel de la synthèse de l’ATP se fait via des phosphorylations oxydatives dans les 
mitochondries (cycle de la respiration mitochondriale). Ainsi, la concentration d’ATP dans le 
cytoplasme s’élève entre 5 à 10 mM en condition physiologique (Dunwiddie et Masino, 2001 ; 
Sperlagh et Vizi, 2011). L’ATP ainsi produite est  transportée  hors  de  la  mitochondrie  par  des  
transporteurs  de  nucléotides.  L’ATP est  ensuite dégradée par des ATPases en ADP et en 
AMP par des ADPases (Figure 1). L’AMP est ensuite déphosphorylée en adénosine via une 5’-
nucléotidase intracellulaire : la nucléotidase cytosolique I, cN-I (Sala-Newby et al., 1999). 
 
2. A partir de S-adénosylhomocystéine  
L’adénosine peut également être produite dans le milieu intracellulaire via le cycle de la 
méthionine. La méthionine est convertie en S-adénosyl-homocystéine (SAH) au moyen de 
diverses transférases (Figure 1). La SAH est ensuite hydrolysée en adénosine et homocystéine 
par la S-adénosyl-homocystéine hydrolase (SAHH) (Broch and Ueland, 1980). Cependant, que 
ce soit en condition physiologique ou pathologique, lors de l’ischémie par exemple, cette voie ne 
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contribuerait que marginalement à la production d’adénosine dans le cerveau (Latini et Pedata, 
2001). 
 
Figure 1 : Schéma récapitulatif de la production d’adénosine intracellulaire. L’adénosine 
intracellulaire provient en majorité de la dégradation d’ATP intracellulaire (en bleu) mais peut 
également être produite par le cycle de la méthionine (en vert). 
 
 
B.  Formation extracellulaire d’adénosine à partir d’ATP extracellulaire 
L’adénosine peut être libérée en tant que telle par des transporteurs spécifiques (voir paragraphe 
C) au niveau neuronal (Lovatt et al., 2012) et indirectement à partir du métabolisme de l’ATP 
extracellulaire au niveau neuronal (Pankratov et al., 2007) et glial (Pascual et al., 2005) dont la 
concentration extracellulaire est de l’ordre du micromolaire (Barsotti et Ipata, 2004). Wall et Dale 
(2013) ont démontré que ces deux voies contribuent de manière équivalente à la présence 
d’adénosine au niveau du milieu extracellulaire dans l’hippocampe chez la souris.  
 
1. Libération d’ATP extracellulaire 
La libération d’ATP au niveau extracellulaire peut avoir lieu aussi bien au niveau neuronal qu’au 
niveau glial dont le mécanisme le plus connu est la libération par exocytose dépendante du 
 6 
 
calcium (Pankratov et al., 2006). Au niveau neuronal, l’ATP est stockée dans des vésicules de 
sécrétion synaptiques par l’intermédiaire de transporteurs vésiculaires de nucléotides d’acide 
nucléiques VNUT (Sawada et al., 2008). Ce transporteur utilise le gradient électrochimique de la 
pompe à proton H+/ATPase afin de faire entrer l’ATP cytosolique dans la vésicule synaptique 
(Figure 2) (Lazarowski, 2012). L’ATP peut être stockée dans des vésicules propres ou dans des 
vésicules mixtes en présence d’autres neurotransmetteurs tels que le glutamate et le GABA 
(Fields et Stevens, 2000).  
L’ATP des astrocytes a plusieurs origines. D’une part, il peut provenir de la recapture du glutamate 
par les astrocytes au niveau de la fente synaptique via des transporteurs dépendants du sodium 
et de la synthèse de novo du glutamate à partir de glucose. Par la suite, le glutamate est converti 
en glutamine ou incorporé au cycle des acides tricarboxyliques (TCA)  où il va subir diverses 
réactions (oxydation, régénération ou une dégradation complète) (Dienel, 2013). Par exemple, la 
dégradation complète du glutamate produit 20 fois plus d’ATP que ce qu’il est nécessaire pour 
son entrée dans l’astrocyte (Anderson et Swanson, 2000). D’autre part, la production d’ATP dans 
les astrocytes peut se faire via la glycolyse. Le glucose entre dans les astrocytes via un 
transporteur (GLUT1) où il est métabolisé en pyruvate par la glycolyse. Le pyruvate entre dans le 
cycle TCA où il est à son tour métabolisé pour produire de l’ATP (Pellerin et Magistretti, 1994). 
 
La libération de l’ATP par les neurones se fait par la fusion des vésicules à la membrane 
présynaptique dont le mécanisme repose sur l’association des protéines du complexe SNARE, 
composé de diverses protéines, et sous l’induction d’un influx calcique (Stout et al., 2002). 
Tout comme les neurones, il a été montré que les astrocytes expriment également le complexe 
SNARE nécessaire à la libération vésiculaire de l’ATP (Zhang et al., 2004). En revanche, la 
libération d’ATP par les astrocytes est distincte de la libération du glutamate (Zhang et al., 2007). 
Au niveau glial, l’ATP peut également être libéré par des mécanismes non vésiculaires (Figure 2) 
comme par exemple, via des canaux chlore en réponse à un étirement de la membrane plasmique 
de cellules telles qu’un gonflement osmotique (Lazarowski, 2012), via des transporteurs de type 
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ATP binding cassette (Abraham et al., 1993) ; ou encore via les récepteurs P2X7 qui lorsqu’ils 
sont activés de façon prolongée se convertissent en un pore non sélectif perméable à diverses 
molécules y compris l’ATP (Suadicani et al., 2006).  
Les connexines et les pannexines sont également impliquées dans la libération non vésiculaire 
d’ATP (Scemes et al., 2009). En effet, les connexines peuvent s’assembler pour former un hémi-
canal perméable à l’ATP (Kang et al., 2008). La libération d’ATP par les astrocytes via les 
connexines se fait en réponse à une diminution de la concentration en calcium dans le milieu 
extracellulaire (Cotrina et al., 1998). Tout comme les connexines, les pannexines s’assemblent 
pour former un canal qui lui aussi est perméable à l’ATP. L’activation du récepteur P2X7 par l’ATP 
entraîne un efflux rapide d’ions K+ responsables de l’ouverture du pore formé par la pannexine-1 
(Pelegrin et Surprenant, 2006). 
 
  
Figure 2 : Schéma récapitulatif des différents acteurs impliqués dans la libération de l’ATP au 
niveau neuronal et glial. L’ATP peut être libérée dans le milieu extracellulaire de façon vésiculaire ou 
de façon non vésiculaire par l’intermédiaire de récepteurs P2X7, de canaux ioniques, de connexons 
et pannexons ou via le transporteur ATP binding cassette. 
 
Libération vésiculaire  Libération non vésiculaire  
Milieu extracellulaire  
Milieu intracellulaire  






ATP ATP ATP ATP 




2. Les récepteurs à l’ATP 
Une fois libérée, l’ATP va agir sur des récepteurs purinergiques de type P2X et /ou P2Y présents 
à la surface des neurones et des cellules gliales (Ralevic et Burnstock, 1998). Les récepteurs P2 
sont divisés en deux classes selon que ce sont des récepteurs de types canaux ioniques (P2X) 
ou qu’ils sont couplés à des protéines G (P2Y) (Abbrachio et Burnstock, 1994). Le Reactive Blue 
2, la suramine et le PPADS (Pyridoxal-phosphate-6-azophényl-2’, 4’-disulfonate) sont des 
antagonistes non sélectifs des récepteurs  P2X et P2Y  et  inhibent  les  courants  induits  par  
l’ATP.   
 
a. Les récepteurs P2X 
Sept récepteurs P2X (P2X1 à P2X7) ont été clonés et caractérisés chez les mammifères (Ralevic 
et Burnstock, 1998). Ce sont des récepteurs de type canaux cationiques, perméables aux ions 
Na+, K+, Ca2+, dont l’ATP est l’agoniste principal. De manière générale, l’activation des récepteurs 
suite à la fixation de l’ATP conduit à une augmentation de la concentration en calcium 
intracellulaire et à la dépolarisation de la cellule (Bean, 1992). C’est un mécanisme de 
transduction dont la réponse est très rapide (de l’ordre de la milliseconde) puisqu’elle ne nécessite 
pas la production de messagers secondaires. Par conséquent, ce type de récepteur induit une 
transmission excitatrice rapide (Bean, 1992). Le tableau 1 récapitule les principales 
caractéristiques des récepteurs P2X. 
 
Le récepteur P2X1 est exprimé dans diverses structures du système nerveux central chez le rat 
: l’hippocampe, le cervelet, la moelle épinière, le cortex cérébral et plus précisément dans les 
neurones pyramidaux des couches V et VI (Florenzano et al., 2008). En revanche, aucune activité 
n’a été détectée dans le cortex piriforme que ce soit au niveau des fibres ou au niveau des 
neurones. Ce récepteur jouerait un rôle dans la survie des neurones suite à une lésion du cervelet 
(Florenzano et al., 2002). 
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Les récepteurs P2X2, P2X4 et P2X6 sont les sous-types les plus abondants puisqu’ils sont 
exprimés dans la plupart des structures du cerveau (bulbe olfactif, cortex cérébral, hippocampe, 
noyau supraoptique, hypothalamus, cervelet, striatum), dans la moelle épinière où ils sont 
exprimés au niveau postsynaptique, les ganglions du système sensoriel (ganglion trijumeau, 
ganglion cochléaire, ganglions de la moelle épinière) et au niveau des ganglions autonoes 
(Nörenberg et Iles, 2000). Les récepteurs P2X2, P2X4 et P2X6 sont également exprimés par les 
astrocytes et le récepteur P2X4 est aussi exprimé par la microglie (Xu et al., 2016). 
Le récepteur P2X3 est uniquement exprimé par certains neurones sensoriels et est absent des 
neurones du système nerveux central (Ralevic et Burnstock, 1998 ; Collo et al., 1996). En 
agissant sur le récepteur P2X3 présynaptique, l’ATP favorise la libération de glutamate 
(Burnstock, 2008). 
La localisation du récepteur P2X5 est plus controversée. En effet, Collo et ses collaborateurs 
(1996) ont conclu, avec des expériences d’hybridation in situ, à l’absence d’ARNm du récepteur 
P2X5 dans le cerveau à l’exception du noyau mésencéphalique, du nerf trijumeau et de la moelle 
épinière. Cependant, en 2008, Guo et ses collègues ont mis en évidence la présence d’ARNm 
du récepteur P2X5 dans le cerveau dont la distribution correspond à l’expression de la protéine 
du récepteur P2X5. En effet, ils ont observé que le récepteur P2X5 est exprimé dans de 
nombreuses structures du cerveau : hippocampe, bulbe olfactif, cortex piriforme, cortex cérébral, 
thalamus, hypothalamus. Les résultats ont également confirmé ceux obtenus en 1996 (Collo et 
al., 1996) au niveau du noyau mésencéphalique, du nerf trijumeau et de la moelle épinière. Aux 
vues de la distribution de ce récepteur, il est admis que le récepteur  P2X5  est  impliqué  dans  
la  transmission  purinergique  excitatrice  rapide  au  niveau système olfactif et au niveau de 
l’hippocampe (Guo et al., 2008). 
Le récepteur P2X7 est souvent décrit à part des autres récepteurs P2X dû au fait que l’affinité de 
ce récepteur pour l’ATP est 100 fois moins élevée que pour les autres récepteurs (Surprenant et 
al. 1996) et qu’il soit également capable d’agir en tant que pore non-sélectif (Ralevic et Burnstock, 
1998). En effet, lorsque ce récepteur est activé de façon prolongée par de fortes concentrations 
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en ATP, il se convertit en un pore perméable aux ions et à de petites molécules allant jusqu’à 
900 Daltons y compris l’ATP. Cette augmentation de la perméabilité  induit un changement 
drastique de la composition ionique intracellulaire des cellules. Par conséquent, une stimulation 
prolongée du récepteur par de fortes concentrations d’ATP conduit à la mort des cellules (Dubyak 
et el-Moatassim, 1993). Le récepteur P2X7  est  principalement  exprimé  dans  les  cellules  
gliales  du  système  nerveux  central et périphérique tels que les astrocytes, les 
oligodendrocytes, la microglie et les cellules de Schwann (Sperlagh et al., 2006) Il a été 
initialement rapporté que le récepteur P2X7 est présent dans les neurones de l’hippocampe 
(Atkinson et al., 2002) et, entre autre, au niveau des terminaisons excitatrices de la moelle 
épinière (Atkinson et al., 2004). Cependant, la présence du récepteur P2X7 dans ces structures 
reste très controversée (Sim et al., 2004).  
 Tableau 1 : Principales caractéristiques des récepteurs P2X.
Récepteurs Agoniste 
endogène









Cortex cérébral, hippocampe, 








Survie des neurones suite 
à une lésion, croissance 
des neurites
Norenberg et Illes, 2000 ; 
Florenzano et al., 
2002,2008.
P2X2 ATP
Bulbe olfactif, cortex cérébral 
(cortex piriforme), hippocampe, 
moelle épinière, ganglions 






facilite la transmission 
excitatrice 
Collo et al., 1996 ; Khakh et 
al., 2003 ; Kanjhan et al., 
1999 : Rubio et Soto, 2001









douloureux, favorise la 
libération de glutamate.
Ralevic et Burnstock, 1998 ; 
Collo et al., 1996 ; 
Burnstock, 2008
P2X4 ATP
Bulbe olfactif, cortex cérébral 
(cortex piriforme), hippocampe, 
moelle épinière, ganglions 






Facilite la transmission 
synaptique car perméable 
aux ions calcium
Norenberg et Illes, 2000 ; 
Collo et al., 1996 ; Xu et al., 
2016 ; Baxter et al., 2011 ; 
Rubio et Soto, 2001
P2X5 ATP
Cortex cérébral (cortex piriforme) 
bulbe olfactif, hippocampe, 
thalamus, hypothalamus, moelle 
épinière 
Neurones Postsynaptique Transmission purinergique 
excitatrice rapide 
Guo et al., 2008
P2X6 ATP
Bulbe olfactif, cortex cérébral 
(cortex piriforme), hippocampe, 
moelle épinière, ganglions 






P2X2 et P2X4 
Collo et al., 1996 ; Torres et 
al., 1999 ; Rubio et Soto, 
2001
P2X7 ATP > 100 
µM
Cortex cérébral, hippocampe, 













Surprenant et al., 1996 ; 





a. Les récepteurs P2Y 
Les  récepteurs  P2Y  sont  des  récepteurs  couplés  aux  protéines  G. Huit  sous-types  ont  été 
identifiés : P2Y1, P2Y2, P2Y4, P2Y6, P2Y11, P2Y12, P2Y13 et P2Y14 (Ralevic et Burnstock, 
1998). Les protéines G de ces récepteurs sont formées de trois sous-unités : alpha, bêta et 
gamma. La sous-unité alpha porte le site de liaison avec le récepteur, le site catalytique 
d’hydrolyse du GTP et le site de liaison avec l’adénylate cyclase (AC). Lorsque le récepteur est 
activé, la sous-unité alpha se libère du complexe alpha-bêta-gamma et se lie à divers effecteurs 
: l’adénylate cyclase, des phospholipases et des canaux Ca2+ et K+  (Fredholm et al., 2005).  
L’adénylate cyclase est une enzyme membranaire qui produit de l’AMP cyclique (AMPc) à partir 
d’ATP. L’AMPc est un messager secondaire qui active des protéines kinases (PK) lesquelles 
phosphorylent  diverses  molécules  qui régulent des  voies métaboliques ou la transcription de 
certains gènes. 
La phospholipase C est une enzyme membranaire qui hydrolyse les phospholipides. Elle 
transforme le phosphatidyl-inositol-2-phosphate (PIP2) en diacylglycérol (DAG) et  inositol-3-
phosphate (IP3). L’IPγ agit au niveau des stocks intracellulaires de calcium afin de libérer du 
calcium qui va lui-même agir sur différentes enzymes. Le DAG, quant à lui, stimule la protéine 
kinase C (PKC). Selon le couplage du récepteur P2Y avec différentes catégories de protéines G, 
l’activité de l’effecteur (adénylate cyclase, phospholipases ou canaux) est soit stimulée, soit 
inhibée. Les récepteurs P2Y12, P2Y13 et P2Y14 sont couplés à une protéine Gi (Abbracchio et 
al, 2006) qui inhibe l’AC et assure l’ouverture des canaux potassiques (Figure 3). Les récepteurs 
P2Y1, P2Y2, P2Y4, P2Y6 et P2Y11 sont couplés à une protéine Gq qui permet l’activation de la 
phospholipase C et la libération de calcium à partir des stocks intracellulaires (Figure 3) (von 
Kügelgen, 2006 ; Abbrachio et al, 2006). Le tableau 2 récapitule les principales caractéristiques 





Figure 3 : Représentation schématique des mécanismes de transduction associés à chaque 
récepteur P2Y. A gauche, la voie de signalisation dépendante de l’AMPc. Suite à l’activation du 
récepteur, la protéine Gi est activée et induit une inhibition de l’adénylate cyclase (AC) limitant la 
production de second messager AMPc et empêchant l’activation de la protéine kinase A (PKA). Par 
ailleurs, l’activation de l’AC provoque l’ouverture des canaux potassiques. A droite, la voie de 
signalisation dépendante de l’inositol phosphate. Suite à l’activation du récepteur, la protéine Gq est 
activée et active la phospholipase C (PLC) induisant l’hydrolyse phosphatidyl-inositol-4-5-diphosphate 
(PIP2)  en diacylglycérol (DAG) et inositol-3-phosphate (IP3). L’IPγ permet la libération des stocks de 
calcium intracellulaire via l’ouverture des canaux calciques du réticulum endoplasmique (RE). Le DAG 
active la protéine kinase C (PKC) qui provoque l’ouverture des canaux calciques présents au niveau 
de la membrane plasmique. 
 
Les  récepteurs  P2Y  sont  activés  par  divers nucléotides avec des affinités différentes pour 
chacun des sous-types. En effet, le récepteur P2Y1 est activé par l’ADP, bien que l’ATP soit un 
agoniste partiel de ce récepteur. L’ADP est également l’agoniste naturel des récepteurs P2Y12 
et P2Y13. Les récepteurs P2Y2 et P2Y4 sont activés par l’ATP et l’UTP avec une affinité 
équivalente (Abbracchio et al., 2006). Enfin, les récepteurs P2Y6 et P2Y14 sont activés par l’UDP 
et l’UDP-glucose, respectivement. 
Le récepteur P2Y1 est présent dans diverses régions du cerveau telles que le cortex cérébral, 
l’hippocampe, le cervelet, le putamen, le noyau sous-thalamique et le noyau caudé (King et 
AC 
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Burnstock, 2002). Dans l’hippocampe, le récepteur P2Y1 est localisé au niveau des membranes 
pré- et postsynaptiques des synapses glutamatergiques (Tonazzini et al., 2007). Le récepteur 
P2Y1 est impliqué dans la modulation de la transmission synaptique puisqu’il a été montré que 
ce récepteur inhibe la libération de glutamate dans le cortex cérébral chez le rat (Bennett et 
Boarder, 2000), au niveau des synapses des collatérales de Schaffer (Mendoza-Fernandez et 
al., 2000) et dans les terminaisons sensorielles de la moelle épinière (Heinrich et al., 2008). Ce 
mécanisme d’inhibition semble être médié par le complexe ȕȖ de la protéine G du récepteur P2Y1 
qui inhibe les canaux calciques dépendants du voltage (Gerevich et al., 2004). Ce récepteur est 
présent au niveau des astrocytes de l’hippocampe où son activation par l’ATP joue un rôle 
protecteur contre les dommages causés par un stress oxydatif via la libération d’interleukine-6 
(Weisman et al., 2012). Il est  également localisé au niveau des oligodendrocytes (Moran-
Jimenez et Matute, 2000) et des cellules microgliales. 
Dans le système nerveux central, le récepteur P2Y2 est localisé dans l’hippocampe, le cortex 
préfrontal, l’hypothalamus et la moelle épinière (Abbrachio et al., 2006). Il est exprimé dans les 
neurones où il est localisé au niveau postsynaptique (Choi et al., 2013),  dans les astrocytes, la 
microglie et oligodendrocytes (Ho et al., 1995 ; Boucsein et al., 2003 ; Kirischuk et al., 1995).  Au 
niveau des astrocytes, l’activation de ce récepteur stimule la prolifération et la migration des 
cellules. En effet, l’activation du récepteur P2Y2 stimule la cascade de signalisation des 
intégrines qui régulent la réorganisation du cytosquelette des cellules gliales ainis que la motilité 
de ces cellules (Weisman et al., 2012). 
Le récepteur P2Y4 est localisé dans le bulbe olfactif, le cortex cérébral, l’hippocampe, la moelle 
épinière et le cervelet (Song et al., 2011). Dans ces régions, le récepteur P2Y4 est exprimé par 
les astrocytes et au niveau présynaptique dans les neurones de l’hippocampe chez le rat où ce 
récepteur jouerait un rôle inhibiteur dans la libération de glutamate  (Rodrigues et al., 2005).  
Le récepteur P2Y6 est localisé dans l’amygdale, le noyau accumbens, le putamen et 
l’hippocampe où il est exprimé par les neurones pyramidaux (Weisman et al., 2012). L’activation 
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de ce récepteur au niveau microglial par l’UDP induit la phagocytose des neurones (Neher et al., 
2014).  
Chez les rongeurs, le récepteur P2Y11 ne semble pas être exprimé (Weisman  et  al.,  2012  :  
Dreisig  et  Kornum,  2016).   
Les récepteurs P2Y12, P2Y13 et P2Y14 sont essentiellement localisés au niveau des cellules 
gliales. En effet, le récepteur P2Y12 est localisé au niveau des oligodendrocytes et des cellules 
microgliales tandis que les récepteurs P2Y13 et P2Y14 sont localisés aux niveau des astrocytes 
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3. Les ectonucléotidases 
L’ATP libérée dans le milieu extracellulaire peut agir directement sur les récepteurs spécifiques 
P2X et P2Y. L’ATP extracellulaire peut également être dégradée en ADP, AMP et adénosine par 
des ectonucléotidases. Il existe quatre types d’ectonucléotidases impliquées dans la production 
d‘adénosine dans le système nerveux central : les ecto-nucléosides triphosphates 
diphosphohydrolases (E-NTPDases), les ecto-nucléotides pyrophosphatases 
phosphodiestérases (E-NPPases), l’ecto-5’- nucléotidase (NT5E) et la phosphatase alcaline non 
spécifique des tissus (TNAP). En fonction des enzymes, les ectonucléotidases hydrolysent les 
nucléosides tri-, di- et monophosphates pour générer des nucléosides diphosphates, 
monophosphates, de l’adénosine, du pyrophosphate (PPi) et du phosphate inorganique (Pi). 
Dans cette partie, je ne décrirai que les enzymes responsables de la dégradation des nucléotides 
extracellulaires permettant la production d’adénosine (Tableau 3). 
 





De manière générale, les NTPDases hydrolysent une grande variété de nucléotides triphosphates 
(ATP, UTP) et diphosphates (ADP, UDP) avec des affinités différentes et en présence de cations 
divalents Ca2+ ou le Mg2+ (Kukulski et al., 2005). De ce fait, les enzymes qui composent cette 
famille sont également appelées ATPDases, ecto-ADPases, ecto-ATPases ou encore ecto-
apyrases. Le produit final des différentes réactions d’hydrolyse est un nucléoside 
monophosphate : l’AMP ou l’UMP. Chez les mammifères, huit gènes (Entpd chez la souris, 
ENTPD chez l’Homme) codent pour les protéines de la famille des NTPDases.  Ce sont des 
enzymes membranaires dont quatre ont une orientation extracellulaire (E-NTPDase 1, 2, 3, 8), 
NTPDases 1, 2, 3 et 8 
(Zimmermann, 2001) 
ATP ➔  ADP + Pi  
ADP➔ AMP + Pi 
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tandis que les NTPDases 4 à 7 ont une orientation intracellulaire (Robson et al., 2006). Dans cette 
partie, seules les NTPDases conduisant à la formation d’AMP extracellulaire, c’est-à-dire les E-
NTPDases membranaires 1, 2, 3, et 8, seront décrites (Figure 4). 
Les E-NTPDases 1, 2, 3 et 8 peuvent être différenciées les unes des autres en fonction de leur 
affinité pour un substrat donné et donc du produit final de la réaction qu’elles catalysent. La 
NTPDase1 hydrolyse l’ATP et l’ADP avec une affinité équivalente tandis que la NTPDase3 et la 
NTPDase8 ont une affinité 2 à 3 fois plus élevée pour l’ATP que pour l’ADP (Kukulski et al., 
2005). La NTPDase2 se démarque des autres NTPDases puisqu’elle a une affinité environ 10 
fois supérieure pour les nucléosides triphosphates comparé aux nucléosides diphosphates 
(Kukulski et al., 2005 ; Zimmermann 2001).  
 
La NTPDase1 a une localisation très large au sein du système nerveux central. En effet, l’étude 
d’immunohistochimie de Wang et Guidotti (1998) sur des tranches de cerveau de rat, a révélé un 
fort marquage dans les neurones du cortex cérébral, de l’hippocampe et du cervelet ainsi qu’au 
niveau des cellules endothéliales des vaisseaux sanguins et des cellules gliales.  
La NTPDase2 est exprimée au niveau des couches germinales dans le cerveau en 
développement et dans le cerveau adulte de rat. En effet, l’expression de la NTPDase2 est 
localisée dans la zone subventriculaire et de la couche subgranulaire du gyrus denté chez la 
souris adulte (Gampe et al, 2015) où elle est associée aux astrocytes (Braun et al., 2003 ; Langer 
et al., 2008). 
La NTPDase3 est exclusivement localisée dans les neurones, plus précisément dans les 
terminaisons axonales. Cette localisation suggère un rôle de régulateur des concentrations 
extracellulaires d’ATP au niveau synaptique (Belcher et al., 2006). Cette enzyme est fortement 
exprimée dans les neurones des ganglions de la racine dorsale, contrairement aux NTPDases1, 
2 et 8, suggérant un rôle de cette ectonucléotidase dans les circuits nociceptifs (Vongtau et al., 
2011). De plus, la NTPDase3 est également exprimée au niveau des axones myélinisés cutanés 
et dans les organes cibles spécialisés qui participent à la sensation tactile (Vongtau  et al., 2011). 
 19 
 
La NTPDase8 a été détectée dans le foie, le jéjunum et le rein mais aucune activité enzymatique 
n’a à ce jour été révélée dans le cerveau (Bigonnesse et al., 2004 ; Fausther et al., 2007). 
 
 
b. Les ecto-nucléotides pyrophosphatases/phosphodiestérases (E-




Les NPPases catalysent des réactions d’hydrolyse de liaisons pyrophosphate ou phosphodiester 
de divers composés extracellulaires tels que les nucléotides, les lysophospholipides et les 
phosphates ester de choline (Zimmermann et al., 2012). Comme pour les NTPDases, l’activité 
enzymatique des NPPases est dépendante de la présence de cations divalents tels que le Ca2+ 
ou le Mg2+. Les NPPs sont des glycoprotéines transmembranaires (Bollen et al., 2000). Seules 
les NPP1, NPP2 et NPP3 réalisent l’hydrolyse des nucléotides extracellulaires (Goding et al., 
2003) tandis que les NPP4 à 7 hydrolysent les lysophospholipides (Yegutkin, 2008).  
La réaction générale que catalysent les NPP1 à 3 est  l’hydrolyse de l’ATP en AMP et 
pyrophosphate (PPi). La NPP1 catalyse cette réaction de manière plus efficace que la NPP2 et 
la NPP3. En effet, Gijsbers et al. (2003) ont mesuré in vitro l’activité relative d’hydrolyse des 
NPP1, 2 et 3 envers le pNP-TMP, un substrat classique des nucléotides phosphodiestérases. Ils 
ont montré que l’activité enzymatique de la NPP3 et de la NPP2, vis-à-vis de l’hydrolyse du pNP-
TMP, était trois fois et six fois inférieure respectivement à celle de la NPP1 (Figure 4). 
La NPP1, NPP2 et NPP3 ont été détectées dans la plupart des tissus (Bollen et al., 2000). 
Bjelobaba  et  ses  collaborateurs (2006) ont  étudié  la localisation de la NPP1 dans le cerveau 
chez le rat grâce à l’utilisation d’anticorps anti-NPP1. Leurs travaux ont révélé une distribution 
très répandue de cette enzyme dans la plupart des régions du cerveau avec un marquage intense 
NPPases 1, 2 et 3 
(Gijsbers et al., 2003) 
ATP ➔  AMP + PPi 
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au niveau des couches II et IV du cortex cérébral. La NPP1 est aussi présente dans le cortex 
piriforme, l’hypothalamus et le thalamus. Elle est principalement localisée au niveau des 
neurones dans différentes régions cérébrales sauf dans les neurones des ganglions de la base 
qui n’expriment pas la NPP1. 
La NPP2 est exprimée au niveau du plexus choroïde et de la zone subventriculaire durant le 
développement puis son expression diminue à l’âge adulte chez la souris (Savaskan et al., 2007). 
Les auteurs ont également mis en évidence que la NPP2 est absente des neurones, des 
astrocytes et de la microglie mais a été retrouvée dans une lignée précoce d’oligodendrocytes 
(Savaskan et al., 2007). 
La NPP3 (gp130RB13-6) a été initialement identifiée à l’aide d’un anticorps monoclonal en tant 
que glycoprotéine au niveau d’une sous-population de précurseur neural dans le cerveau de rat 
(Deissler et al., 1995). Il a été rapporté que la NPP3 est uniquement détectée dans les astrocytes 
immatures (Blass-Kampmann et al., 1997). 
 
 
c. L’ecto-5’-nucléotidase (NT5E) 
 
Ecto-5’-nucléotidase 
(Cusack et al., 1983) 
AMP ➔ adénosine +Pi 
 
L’ecto-5’-nucléotidase est une protéine ancrée à la surface externe de la membrane plasmique 
par  une ancre glycosylphosphatidylinositol (GPI) en position C-terminale. Elle hydrolyse 
exclusivement les nucléosides-5’-monophosphates (AMP, UMP, CMP, IMP, GMP) et l’AMP est 
considéré comme le substrat physiologique majeur de cette enzyme (Figure 4) (Cusack et al., 
1983). Elle peut également exister sous forme soluble dans l’espace extracellulaire suite à 
l’hydrolyse de l’ancre GPI par une phospholipase C (Vogel et al., 1992). 
L’ecto-5’-nucléotidase est aussi considérée comme étant une marqueur de différentiation, ou 
antigène de différentiation CD73 (cluster of differenciation 73), des lymphocytes T et B  (Thomson 
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et al., 1990). Des souris KO pour cette enzyme ont un métabolisme de l’adénosine réduit 
comparé à des souris sauvages (Klyuch et al., 2012). En revanche, comme la délétion n’a aucun 
effet sur l’activité des ecto-ATPases, le métabolisme de l’ATP en AMP des souris KO pour la 
NT5E n’est pas altéré (Langer et al., 2008). L’ecto-5’-nucléotidase est exprimée dans diverses 
régions du cerveau : le cortex cérébral, l’hippocampe, le cervelet, la moelle épinière ainsi que 
dans les ganglions de la base où l’expression de l’enzyme est plus élevée comparé aux autres 
régions cérébrales (Langer et al., 2008 ; Augusto et al., 2013). Ces résultats ont été confirmés 
par Kulesskaya et collaborateurs (2013) qui ont étudié la distribution de l’ecto-5’-nucléotidase sur 
des tranches de cerveau de souris par immunohistochimie. Ils ont révélé un marquage intense 
au niveau du striatum, du noyau caudé, du putamen, du tubercule olfactif et du globus pallidus, 
structures localisées dans les ganglions de la base. Par ailleurs, Trieu et al. (2015) ont mis en 
évidence que la NT5E est présente dans la couche Ia du cortex piriforme par immunohistochimie. 
Des modifications de l’activité de cette enzyme ont été observées au cours du développement 
puisqu’il a été montré que l’activité de l’ecto-5’-nucléotidase augmente avec l’âge (Fuchs, 1991). 
En effet, durant le développement,  l’ecto-5’-nucléotidase est localisée au niveau de la surface 
des cellules nerveuses migrantes et immatures ainsi qu’au niveau de synapses lors de la 
synaptogenèse et du remodelage synaptique (Fenoglio et al., 1995). En revanche dans le 
cerveau adulte, l’enzyme est localisée au niveau des astrocytes et de la microglie (Schoen et 
Kreutzberg, 1995), des oligodendrocytes et de la myéline (Cammer et al., 1986) ainsi qu’au 










d. La phosphatase alcaline non spécifique des tissus TNAP 
 
TNAP 
(Demenis et Leone, 2000) 
ATP ➔  ADP + Pi ➔ AMP+ Pi  ➔ adénosine +Pi 
 
 
La TNAP est impliquée dans l’hydrolyse de diverses molécules. Elle possède une activité 
phosphomonoestérase qui lui confère la propriété de déphosphoryler entre autres, le 
pyrophosphate (PPi), le pyridoxal-5’-phosphate (PLP) et  la phosphoéthanolamine qui constituent  
les trois substrats de la TNAP les plus connus. Ainsi la TNAP est impliquée dans les processus 
de minéralisation osseuse via l’hydrolyse du PPi en phosphate inorganique (Russel, 1965), dans 
la voie de synthèse de neurotransmetteurs, tels que le GABA via la déphosphorylation du PLP 
qui est un cofacteur d’enzymes nécessaires à la synthèse du GABA (Whyte et al., 1985). La 
TNAP a également une fonction d’ectonucléotidase qui conduit à l’hydrolyse des nucléosides et 
nucléotides à pH alcalin et physiologique (Demenis et Leone, 2000). Il a été montré que la TNAP 
hydrolyse l’ATP, l’ADP, l’AMP en adénosine (Figure 4) au niveau de la surface épithéliale des 
voies respiratoires chez l’Homme (Picher et al., 2003) et au niveau de la plaque osseuse (Say et 
al., 1991).  
La phosphatase alcaline est très largement exprimée dans le système nerveux central. L’activité 
de cette enzyme a été rapportée dans le cortex cérébral, le bulbe olfactif, le thalamus et 
l’hypothalamus chez le rongeur (Langer et al., 2008). Dans le cerveau chez le primate, la TNAP 
est associée aux neurones et aux cellules endothéliales (Brun-Heath et al., 2012). Une forte 
activité phosphatase alcaline a également été mise en évidence au niveau de structures pré- et 
postsynaptiques du système nerveux central chez le rat (Sugimura et Mizutani, 1979) et chez le 
primate (Fonta et al., 2004) ainsi qu’au niveau des nœuds de Ranvier  (Fonta et al., 2005).  
La TNAP est fortement exprimée pendant les stades précoces du développement. En effet, 
pendant le développement embryonnaire chez la souris, la TNAP est exprimée par des 
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progéniteurs neuraux dans les zones ventriculaire et subventriculaire qui sont des régions 
caractérisées par une grande activité de prolifération durant le développement. Kermer et ses 
collaborateurs (2010) ont montré que l’abolition de la protéine codant pour la TNAP par des ARN 
interférents dans des cultures de cellules souches neurales réduit la prolifération et la 
différenciation des neurones suggérant que la TNAP est essentielle dans la prolifération et la 
différenciation des progéniteurs neuraux.  
Si la TNAP est fortement exprimée durant les stades précoces, son activité diminue durant le 
développement tardif. Cependant elle est toujours exprimée dans les zones ventriculaire et 
subventriculaire durant les stades adultes (Langer et al., 2007). Ceci suggère que la TNAP 
contribuerait au développement du système nerveux central via le contrôle de la prolifération, de 
la migration et de la différenciation neuronale (Ermonval et al., 2009). Le mécanisme par lequel 
la TNAP régulerait ces fonctions impliquerait la signalisation purinergique. En effet, dans des 
cultures de neurones de l’hippocampe, il a été montré que la TNAP co-localiserait avec le 
récepteur P2X7 au niveau des cônes de croissances des axones. En hydrolysant l’ATP 
extracellulaire, la TNAP empêcherait ainsi l’activation des récepteurs P2X7 impliqués dans 
l’inhibition de la croissance axonale (Diez-Zaera et al., 2011).  
Par ailleurs, Street et al (2013) ont mis en évidence l’expression de la TNAP dans les neurones 
de la moelle épinière et des ganglions de la corne dorsale grâce à l’hybridation in situ avec des 
sondes spécifiques de la TNAP, régions dans lesquelles la TNAP hydrolyse l’AMP en adénosine. 
Dans ces régions, la TNAP serait impliquée dans les circuits de la douleur puisque l’adénosine, 
via les récepteurs A1, a un effet antidouleur. De plus, Zhang et coll. (2012) ont étudié la 
contribution de la TNAP dans la production d’adénosine dans l’hippocampe chez la souris en 
utilisant un inhibiteur spécifique de la TNAP, le MLS-0038949. Ils ont mis en évidence que la 
TNAP ne contribuerait de manière significative à la production d’adénosine dans l’hippocampe 







Figure 4 : Schéma récapitulatif des réactions catalysées par les ectonucléotidases 
responsables de la production d’adénosine extracellulaire dans le système nerveux central. 
Une taille de police différente a été utilisée afin de rendre compte des affinités des enzymes pour 
chaque substrat. Par exemple, la NTPDase2 a une affinité 10 fois supérieure pour l’ATP par rapport 
à l’ADP. 
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C. Le transport de l’adénosine 
Hormis la production intracellulaire et extracellulaire d’adénosine via la dégradation de diverses 
molécules (nucléotides intra- ou extracellulaires et SAH), il existe un transfert d’adénosine entre 
les deux compartiments. En effet, l’adénosine extracellulaire peut provenir du transport de 
l’adénosine intracellulaire vers le milieu extracellulaire via les transporteurs de nucléosides dits 
équilibratifs (ENT). L’adénosine intracellulaire provient également du transport de l’adénosine 
extracellulaire via les ENT mais aussi via un autre type de transporteurs dits concentratifs : les 
CNT (Cass et al., 1998) (Figure 5). 
 
   1. Les  transporteurs de nucléosides équilibratifs  (ENT) 
Les  ENT  sont  des  transporteurs  bidirectionnels passifs  car  le  flux  de  nucléosides  à  
travers  la membrane est uniquement dépendant du gradient de concentration.  
Les ENT sont divisés en deux catégories selon leur sensibilité à l’inhibition par le nucléoside 
analogue, S-6-(4-nitrobenzyl)mercaptopurine riboside (NBMPR) : les  transporteurs équilibratifs 
dits sensibles (ENT1) et les transporteurs équilibratifs dits insensibles (ENT2). En fait, les ENT1 
sont inhibés par le NBMPR avec des concentrations de l’ordre du nanomolaire tandis que les 
ENT2 sont également inhibés mais uniquement avec des concentrations en NBMPR de l’ordre 
du micromolaire (Belt et al., 1993). 
Les ENT sont très présents dans tous les tissus et certaines cellules expriment les deux types 
de transporteurs à la fois (ENT1 et ENT2) (Noji et al., 2004). Une étude d‘hybridation in situ a 
permis de révéler la large distribution des ARN messagers codant pour l’ENT1 chez le rat. Les 
ARNm ont été détectés dans environ 50 % des neurones de l’hippocampe, du cervelet, du 
cortex cérébral et du striatum (Anderson et al., 1999). Il apparaît également que les ARNm 
codant pour l’ENT1 sont exprimés au niveau des astrocytes, des cellules du plexus choroïde, et 
des cellules musculaires lisses des vaisseaux sanguins (Anderson et al., 1999). 
Le transporteur ENT2 chez le rat présente le même pattern d’expression que l’ENT1. En effet, 
par RT-PCR, Northern Blot et hybridation in situ, il a été montré que les ARNm ENT2 sont 
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présents dans diverses régions du cerveau telles que l’hippocampe, le striatum, le thalamus et 
le cortex cérébral. Au sein de ces structures, l’ENT2 est exprimé par les neurones, les 
astrocytes, les cellules du plexus choroïde, et des cellules musculaires lisses des vaisseaux 
sanguins (Anderson et al., 1999). De plus, l’hybridation in situ indique que près de 90% des 
cellules expriment l’ARNm ENT2 suggérant que l’ENT2 est le transporteur prédominant chez le 
rat. 
 
   2. Les transporteurs de nucléosides concentratifs (CNT) 
Les CNT assurent le transport unidirectionnel (du milieu extracellulaire vers le milieu 
intracellulaire) des nucléosides grâce à un symport avec des ions Na+ et/ou des ions H+. 
L’énergie fournie par le gradient des ions sodium, qui se met en place au niveau des 
membranes plasmiques, permet le transport des nucléosides contre leur gradient de 
concentration : c’est un transport actif. Les CNT sont localisés dans divers tissus et organes 
tels que le foie, les reins, les macrophages, l’épithélium intestinal, le plexus choroïde et le 
cerveau (Griffith and Jarvis, 1996 ; Cass et al., 1998). Ces transporteurs sont subdivisés en six 
sous-types sur la base de leur sélectivité à un substrat donné et de leur sensibilité à l’inhibiteur 
NBMPR : le CNT1 transporte les nucléosides pyrimidiques et l’adénosine, le CNT2 transporte 
les nucléosides puriques et l’uridine, le CNT3 a une spécificité plus large puisqu’il transporte les 
nucléosides puriques et pyrimidiques, le CNT4 transporte les mêmes nucléosides que CNT1 
ainsi que la guanosine, le CNT5 est sélectif des analogues de l’adénosine et enfin le CNT6 qui 
lui est sélectif de la guanosine (Revue de Cass et al., 2002). 
Les transporteurs CNT1 et CNT2 présentent la même distribution au sein du système nerveux 
central chez le rat. Il sont tous deux exprimés dans le cortex cérébral, l’hippocampe, le cervelet, 





D. Le métabolisme de l’adénosine 
L’adénosine peut être dégradée en inosine, que ce soit dans le milieu intracellulaire ou dans le 
milieu extracellulaire, par l’adénosine déaminase (ADA) (Yegutkin, 2008). L’inosine est ensuite 
métabolisée en hypoxanthine par des purines nucléosides phosphorylases (PNP), puis en 
xanthine et enfin en acide urique par des xanthines oxydases (XO) (Yegutkin, 2008) (Figure 5). 
 Dans le milieu intracellulaire, l’adénosine peut être rephosphorylée en AMP par l’adénosine 
kinase (AdK) (Latini et Pedata, 2001).  
L’adénosine kinase a une affinité plus forte pour l’adénosine (Km = 0.2-2 µM) que l’adénosine 
déaminase (Km = 20-100 µM) (Lloyd et Fredholm, 1995). Du fait de l’absence d’adénosine 
kinase dans le milieu extracellulaire, il existe une régulation cyclique du métabolisme des 
purines entre le milieu extracellulaire et le milieu intracellulaire. En effet, l’adénosine peut être 
capturée du milieu extracellulaire vers le milieu intracellulaire où elle sera phosphorylée en 
AMP par l’adénosine kinase (Lloyd et Fredholm, 1995). Dans le milieu intracellulaire, l’AMP 
pourra par la suite être phosphorylée en ADP par une adénylate kinase (ADK). L’ADP est 
ensuite phosphorylé en ATP par une nucléoside diphosphate kinase (NDK) (Yegutkin, 2008). 
Par la suite, l’ATP est éventuellement libérée dans le milieu extracellulaire puis dégradée par 





Figure 5 : Transport et métabolisme de l’adénosine extracellulaire et intracellulaire dans le 
système nerveux central. L’ENT (en violet) est un transporteur bidirectionnel tandis que le CNT 
(en rouge) est un transporteur unidirectionnel chargé du transport de l’adénosine du milieu 
extracellulaire vers le milieu intracellulaire. ADA : adénosine déaminase ; AdK : adénosine kinase ; 
ADK : adénylate kinase ; cN-I : nucléotidase cytosolique I ; NDK : nucléoside diphosphate kinase ; 
PNP : purine nucléoside phosphate ; SAH : S-adénosylhomocystéine ; SAM : S-
adénosylméthionine ; XO : xanthine oxydase. 
 
 
 E.  Les récepteurs à l’adénosine  
De manière générale, les récepteurs à l’adénosine sont des récepteurs à 7 domaines 
transmembranaires couplés aux protéines G (RCPG) avec la partie N-terminale de la protéine 
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qui se trouve du côté extracellulaire et la partie C-terminale qui se trouve sur le côté 
cytoplasmique de la membrane. Les différentes caractéristiques des récepteurs à l’adénosine 
sont récapitulées dans le tableau 4. 
En 1979, Van Calker et ses collaborateurs ont rapporté deux effets opposés de l’adénosine sur 
des cellules de cerveaux de souris en culture : l’inhibition de l’accumulation de l’AMP cyclique 
et la stimulation de l’accumulation de l’AMP cyclique. Ils ont alors proposé le terme de 
récepteur A1 pour celui qui induit une inhibition de l’accumulation d’AMP cyclique ; et le nom de 
récepteur A2 pour celui qui stimule l’accumulation d’AMP cyclique. Ces deux effets opposés 
sont dus au couplage de chaque récepteur à une protéine G distincte. Le récepteur A1 est 
couplé à une protéine G inhibitrice (Gi) tandis que les récepteurs A2 sont couplés à une 
protéine G stimulatrice (Gs ou Gq). Par ailleurs, la protéine Gi du récepteur A1 peut se lier 
directement aux canaux calciques dépendants du voltage. Les récepteurs A2 ont été 
subdivisés en 2 types : A2a et A2b. Cette distinction réside dans le fait que la stimulation de 
l’adénylate cyclase par l’adénosine s’effectue via des sites de liaison distincts de haute affinité 
(A2a) et de faible affinité (A2b) (Daly et al., 1983 ; Bruns et al., 1986).  Un quatrième sous-type 
de récepteurs à l’adénosine, le récepteur A3 a été mis en évidence chez le rat par Zhou et ses 
collaborateurs (1992). Dans le cerveau, il semblerait que le récepteur A3 soit couplé à une 
protéine Gi et également à une protéine Gq (Zhou et al., 1992 ; Abbracchio et al., 1995). Les 
mécanismes de transduction associés à chaque sous-type de récepteur à l’adénosine, 











Figure 6 : Représentation schématique des mécanismes de transduction associés aux 
récepteurs à l’adénosine. A gauche, la voie de signalisation dépendante de l’AMP cyclique 
(AMPc). L’activation de la protéine Gi  inhibe l’adénylate cyclase (AC) limitant la production de 
second messager AMPc, ce qui empêche l’activation de la protéine kinase A (PKA). L’activation de 
la protéine Gs stimule l’adénylate cyclase qui induit la production d’AMPc. L’AMPc active des 
protéines kinases, notamment la protéine kinase A (PKA) qui, via la phosphorylation des canaux 
calciques, permet leur ouverture. A droite, la voie de signalisation dépendante de l’inositol 
phosphate. L’activation de la protéine Gq stimule la phospholipase C (PLC) induisant l’hydrolyse 
phosphatidyl-inositol-4-5-diphosphate (PIP2)  en diacylglycérol (DAG) et inositol-3-phosphate (IP3). 
L’IP3 permet la libération des stocks de calcium intracellulaires via l’ouverture des canaux calciques 
du réticulum endoplasmique (RE). Le DAG active la protéine kinase C (PKC) qui phosphoryle les 
canaux calciques présents au niveau de la membrane plasmique et provoque ainsi leur ouverture. 
 
 
1. Le récepteur A1  
Dans le système nerveux central, ce récepteur est le plus abondant dans plusieurs régions du 
cerveau. Il est exprimé à la fois par les neurones et les cellules gliales. On le trouve dans le 
cortex cérébral, le cervelet, le bulbe olfactif, l’hippocampe, le thalamus, la moelle épinière 
(Dixon et al., 1996).  Dans les neurones, le récepteur A1 est localisé au niveau présynaptique 
(Fredholm et al., 2005) et également au niveau postsynaptique (Rebola et al., 2003). Le 
récepteur A1 est exprimé par les astrocytes, par les oligodendrocytes et par la microglie 























(Ciccarelli et al., 2001) où son activation par l’adénosine conduit à la production de substances 
neuroprotectrices (TGF-beta, NGF) (Dare et al., 2007). 
La plupart des antagonistes sélectifs des récepteurs A1 sont des composés contenant des 
dérivés de xanthine. Le 8-cyclopentyl-1,3-dimethylxanthine (CPT) et le 8-cyclopentyl-1,3-
dipropylxanthine (DPCPX) sont les antagonistes les plus couramment utilisés du fait de leur 
grande affinité et sélectivité pour le sous type A1 (Bruns et al 1987). 
L’un des effets le plus connu de l’adénosine sur l’activité nerveuse est l’inhibition de la libération 
de neurotransmetteurs et l’inhibition de l’excitation neuronale via l’activation des récepteurs A1.  
Dans les neurones, le récepteur A1 localisé au niveau présynaptique est responsable d’une 
inhibition de la transmission synaptique excitatrice (Fredholm et al., 2005). La liaison de la 
protéine Gi aux canaux calciques dépendants du voltage dans la terminaison présynaptique a 
pour effet d’inhiber l’entrée de calcium qui est requise pour la libération des neurotransmetteurs. 
Par conséquent, cela diminue la libération de glutamate (Ribeiro, 1995).  
De plus, l’activation du récepteur A1 localisé au niveau postsynaptique active des canaux 
potassiques. L’augmentation de la conductance potassique induit une hyperpolarisation de la 
membrane provoquant une diminution de l’excitabilité neuronale (Greene et Haas, 1991). 
Cependant, cet effet postsynaptique ne contribue pas de manière importante au contrôle de la 
transmission synaptique. En revanche, il semblerait que ce mécanisme postsynaptique soit 
plutôt impliqué lors d’activité intense des neurones (Fredholm et al., 2005). L’adénosine ou les 
agonistes du récepteur A1 présentent des propriétés anticonvulsives résultant de l’inhibition de 
la libération de glutamate et d’une action hyperpolarisante médiée par l’activation des canaux 
potassiques (Khan et al. 2001) ainsi que des propriétés analgésiques. 
L’inosine peut se lier au récepteur A1 avec une affinité équivalente à celle de l’adénosine 
(Nascimento et al., 2015) et possède des propriété anticonvulsivantes puisque lorsqu’elle est 
administrée par voie intraventriculaire, l’inosine s’oppose aux convulsions induites par de fortes 
doses de caféine (Marangos et al., 1981).  De plus, il a été montré que l’inosine a un effet 
antidouleur et antidépresseur chez la souris (Nascimento et al., 2010 ; Muto et al., 2014) . 
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2. Le récepteur A2a 
Le récepteur A2a est très abondant au niveau du striatum, du noyau accumbens et du 
tubercule olfactif. Ce récepteur est également présent, mais plus faiblement exprimé, dans 
l’hippocampe, le cortex cérébral et la substance noire (Dixon et al., 1996). Au niveau du 
striatum, ce récepteur est localisé au niveau postsynaptique dans les neurones GABAergiques 
de la voie indirecte projetant sur le globus pallidum où ces neurones GABAergiques expriment 
fortement les récepteurs à la dopamine D2. Le récepteur A2a est exprimé au niveau 
présynaptique dans le striatum où il est localisé dans les terminaisons glutamatergiques qui 
entrent en contact avec les neurones de la voie nigro-striée GABAergique directe (Quiroz  et 
al., 2009). Dans l’hippocampe, le récepteur A2a est exprimé par les neurones pyramidaux et 
est localisé au niveau des terminaisons nerveuses glutamatergiques (Rebola et al., 2005). Le 
récepteur A2a est localisé dans les astrocytes où il stimule leur prolifération (Hindley et al., 
1994), dans la microglie et les vaisseaux sanguins (Revue de Fredholm et al., 2005) et dans les 
neurones du néocortex (Rebola et al., 2002). 
 
Contrairement au récepteur A1, le récepteur A2a est impliqué dans la facilitation de la libération 
des neurotransmetteurs. Au niveau présynaptique dans le striatum, le récepteur A2a contrôle la 
libération de glutamate. En, effet, en s’hétéromérisant avec le récepteur A1, le récepteur A2a 
contrecarre l’inhibition de la transmission synaptique médiée par le récepteur A1 (Ciruela et al., 
2006). Par ailleurs, il a été montré que les récepteurs A1 et A2a sont colocalisés au niveau des 
terminaisons nerveuses glutamatergiques dans l’hippocampe chez le rat ce qui leur conférerait 
un rôle dans le contrôle de la libération du glutamate (Rebola et al., 2005). De plus, les 
récepteurs A2a peuvent moduler l’activité d’autres récepteurs tels que le récepteur à la 
dopamine, à l’acétylcholine et au glutamate (Revue de Cunha, 2001). 
Les récepteurs A1 et A2a sont tous deux impliqués dans le cycle sommeil/éveil. En effet, 
l’administration d’adénosine ou d’agoniste du récepteur A1 induit une somnolence et altère la 
vigilance (Dunwiddie et Worth, 1982). Les récepteurs A2a sont impliqués dans la médiation des 
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effets somnogènes de l’adénosine via l’excitation des neurones actifs du sommeil. De plus, les 
antagonistes des récepteurs A1 et A2a, tels que la caféine et la théophylline, contrecarrent les 
effets somnogènes de l’adénosine (Strecker et al., 1999). 
 
 
3. Le récepteur A2b  
Grâce à la RT-PCR, Dixon et ses collaborateurs (1996) ont pu détecter les ARNm codant pour 
le récepteur A2b dans le cerveau de rat. Bien que les niveaux d’expression soient faibles, les 
ARNm ont été détectés dans le cervelet, l’hypothalamus, le thalamus et l’hippocampe. Au 
niveau cellulaire, ce récepteur est exprimé au niveau des neurones et des astrocytes (Feoktistov 
et Biaggioni, 1997). Gonçalves et al. (2015) ont mis en évidence la présence du récepteur A2b 
au niveau des terminaisons nerveuses glutamatergiques de l’hippocampe chez la souris. La 
principale fonction de ce récepteur serait de contrôler l’inhibition médiée par le récepteur A1. En 
effet, l’activation du récepteur A2b par un agoniste atténue la libération du glutamate ainsi que la 
transmission glutamatergique médiée par le récepteur A1 (Gonçalves et al., 2015). 
Comparée au récepteur A2a, ce récepteur a une affinité plus faible pour l’adénosine. Il serait 
ainsi activé seulement en condition d’hypoxie ou d’ischémie, où l’adénosine est libérée en fortes 
concentrations (de l’ordre du micromolaire) comme c’est le cas au niveau des astrocytes 
(Trincavelli et al., 2004). Sous ces conditions, la stimulation du récepteur A2b par l’adénosine ou 
des agonistes provoque la libération d’interleukine-6 (IL-6) par les astrocytes (Fiebich et al., 
1996). Étant donné que l’IL-6 est une cytokine neuroprotective contre l’hypoxie et la 
neurotoxicité due au glutamate, l’activation du récepteur A2b permet de réguler les dommages 






4. Le récepteur A3 
Bien que les niveaux d’expression de ce récepteur détectés dans le cerveau soient plus faibles 
comparés aux autres récepteurs, le récepteur A3 est exprimé dans les neurones de 
l’hippocampe au niveau présynaptique (Lopes et al., 2003), dans le striatum et le cervelet 
(Jacobson et al, 1993), dans l’hypothalamus et le thalamus (Yaar et al., 2005) et dans le cortex 
cérébral (Fredholm et al., 2011). Le récepteur A3 est également exprimé par les astrocytes 
(Abbracchio et al., 1997 ; Wittendrop et al., 2004) et les cellules microgliales (Hammarberg et 
al., 2003).  
Il a été montré que l’agoniste Cl-IBMECA du récepteur A3, désigné comme étant sélectif, peut 
également activer le récepteur A1 (Costenla et al., 2001). Ainsi, les rôles fonctionnels de ce 
récepteur attribués au récepteur A3 pourraient être en réalité le reflet de l’activation du récepteur 
A1 qui est présent dans le cerveau de manière beaucoup abondante que le récepteur A3. En 
2012, Tosh et collaborateurs ont mis au point un agoniste de haute affinité et sélectivité pour le 
récepteur A3 dérivé du Cl-IBMECA, le MRS5698, ce qui a permis de mettre en évidence par la 
suite que l’activation du récepteur A3 par l’adénosine endogène a un effet antidouleur (Little et 
al., 2015).  
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II. ADENOSINE ET PLASTICITE SYNAPTIQUE A COURT TERME 
 
Dans la synapse chimique, un potentiel d’action généré à proximité du corps cellulaire se propage 
le long de l’axone jusqu’à atteindre la terminaison synaptique. La dépolarisation créée par le 
potentiel d’action active les canaux calciques voltages-dépendants entraînant une entrée de 
calcium. Cette augmentation de calcium dans la terminaison présynaptique stimule la fusion des 
vésicules synaptiques avec la membrane plasmique. En effet, le calcium entrant dans la 
terminaison présynaptique se lie à un senseur calcique, la synaptotagmine. Cette protéine de la 
membrane des vésicules synaptiques est requise pour la fusion des membranes des vésicules 
afin de libérer les neurotransmetteurs dans la fente synaptique. Cette libération de 
neurotransmetteurs se fait en deux phases : une phase rapide synchrone résultant des courants 
calciques présynaptiques, et une phase lente asynchrone résultant du calcium résiduel restant 
dans la terminaison après le potentiel d’action (Atluri et Regehr, 1998). Les neurotransmetteurs 
peuvent alors activer les récepteurs post-synaptiques et transmettre le signal au neurone post-
synaptique (Figure 7). La libération des neurotransmetteurs étant proportionnelle à l’entrée de 
calcium, la régulation des canaux calciques présynaptiques serait une façon de réguler la 
libération des neurotransmetteurs. 
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La plasticité synaptique correspond aux modifications morphologiques (croissance neuronale, 
modifications du cytosquelette), fonctionnelles (modifications à court terme et à long terme de 
l’efficacité synaptique) et moléculaires (synthèse de protéines) qui interviennent au cours du 
temps au niveau des synapses. On parle de plasticité à court terme lorsque les modifications de 
l’efficacité synaptique ne perdurent pas plus de quelques minutes. A l’inverse, on parle de 
plasticité à long terme allant de quelques minutes jusqu’à plusieurs jours et induisant des 
changements structurels des synapses (Citri et Malenka, 2008).  
Comme exposé dans la première partie de cette thèse, l’adénosine est une purine endogène qui 
joue  un  rôle  important  dans  l’excitabilité  neuronale  et  dans  la  transmission  synaptique.  
C’est pourquoi  l’hypothèse  que  l’adénosine  pourrait  également  moduler  la  plasticité  
synaptique  a  été avancée (Dunwiddie and Hoffer, 1980). 
Dans cette deuxième partie, je détaillerai les différents mécanismes de la plasticité à court terme 
ainsi que l’intérêt fonctionnel  d’une  telle  plasticité.  Ensuite,  je  détaillerai  les  effets  de  
l’adénosine  sur  ce  type  de plasticité. 
Figure 7 : Représentation 
schématique du mécanisme de 
la neurotransmission. La 
libération de neurotransmetteurs se 
fait en 3 étapes : l’amarrage des 
vésicules à la membrane 
présynaptique, la fusion des 
vésicules à la membrane 
synaptique puis l’exocytose des 
vésicules synaptiques. La fusion et 
l’exocytose des vésicules 
synaptiques requièrent le complexe 
Calcium-synaptotagmine. Les 
neurotransmetteurs libérés dans la 
fente synaptique activent ensuite 
des récepteurs postsynaptiques et 
transmettre le signal au neurone 
post-synaptique.  
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A. La plasticité synaptique à court terme 
La plasticité à court terme s’exprime par une augmentation ou une diminution transitoire de 
l’amplitude de la réponse postsynaptique. La plupart des études sur la plasticité synaptique à 
court terme ont été réalisées en appliquant des paires de pulses qui sont deux stimulations 
séparées par un intervalle de temps très court, de l’ordre de quelques dizaines de millisecondes 
(Moore et al., 2003). Les caractéristiques de la deuxième réponse, suite à la deuxième 
stimulation, sont comparées avec celles la première réponse, c’est le paired-pulse ratio. Lorsque 
le ratio de l’amplitude de la deuxième stimulation comparée à la première stimulation est 
supérieur à 1, on parle de facilitation ou paired-pulse facilitation (PPF). Le mécanisme qui sous-
tend la PPF résiderait dans l’augmentation transitoire de calcium intracellulaire au niveau de la 
terminaison présynaptique suite à la première stimulation conduisant à une augmentation de 
libération de neurotransmetteurs lors de la deuxième stimulation. De plus, deux autres formes de 
renforcement de la plasticité synaptique peuvent être observées : l’augmentation et la 
potentialisation post-tétanique (PTP). Ces trois formes de plasticité sont caractérisées par des 
décours temporels différents (Zucker et Regehr, 2002).  
A l’inverse, si le paired-pulse ratio est inférieur à 1, on parle de dépression ou paired-pulse 
depression (PPD). La dépression  repose sur le fait que la première réponse induit une plus 
grande libération de neurotransmetteurs et diminue ainsi la probabilité de libération de 
neurotransmetteurs lors de la seconde stimulation. Par ailleurs, la plasticité à court terme peut 
aussi être induite, expérimentalement, par des stimulations répétées et espacées d’intervalles  
très  courts.  
La plasticité au sein des synapses reflète l’interaction entre différentes formes de plasticité 
(Fioravante et Regehr, 2011). Il est admis que la plasticité à court terme est  le  reflet  d’une  
modification  présynaptique  dans  la  libération  des  neurotransmetteurs et est dépendante du 
calcium dans la terminaison présynaptique (Zucker et Regehr, 2002). Cependant d’autres 
mécanismes, y compris des mécanismes postsynaptiques, ont été proposés pour expliquer les 
phénomènes de facilitation et de dépression. 
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  1. La facilitation synaptique à court terme 
La facilitation à court terme est une augmentation transitoire, de l’ordre de quelques centaines 
de millisecondes, de la réponse synaptique provoquée par des trains de potentiels d’action 




Expérimentalement, on peut induire ce type de plasticité par des stimulations répétées à haute 
fréquence. La facilitation provient d’une augmentation des concentrations de calcium 
présynaptique lors de stimulations répétées et à l’augmentation de la probabilité de fusion des 
vésicules de neurotransmetteurs. Trois  mécanismes ont été proposés dans la littérature afin de 
rendre compte de la facilitation. 
 
    a. Les mécanismes de la facilitation à court terme. 
 Hypothèse du calcium résiduel 
Premièrement, les travaux de Katz et Miledi en 1968 ont permis d’avancer l’hypothèse du « 
calcium résiduel » selon laquelle un potentiel d’action présynaptique provoque un influx 
calcique et le calcium qui persiste au niveau de la terminaison présynaptique est appelé calcium 
résiduel.  
Figure 8 : Exemple de tracés 
électrophysiologiques obtenus suite à une 
stimulation par paire de pulses. La réponse 
synaptique à la deuxième stimulation est 
augmentée par rapport à celle obtenue lors de la 
première stimulation. 
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Ainsi, l’entrée de calcium provoquée par une deuxième stimulation s’ajoute au calcium résiduel et 
augmente la probabilité de libération des neurotransmetteurs (Figure 13A). Par conséquent, on 
observe une facilitation de la réponse synaptique (Figure 9) Cependant, la mesure des 
concentrations de calcium résiduel durant les phases de facilitation sont de l’ordre du micromolaire 
(voire moins) tandis que le pic de concentration de calcium intracellulaire qui déclenche la 
libération des vésicules est de l’ordre de 100 µM (Helmchen et al., 1997). La simple sommation 
du calcium résiduel induit par un potentiel d’action ne serait donc pas suffisante pour induire la 
facilitation et ainsi expliquer les fortes variations d’amplitude que l’on peut observer dans certains 
systèmes  (Felmy et al., 2003). 
Plusieurs modes d’action du « calcium résiduel » ont donc été envisagés. Il pourrait agir en se 
liant à des sites à haute affinité de la machinerie d'exocytose, en se liant à des sites spéciaux 







Figure 9 : Hypothèse du calcium 
résiduel. Lorsque l’entrée de 
calcium induite par une seconde 
stimulation s’ajoute au calcium 
présent dans la terminaison à la 
première stimulation, cela provoque 
une augmentation de la réponse 
synaptique. 
  42 
 Saturation des tampons calciques endogènes 
Un premier mécanisme serait la saturation des protéines de liaison du calcium présynaptique 
dont la calbindine D-28k et la parvalbumine. Ces protéines interceptent le calcium entre le site 
d’entrée du calcium, c’est-à-dire les canaux calciques, et les sites de fusion des vésicules, 
réduisant ainsi la probabilité initiale de libération des neurotransmetteurs (Matveev et al., 2004). 
A la première stimulation, le calcium entrant est en partie capté au niveau de ces protéines de 
liaison et en sature une grande partie (Figure 13A). Par conséquent, lors de la stimulation 
suivante, une plus grande fraction de calcium entrant libre peut se lier aux senseurs responsables 
de la libération des neurotransmetteurs comme la synaptotagmine, et ainsi augmenter la 
probabilité de libération des neurotransmetteurs. Cela provoque donc une facilitation de la 




 Senseurs calciques 
Un deuxième mécanisme ferait intervenir un type de protéine, des senseurs calciques, autre que 
la synaptotagmine, tels que le senseur calcique neuronal 1 (NCS-1)  (Catterall et Few, 2008). Le 
calcium résiduel se lie aux senseurs calciques et les active afin d’augmenter la libération des 
neurotransmetteurs (Figure 13A). Dans des cultures de neurones hippocampiques de rat, Sippy 
et al. (2003) ont montré que NCS-1 favorise la libération des neurotransmetteurs suite à des 
paires de stimulations et des trains de stimulations à haute fréquence sans pour autant modifier 
Figure 10 : Mécanisme de saturation des 
tampons calciques. Si la concentration de 
senseur calcique dans la terminaison 
synaptique est élevée (courbe bleue), alors 
une plus grande fraction de calcium pourra 
se lier à la stimulation suivante et ainsi 
augmenter la réponse synaptique. (Issu de 
Regehr, 2012). 
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la probabilité initiale de libération. Les canaux calciques peuvent également être modulés par les 
senseurs calciques. En effet, NCS-1  peut se lier directement aux canaux dépendants du voltage 
de type P/Q (Lian et al., 2014). Cette interaction permet le passage d’un influx calcique plus 
important et participe donc à la facilitation. 
 
 
b. Augmentation et potentialisation post-tétanique (PTP) 
Il existe deux autres formes de facilitation synaptique à court terme : l’augmentation et la 
potentialisation post tétanique (PTP). Ces deux formes de renforcement de la plasticité peuvent 
être observées lorsque le nombre de stimuli dans un train de stimulation augmente (Figure 11) 
(Regehr, 2012).  
  
 
L’augmentation et la PTP se distinguent par leur décours temporels différents. En effet, 
l’augmentation dure une dizaine de secondes tandis que la PTP dure de 30 secondes à quelques 
minutes (Zucker et Regehr, 2002). Tout comme la facilitation, l’augmentation et la potentialisation 
post tétanique dépendent de l’accumulation de calcium dans les terminaisons synaptiques suite 
à des trains de stimulation, qui peut être due à une augmentation de l’influx calcique ou bien  à 
l’augmentation de l’exocytose des vésicules  (Delaney et Tank, 1994). En effet, l’augmentation 
accroît la disponibilité des vésicules en vue d’être exocytées alors que la facilitation augmente la 
probabilité de libérer une vésicule disponible (Figure 13B). 
Figure 11 : Exemple de tracés 
électrophysiologiques obtenus suite à 
une stimulation tétanique. La réponse 
synaptique à la deuxième stimulation 
comparée à la première (A2/A1) est 
représentée en fonction du temps. (Issu de 
Regehr, 2012). 
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Concernant les mécanismes de la potentialisation post tétanique, l’étude in vitro de Tang et 
Zucker (1997) montre l’implication du calcium mitochondrial (Figure 13B). En effet, pendant une 
stimulation tétanique, le calcium mitochondrial serait séquestré puis libéré lentement dans le 
cytoplasme après la stimulation post tétanique via des pompes d’extrusion au niveau de la 
membrane mitochondriale. Le calcium agirait ensuite au niveau des sites distincts de ceux 
impliqués dans la facilitation pour induire la PTP. D’autre part, la stimulation tétanique provoque 
une accumulation en Na+ au niveau des terminaisons présynaptiques ce qui réduit le gradient 
transmembranaire de sodium et par conséquent ralentit l’efflux de calcium cytoplasmique via la 
pompe Na+/Ca2+ (Mulkey et Zucker, 1992). 
 
 
  2. Dépression synaptique à court terme  
A l’inverse de la facilitation, la dépression à court terme est une diminution transitoire de la réponse 




Plusieurs mécanismes ont été proposées afin d’expliquer ce phénomène de dépression à court 
terme (Figure 13C). Parmi ces mécanismes, la plupart sont présynaptiques bien que certains 
mécanismes postsynaptiques aient été décrits. Tous ces mécanismes ont des constantes de 
temps différentes dont certaines peuvent être très rapides (de l’ordre de la dizaine de 
millisecondes) ou plus lentes (l’ordre de la seconde à quelques minutes).  
Figure 12 : Exemple de tracés 
électrophysiologiques obtenus suite à une 
stimulation par paire de pulses. La réponse 
synaptique à la deuxième stimulation est diminuée 
par rapport à celle obtenue lors de la première 
stimulation. 
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 a. Mécanismes présynaptiques de la dépression synaptique  
 Diminution du stock de vésicules 
La dépression synaptique serait principalement due à une diminution des stocks de vésicules 
disponibles suite à un premier potentiel d’action (Fioravante et Regehr, 2011). Lors des 
stimulations suivantes, il y a moins de vésicules mobilisables pour libérer les neurotransmetteurs. 
Par conséquent, une quantité plus faible de neurotransmetteurs sera libérée et donc la réponse 
synaptique sera réduite. Ainsi, plus la probabilité de libération initiale de la synapse sera élevée, 
plus le stock de vésicules sera utilisé lors de la première stimulation et moins il restera de 
vésicules disponibles pour la stimulation suivante. Ce type de dépression est un mécanisme 
plutôt lent puisque la constante de temps de récupération associée est de l’ordre de la dizaine 
de secondes (Stevens et Tsujimoto, 1995). 
 
 
 Inactivation des sites de libération  
Un autre mécanisme beaucoup plus rapide, de l’ordre de la milliseconde (Dobrunz et al., 1997)  
propose  que  la  fusion  d’une  vésicule  au  niveau  d’un  site  de  libération entraînerait une 
inhibition de la fusion de vésicules au niveau de ce même site, même si le stock de vésicule n’est 
pas affecté (von Gersdorff et Borst, 2002 ; Neher et Sakaba, 2008).  
 
 Diminution de l’influx calcique  
Une réduction de l’activité des canaux calciques responsables de l’influx de calcium dans la 
terminaison synaptique pourrait également être responsable des phénomènes de dépression à 
court terme (Fioravante et Regehr, 2011). En effet, il a été montré que le calcium entrant lors 
d’une première stimulation inactive les canaux calciques et entraîne une réponse post-synaptique 
de plus faible amplitude à la deuxième stimulation (Xu and Wu, 2005). Cette inactivation des 
canaux calciques passerait en partie par la calmoduline, protéine activée par le calcium (Catterall 
and Few, 2008). En effet, il a été montré que la délétion du domaine de fixation à la calmoduline 
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des canaux calciques de type P impliqués dans l’entrée de calcium dans la terminaison 
synaptique, permettait de réduire la dépression synaptique à court terme (Mochida et al., 2008). 
De plus, plusieurs études ont montré que l’inactivation des canaux calciques présynaptiques est 
responsable d’une dépression synaptique rapide pour des stimuli allant de 2 Hz à 30 Hz (Xu et 
Wu, 2005) alors que des stimulations à 100 Hz induisant une dépression synaptique robuste sont 
causées par la diminution des vésicules (Xu et Wu, 2005). 
 
    b. Mécanismes postsynaptiques de la STD 
Bien qu’ils semblent avoir une part moins importante que les mécanismes présynaptiques 
(Zucker and Regehr, 2002), les mécanismes postsynaptiques responsables de la dépression à 
court terme apparaissent comme plus importants pour des fréquences supérieures à 100 Hz 
(Von Gersdorff et Borst 2002).  
 Désensibilisation des récepteurs postsynaptiques 
Les réponses postsynaptiques peuvent être diminuées par un phénomène appelé 
désensibilisation dans lequel les récepteurs postsynaptiques activés par un neurotransmetteur, 
suite à un premier potentiel d’action, entrent dans un état inactif. La désensibilisation des 
récepteurs AMPA joue un rôle dans la transmission synaptique au niveau de nombreuses 
synapses (Zucker and Regehr, 2002). Il a été montré que l’inhibition de la désensibilisation des 
récepteurs AMPA réduisait partiellement la dépression à court terme lors de trains de stimulation 
(Brenowitz and Trussell, 2001). Cependant, l’implication de la désensibilisation des récepteurs 
dans les mécanismes de plasticité à court terme varie fortement en fonction de la synapse 
étudiée (Xu-Friedman and Regehr, 2004). Par exemple, ce phénomène n’est retrouvé ni pour les 
synapses cortico-striatales, ni pour les synapses thalamo-striatales chez la souris (Ding et al., 
2008). Hormis les récepteurs AMPA, la désensibilisation d’autres types de récepteurs 
postsynaptiques, tels que les récepteurs GABA et NMDA, est également possible (Zucker et 
Regehr, 2002). De plus, la désensibilisation des récepteurs AMPA est un mécanisme très rapide 
(10 à 20 msec) (Trussell et al., 1993). 
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Figure 13 : Schéma récapitulatif des différents mécanismes impliqués dans la plasticité 
synaptique à court terme. A. Mécanismes présynaptiques de la facilitation à court terme. (1) Le 
calcium résiduel suite à une première stimulation augmente la probabilité de libération des 
neurotransmetteurs lors de la stimulation suivante. (2) Les tampons calciques piègent le calcium 
entrant à la première stimulation, saturant ainsi une grande partie des sites de liaison de ces tampons. 
A la deuxième stimulation, une plus grande quantité de calcium pourra se lier à la synaptotagmine 
responsable de la libération des neurotransmetteurs. (3) Le calcium résiduel peut se lier à des 
senseurs calciques qui vont favoriser la libération des neurotransmetteurs. (4) Les canaux calciques 
et les senseurs calciques peuvent interagir directement et augmenter l’influx calcique dans la 
terminaison présynaptique  B. Mécanismes présynaptiques de l’augmentation et de la potentiation 
post-tétanique (PTP). (1) voir A. (2) Le calcium mitochondrial est libéré lentement dans la terminaison 
suite à la stimulation tétanique. Il agit ensuite sur des protéines autres que la synaptotagmine pour 
induire la PTP. (3) L’augmentation accroit la disponibilité des vésicules prêtes à être exocytées  ce 
qui entraine une augmentation de la libération des neurotransmetteurs. (4) voir A.  C. Mécanismes 
pré- et postsynaptiques de la dépression à court terme. (1) Suite à une première stimulation, une 
grande partie des vésicules sont exocytées. A la stimulation suivante, moins de vésicules sont 
disponibles pour libérer des neurotransmetteurs. (2) La fusion d’une vésicule en un site de libération 
inhibe la fusion de vésicule au niveau de ce même site. (3) Le calcium entrant à la première stimulation 
inactive les canaux calciques, réduisant ainsi la concentration de calcium entrant dans la terminaisont 
présynaptique à la seconde stimulation. (4) Les neurotransmetteurs libérés dans la fente synaptique, 
suite à la première stimulation, vont activer des récepteurs postsynaptiques qui entrent dans un état 
inactif  (Inspiré de Fioravante et Regehr, 2011). 
 
1. Calcium résiduel 
2. Saturation tampons 
calciques 
3. Senseurs calciques 
4. Activation canaux Ca2+ 
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2. Calcium mitochondrial 
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vésicules 
4. Activation canaux Ca2+ 
1.   stock vésicules 
2. Inactivation sites de 
libération 
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B Augmentation et PTP 
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 3. Les rôles de la plasticité synaptique à court terme. 
La plasticité synaptique à court terme régule l’activité des réseaux neuronaux et est impliquée 
dans le traitement de l’information sensorielle dans le système nerveux (Fioravante et Regehr, 
2011). Par exemple, la dépression synaptique joue un rôle important dans la localisation des 
sons (Kuba et al., 2002). 
La plasticité à court terme peut altérer la façon dont les neurones présynaptiques activent les 
cibles postsynaptiques. Les synapses qui présentent une dépression dans leur plasticité 
synaptique ont une probabilité de libération  initiale  de  neurotransmetteurs  élevée  tandis  que  
les  synapses  facilitatrices  ont  une probabilité  de  libération  faible  (Abbott  et  Regehr,  2004).  
Dans  les  synapses  qui présentent une dépression, l’activation répétée de la synapse provoque 
une diminution de la libération des neurotransmetteurs et/ou de la réponse postsynaptique. Par 
conséquent, les synapses avec dépression ont tendance à diminuer la force de la transmission 
synaptique suite à un train de potentiels d'action à haute fréquence. Du point de  vue  de  la  
cellule  postsynaptique, cela  signifie  que  les  informations  à  haute  fréquence  sont supprimées 
par rapport aux informations à basse fréquence. Ainsi les synapses qui dépriment peuvent être 
vues comme un filtre passe-bas et contribuer à l’adaptation des réponses neuronales suite à une 
activation soutenue (Wang et al., 2012). A l’inverse, certaines synapses montrent une facilitation 
pour certaines fréquences d’activation présynaptique. Dans ce cas, à mesure que la fréquence 
de stimulation augmente jusqu’à atteindre un certain point, la probabilité de libération augmente. 
Ces synapses peuvent améliorer les réponses à une activité présynaptique à plus haute 
fréquence, et donc agir comme des filtres passe-haut. D’autres synapses ont une probabilité de 
libération dite intermédiaire et auront tendance à faciliter à haute fréquence, mais si la fréquence 
de stimulation est trop élevée, on observera une dépression. Ainsi, ces synapses sont 
considérées comme des filtres passe-bande, puisqu’elles favorisent le passage de l’information 
pour une gamme de fréquence spécifique. 
Cependant, les caractéristiques de filtres de chaque synapse, elles ne sont pas fixes et peuvent 
être ajustées en  fonction  de  la  modulation  de  la  probabilité  initiale  de  libération  ou  d’autres  
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aspects  de  la neurotransmission. Les neuromodulateurs activent des récepteurs présynaptiques 
qui, dans la plupart des cas, diminuent la libération des neurotransmetteurs. Il en résulte une 
modification des caractéristiques de filtre de la synapse de telle sorte que la facilitation devient 
dominante par rapport à la dépression. De cette façon, l’inhibition présynaptique peut convertir 
une synapse qui était un filtre passe-bas en un filtre passe-bande ou alors d’une filtre passe-
bande en un filtre passe-haut. 
 
 4. Les modèles phénoménologiques  de la plasticité à court terme 
Afin d’étudier les mécanismes de la plasticité à court terme d’un point de vue quantitatif, plusieurs 
modèles de plasticité synaptique ont été adaptés de celui de Tsodyks et ses collaborateurs 
(1998). Ce modèle permet de fournir une description phénoménologique des dynamiques à court 
terme des réponses synaptiques en termes de modification de la probabilité de libération des 
neurotransmetteurs, représentatif de l’utilisation des ressources, et de l’utilisation et du 
renouvellement des vésicules synaptiques qui représentent les ressources. 
Il permet donc de faire le lien entre les diverses dynamiques synaptiques observées et les 
différences dans les paramètres du modèle qui sont : l’utilisation, la récupération des ressources 
ainsi que leurs constantes de temps. Le modèle permet de prédire les réponses postsynaptiques 
en fonction d’une séquence arbitraire de stimuli présynaptiques.  
Le premier modèle phénoménologique de Tsodyks et Markram (1997) fut formulé avec trois 
paramètres : le paramètre A, qui représente l’efficacité synaptique absolue ; le paramètre U qui 
correspond à la fraction de l’efficacité synaptique utilisée et une constante de temps de 
récupération de la dépression, τrec. Le modèle de dépression synaptique est basé sur le fait que 
la fraction de l'efficacité synaptique utilisée par un potentiel d’action devient instantanément 
indisponible pour une utilisation ultérieure et récupère selon une constante de temps de 
dépression τrec. U et τrec sont des paramètres cinétiques qui déterminent la dynamique de la 
transmission synaptique, en particulier, le taux de dépression.  Plus U est grand, plus les 
ressources synaptiques sont utilisées. 
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Cependant, ce modèle rendait uniquement compte du phénomène de dépression et ne tenait pas 
compte du phénomène de facilitation. Afin de modéliser la facilitation à court terme, Tsodyks et 
ses collaborateurs (1998) ont introduit un facteur de facilitation dans ce modèle. Les auteurs 
partent du principe que la valeur de l’utilisation de l’efficacité synaptique (U) n’est pas fixe mais 
est augmentée d’une certaine valeur à chaque potentiel d’action. Cette valeur de U augmentée 
est appelée « u » et  récupère selon une constante de temps de facilitation, τfac  jusqu'à atteindre 
la valeur basale U. Par exemple, une augmentation de la valeur U pourrait être le reflet d’une 
accumulation de calcium, causée par des potentiels d’action au niveau de la terminaison 
présynaptique, responsable de la libération des neurotransmetteurs (Bertram et al., 1996).  
Lorsque la synapse est dans un état de repos, l’efficacité synaptique disponible, appelée R, est 
totale et la fraction restante juste après le premier potentiel d’action d’un train de stimulation peut 
être définie selon l’équation suivante :  
R1 = 1 - U 
Pendant le train de potentiels d’action, chaque potentiel d’action utilise une fraction 
supplémentaire de « R ». Par conséquent, la valeur de R change constamment en fonction des 
potentiels d’action, en fonction de la récupération de l’efficacité synaptique selon la constante de 
temps τrec et de l’augmentation de « u » causée par chaque potentiel d’action. La valeur de R lors 
de potentiels d’action consécutifs dans un train de stimulation s’écrit donc comme suit : 
 
 R n+1 = Rn (1- un+1) exp ((-∆t)/τrec) + 1- exp ((-∆t)/ τrec)) 
 
où  u n+1 = un exp ((-∆t)/τfac) + U(1-un exp ((-∆t)/ τfac)) 
 ∆t est l’intervalle de temps entre un potentiel d’action n et le potentiel d’action suivant  n+1. 
Les synapses qui présentent uniquement de la dépression sont caractérisées par des constantes 
de temps de facilitation négligeables et un est égal à U. 
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B. Les effets de l’adénosine sur la plasticité synaptique à court terme. 
Étant donné que l’adénosine, via l’activation des récepteurs présynaptiques, régule la 
transmission synaptique excitatrice, il a été  proposé que l’adénosine puisse être impliquée dans 
la modulation de la plasticité synaptique (de Mendonça et Ribeiro, 1996). 
En 1985, Dunwiddie et Haas ont étudié, in vitro, l’effet de l’adénosine au niveau de la région CA1 
de l’hippocampe chez le rat. Ils ont montré que bien que 50 µM d’adénosine diminuent la 
transmission synaptique, elle augmente la facilitation (Dunwiddie et Haas, 1985). L’interprétation 
qui a été faite concernant l’augmentation de la facilitation en présence d’adénosine est que 
l’adénosine en inhibant la libération de neurotransmetteurs à la première stimulation, 
augmenterait la probabilité de libération de neurotransmetteurs à la seconde stimulation.  
Des résultats similaires ont été obtenus dans l’étude de Kerr et collaborateurs (2013). Dans cette 
étude, ils ont observé que l’adénosine (100 µM) augmente la facilitation suite à une stimulation à 
30 Hz dans le néocortex somatosensoriel de rat. De plus, le blocage des récepteurs A1 à 
l’adénosine par un antagoniste sélectif (8-CPT) induit une diminution du paired-pulse ratio dans 
les mêmes conditions expérimentales. L’inhibition des récepteurs A1 provoque une augmentation 
du signal dû à l’apport plus important de calcium à l’intérieur de la synapse. Ceci induirait par 
voie de conséquence, une libération accrue de vésicules de neurotransmetteurs. 
Par ailleurs, Moore et collaborateurs (2003) ont étudié l’effet de l’adénosine sur la plasticité 
synaptique au niveau des synapses des fibres moussues. De la même façon qu’avec l’utilisation 
d’un antagoniste des récepteurs A1, Moore et coll. ont observé une diminution de la facilitation 
en éliminant l’adénosine extracellulaire par l’adénosine déaminase, enzyme qui dégrade 
l’adénosine en inosine. Ainsi, la dégradation de l’adénosine extracellulaire ainsi que le blocage 
pharmacologique des récepteurs A1 causerait une augmentation de la libération des 
neurotransmetteurs au niveau des fibres moussues.  Or les synapses qui ont une forte probabilité 
de libération de neurotransmetteurs ont plutôt tendance à montrer des propriétés de dépression. 
Ainsi l’adénosine, en modulant la probabilité de libération des neurotransmetteurs, joue un rôle 
dans le contrôle de la plasticité synaptique. 
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III. OBJECTIFS DE LA THESE ET APPROCHES 
EXPERIMENTALES 
A. Les objectifs de la thèse 
Les fonctions de  la TNAP dans le système nerveux central est un des sujets d’étude de l’équipe 
depuis plusieurs années. Bien que cette enzyme soit exprimée dans le cerveau,  son rôle 
fonctionnel au sein de ce tissu n’est, à ce jour, pas entièrement connu. Des mutations du gène 
codant pour la TNAP (gène ALPL chez l’Homme et Akp2 chez la souris) conduisent à une 
pathologie : l’hypophosphatasie. Cette maladie génétique rare a pour principale conséquence des 
défauts de minéralisation osseuse et dentaire. De plus dans certaines formes sévères de cette 
maladie (périnatale et infantiles), on observe de graves crises d’épilepsie suggérant un possible 
rôle de la TNAP dans le tissu cérébral (Whyte et al., 1988). Un modèle murin de 
l’hypophosphatasie, où le gène de la TNAP a été invalidé chez des souris, développent des crises 
d’épilepsies qui sont létales (Waymire et al., 1995 ; Narisawa et al., 1997). De plus, dans le 
cerveau de la souris,  il a été montré qu’undéfaut de l’expression de la TNAP perturbe, entre 
autres, la myélinisation des fibres et la synaptogenèse dans le cortex (Hanics et al., 2012). Ainsi 
l’absence d’activité TNAP pourrait altérer la propagation et la transmission du signal nerveux dans 
le cortex. Plusieurs mécanismes pourraient être à l’origine de ces altérations. En effet, il a été 
montré que la TNAP participe à la biosynthèse du GABA via le pyridoxal-5’- phosphate (PLP), 
forme active de la vitamine B6 (Waymire et al., 1995).  La TNAP hydrolyse le PLP extracellulaire 
en pyridoxal (PL) qui peut diffuser de façon passive au travers de la membrane de la cellule 
(Coburn, 2015). Une fois dans la cellule, le PL est rephosphorylé en PLP par des kinases 
intracellulaires (Narisawa et al., 1997). Le PLP agit, entre autres, en tant que cofacteur dans la 
synthèse des neurotransmetteurs comme le gamma- aminobutyrate (GABA), la sérotonine, la 
dopamine et la noradrénaline. Le GABA, neurotransmetteur inhibiteur,  est  formé  à  partir  d’acide  
glutamique  par  des  glutamates  décarboxylases  (GAD65  et GAD67) qui utilisent le PLP comme 
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cofacteur. Les dosages réalisés dans le cerveau de souris KO pour la TNAP ont révélé non 
seulement que la concentration de GABA est diminuée d’environ 50 % mais la concentration 
intracellulaire de PLP est aussi réduite comparée aux souris sauvages (Waymire et al., 1995). 
Etant donné que le PLP n’est plus déphosphorylé par la TNAP chez les souris déficientes, il ne 
peut plus entrer dans la cellule et servir de cofacteur à la synthèse de GABA. Cela pourrait 
expliquer, en partie, pourquoi les souris KO pour la TNAP développent des crises d’épilepsies qui 
sont létales (Waymire et al., 1995 ; Narisawa et al., 1997).  
L’administration de pyridoxal (PL), chez des souris KO pour la TNAP permet seulement de 
retarder l’apparition des crises d’épilepsies sans les supprimer définitivement (Narisawa, 2001). 
Cela suggère donc qu’un autre mécanisme, indépendant du PLP, pourrait être impliqué dans la 
pathologie. La TNAP, qui a aussi une fonction d’ectonucléotidase, pourrait réguler la concentration 
extracellulaire de nucléotides et nucléosides impliqués dans la signalisation  purinergique. Cette 
signalisation joue un rôle important dans le développement neuronal puisqu’il a été mis en 
évidence, entre autres, que les nucléotides et nucléosides stimulent la migration et la prolifération 
des  oligodendrocytes et stimulent la myélinisation dans le système nerveux central (Fields  et 
Burnstock, 2006).  
En 2012, une étude a également révélé que la concentration en adénosine chez souris KO pour 
la TNAP est diminuée comparé aux souris sauvages (Fonta et al., 2012b). Ainsi la TNAP pourrait 
être impliquée dans la synthèse d’adénosine dans le cerveau. Les travaux de Street et ses 
collaborateurs (2013) ont montré que la TNAP hydrolyse l’AMP en adénosine dans la moelle 
épinière chez la souris ; et Zhang et al. (2012), ont réalisé une étude dans laquelle ils suggèrent 
que la TNAP contribuerait à la synthèse d’adénosine dans l’hippocampe chez la souris. Outre ces 
rares études, peu de travaux se sont attachés à étudier le rôle direct de la TNAP dans la synthèse 
d’adénosine dans le cerveau.  
Par conséquent, la TNAP pourrait intervenir, par différents processus, dans l’équilibre entre les 
systèmes excitateurs et les systèmes inhibiteurs et l’inactivité de cette enzyme pourrait sous-
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tendre diverses neuropathologies observées chez les patients hypophosphatasiques et les souris 
KO telles que l’épilepsie. 
Les objectifs de la thèse sont les suivants. Premièrement, une étude en collaboration avec 
l’équipe de chimistes de Myriam Malet- Martino de l’université Paul Sabatier et à laquelle j’ai 
contribué, avait pour objectif d’identifier les métabolites régulés par la TNAP dans le cerveau 
(1er article) à l’aide d’une approche métabolomique sur des cerveaux entiers de souris. En 
parallèle, une deuxième étude a été réalisée afin de vérifier, d’un point de vue fonctionnel, si 
la TNAP est impliquée dans la synthèse d’adénosine (2ème article) à l’aide d’une approche 
électrophysiologique combinée à une approche pharmacologique dans le cortex piriforme chez la 
souris. Le dernier objectif de cette thèse a été d’étudier, en électrophysiologie, l’influence de 
l’adénosine sur les mécanismes de la plasticité synaptique (4ème article), en collaboration 
avec Simon Perrier. L’effet de différentes concentrations en adénosine a été testé sur une large 
gamme de fréquences de stimulations (de 3.125 Hz à 100 Hz) dans le but de déterminer si 
l’inhibition produite par l’adénosine dépend de la fréquence de stimulation. Ce travail a été 
précédé par une étude préliminaire concernant l’influence du calcium sur la transmission 
synaptique et sur les mécanismes de la plasticité synaptique à court terme (3ème article) 
dont on sait qu’ils dépendent grandement des concentrations de calcium extracellulaire. 
 
B. Les approches expérimentales 
1. Approche métabolomique sur des souris KO pour la TNAP 
Afin d’identifier les métabolites régulés par la TNAP, nous avons travaillé en collaboration avec 
une équipe de chimistes (Thomas Cruz, Myriam Malet-Martino, Véronique Gilard et Stéphane 
Balayssac) du laboratoire de Synthèse et Physico-Chimie des Molécules d’Intérêt Biologique 
(Université Paul Sabatier). Les chimistes ont examiné le métabolome de cerveaux entiers de 
souris grâce à la spectrométrie à résonance magnétique nucléaire (RMN). Ces souris présentent 
trois génotypes : des souris KO pour la TNAP, Akp2-/- ; des souris hétérozygotes, Akp2+/- et des 
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souris sauvages, Akp2+/+. Grâce à l’analyse des spectres RMN, ils ont pu quantifier les différents 
métabolites présents dans nos échantillons de cerveaux de souris.  
 
 
   2. Approche électrophysiologique et pharmacologique dans le cortex 
piriforme de souris wild-type in vitro. 
Nous avons réalisé des enregistrements électrophysiologiques extracellulaires sur des tranches 
de cerveaux de souris. Ces enregistrements électrophysiologiques ont été faits dans le cortex 
piriforme, plus précisément dans la couche Ia du cortex piriforme. 
 
 
a. Le cortex piriforme 
 Pourquoi avoir choisi cette structure d’étude ? 
Tout d’abord, c’est une structure qui est très riche en activité phosphatase alcaline (Langer et al., 
2008). De plus, le cortex piriforme contient en grande partie la machinerie de la signalisation 
purinergique : les ectonucléotidases responsables de la dégradation des nucléotides et 
nucléosides et les récepteurs à l’adénosine. En effet, l’expression de la NT5E a été rapportée 
dans le cortex piriforme au niveau de la couche Ia alors que la couche Ib n’en contient pas (Trieu 
et al., 2015). La NPP1 est également présente dans cette structure (Bjelobaba et al., 2006) tout 
comme les NTPDases1, 2 et 3 dont l’inhibition provoque une augmentation de la transmission 
synaptique dans le tractus olfactif latéral (TOL) (Trieu et al., 2015 ; Langer et al., 2008). On trouve 
le récepteur à l’adénosine A1 dans le cortex piriforme (Namvar et al., 2008). Cependant, aucune 
étude n’a spécifié la localisation des récepteurs A2a, A2b et A3 dans le cortex piriforme chez la 
souris. En ce qui concerne la distribution des récepteurs P2 dans le cortex piriforme, les 
récepteurs P2X2, P2X4, P2X6 sont localisés dans le cortex piriforme (Collo et al., 1996 ; Guo et 
al., 2008 ; Kahk et al., 2003). Le récepteur P2X1 est absent du cortex piriforme (Florenzano et 
al., 2002) ainsi que le récepteur P2X3 qui est absent du système nerveux central (Collo et al., 
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1996). Les récepteurs P2Y2, P2Y4 ont été retrouvés dans le cortex piriforme (Namba et al., 
2010 ; Song et al., 2011). En revanche aucune information n’est disponible concernant la 
localisation des récepteurs P2Y1, P2Y6, P2Y12, P2Y13 et P2Y14 dans le cortex piriforme. 
La dernière raison expliquant l’utilisation du cortex piriforme dans cette thèse réside dans la 
facilité expérimentale que nous offre cette structure. En effet, l’organisation anatomique de ce 
cortex nous permet de stimuler, lors des enregistrements électrophysiologiques, de manière 
isolée un seul type d’afférence (tractus olfactif latéral). De plus, les potentiels évoqués 
monosynaptiques sont simples à interpréter puisque la couche Ia est quasiment dépourvue de 
corps cellulaires de neurones. Par conséquent, les potentiels évoqués ne sont ni affectés par la 
présence de potentiels d’action ni par la présence d’activité récurrente. 
 
 
 Structure du cortex piriforme 
Le cortex piriforme fait partie du cortex olfactif et est la structure la plus étendue de ce cortex. Il 
est impliqué dans le traitement olfactif (discrimination, association et apprentissage des odeurs) 
et dans le codage de la mémoire olfactive (Neville et Haberly, 2003). 
Le bulbe olfactif et le cortex piriforme présentent une activité oscillatoire spontanée et également 
induite lors de « l’échantillonnage » des odeurs. Ceci est lié à l’activité rythmique imposée par la 
respiration de l’animal (respiration et flairage à 2-8 Hz). Les oscillations à hautes fréquences 
(bêta : 12-30 Hz et gamma : 40-80 Hz) sont induites lors de la présentation des odeurs. 
La principale voie d’entrée des informations olfactives dans le cortex piriforme se fait via les 
cellules mitrales et les cellules touffues du bulbe olfactif. Ces informations olfactives encodées 
par ces cellules peuvent être influencées par les propriétés des synapses entre le bulbe olfactif 
et le cortex qui produisent une facilitation à court terme et une dépression à court terme. 
Le cortex piriforme est divisé en deux régions (Figure 14) : le cortex piriforme antérieur (aPC) et 
postérieur (pPC) (Haberly et Price, 1978). Le cortex antérieur reçoit principalement les afférences 
du bulbe olfactif, ce qui lui conférerait la propriété d’encoder des odeurs. A l’inverse, le cortex 
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postérieur reçoit plutôt des afférences associatives et peu d’afférences du bulbe olfactif lui 




D’un point de vue phylogénétique, le cortex piriforme est un cortex dit ancien ou paléocortex (au 
même titre que l’hippocampe) constitué de trois couches contrairement au néocortex qui est 
constitué de six couches (Figure 15). 
 
• La couche I du cortex piriforme, aussi appelée couche plexiforme, contient des axones et des 
dendrites. Cette couche est subdivisée en deux parties : la partie la plus superficielle de cette 
couche (couche Ia) reçoit les axones myélinisés du tractus olfactif latéral (TOL) alors que la 
partie la plus profonde (couche Ib) reçoit les fibres d’association des cellules pyramidales 
depuis l’intérieur du cortex piriforme. 
• La couche II, ou couche cellulaire compacte, est peuplée de corps cellulaires de neurones 
glutamatergiques. Cette couche est également divisée en une couche superficielle (couche 
IIa) et couche profonde (couche IIb). La couche IIa contient des cellules semi-lunaires, tandis 
que la couche IIb est densément peuplée de cellules pyramidales. 
• La couche III contient une densité modérée de cellules pyramidales et de cellules multipolaires 
principalement dans la partie superficielle de cette couche et de cellules non pyramidales dans 
70 °  
Figure 14 : Vue latérale de cerveau 
de souris (Bekkers & Suzuki, 2013). 
OB, bulbe olfactif ; LOT, tractus 
olfactif lateral ; aPC, cortex piriforme 
antérieur ; pPC, cortex piriforme 
postérieur. L’angle de coupe lors de 
la préparation des tranches de 
cerveau est représenté en gris. 
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la partie la plus profonde de cette couche. Tout comme la couche Ib, elle contient également 
une forte densité de fibres d’association. 
 
Les cellules pyramidales et les cellules semi-lunaires sont les principaux types de neurones 
excitateurs du cortex piriforme : les cellules pyramidales, similaires à celles que l’on retrouve 
dans le néocortex et l’hippocampe, et les cellules semi-lunaires constituent les cellules de 
projection du cortex olfactif (Haberly et Price, 1978). Dans le cortex piriforme, on trouve 
également des interneurones, dont la plupart sont GABAergiques, localisés dans toutes les 
couches du cortex piriforme.  Ces interneurones exercent à la fois une proaction inhibitrice et une 











Figure 15 : Représentation 
schématique de la 
cytoarchitecture du cortex 
piriforme. La densité relative en 
corps cellulaires de chaque couche 
est schématisée à gauche. Les 
cellules semi-lunaires (SL) ont leurs 
corps cellulaires dans la couche IIa 
tandis que les cellules pyramidales 
(SP) ont leurs corps cellulaires 
concentrés dans la couche IIb. La 
couche III contient des cellules 
pyramidales profondes (DP) et des 
cellules multipolaires (MS). Les 
interneurones inhibiteurs (IN) sont 
localisés dans toutes les couches du 
cortex piriforme. (Adapté de Bekkers 
et Suzuki, 2013). 
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 Plasticité dans le cortex piriforme  
Le phénomène de plasticité synaptique dans le cortex piriforme a été rapporté pour la première 
fois en 1957 par MacLean et collaborateurs qui ont mis en évidence une facilitation de la réponse 
synaptique avec des paires de stimulations. De même, Bower et Haberly (1986) ont mis en 
évidence que, suite à des stimulations par paire, les réponses postsynaptiques des synapses de 
la couche Ia du cortex piriforme sont facilitées contrairement aux réponses des synapses de la 
couche Ib qui ne facilitent pas. En 2006, Suzuki et Bekkers ont également rapporté que les fibres 
afférentes présentaient une facilitation suite à des stimulations en paire alors que les fibres 
d’association (couche Ib) ne présentent que très peu de facilitation. Ils ont également mis en 
évidence que cette facilitation a une origine présynaptique et est liée au calcium résiduel et à la 




Afin d’étudier la contribution de la TNAP dans la synthèse d’adénosine dans le cerveau, nous 
avons cherché à modifier la signalisation purinergique en inhibant les ectonucléotidases 
responsables de la dégradation des nucléosides extracellulaires (TNAP et NT5E), en bloquant le 
transport de l’adénosine entre les compartiments extra- et intracellulaires et en bloquant l’action 
de l’adénosine sur les récepteurs P1. Des contrôles histologiques et des tests de toxicité (en 
collaboration avec David Magne et Anne Briolay de l’Institut de Chimie et Biochimie Moléculaires 
et Supramoléculaires à Lyon) sur des cultures de cellules ont été réalisés afin de s’assurer du bon 
fonctionnement des inhibiteurs utilisés et de la présence des ectonucléotidases dans le cortex 
piriforme.  
 
    c. Plasticité synaptique à court terme in vitro  
Pour l’étude de la plasticité à court terme dans le cortex piriforme, de trains de stimulation dans 
une gamme de fréquence qui couvre la gamme des oscillations cérébrales (de 3,125 Hz à 100 
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Hz) ont été appliqués. Les trains de stimulation étaient composés de 5 pulses consécutifs, ce qui 
nous a permis de révéler la chronologie du phénomène de plasticité, ce que n’aurait pas forcément 
permis une stimulation par paire de pulses. Par ailleurs, la comparaison du paired-pulse ratio 
(PPR) à 25 Hz avant et après ajout de molécules pharmacologiques nous permet de déterminer 
si la molécule agit au niveau présynaptiques ou postsynaptiques. Si le PPR n'est pas modifié par 
l'ajout de la molécule, alors on conclut que la molécule agit au niveau postsynaptique. En 
revanche si le PPR après ajout de la molécule est augmenté ou diminué, cela signifie que la 
probabilité de libération des neurotransmetteurs a été modifiée, et par conséquent que la molécule 
a agi au niveau présynaptique.  
L’étude de l’effet du calcium sur la plasticité synaptique était une étude préliminaire nous 
permettant de valider nos conditions expérimentales. L’étude de l’influence de l’adénosine est une 
manière d’examiner les effets en miroir d’un défaut d’expression de la  TNAP.  
 
 
Dans le chapitre suivant, chacun des articles énoncés dans la partie objectifs de la thèse sera 
constitué d’un résumé et du manuscrit associé. Les résultats de ces différentes études seront 
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CHAPITRE III : LES TRAVAUX DE LA THESE 
 
A. Identification of altered brain metabolites associated with TNAP activity in a mouse 
model of hypophosphatasia using untargeted NMR-based metabolomics analysis. 
Thomas Cruz, Marie Gleizes, Stéphane Balayssac, Etienne Mornet, Grégory Marsal, José 
Luis Millán, Myriam Malet-Martino, Lionel G Nowak, Véronique Gilard, and Caroline 
Fonta.  Journal of neurochemistry. 2017;140(6):919-940. 
 
 1. Résumé 
L’objectif de ce travail a été d’identifier les métabolites régulés par la TNAP dans le tissu nerveux. 
La  TNAP joue un rôle majeur dans la minéralisation osseuse et des mutations du gène de la 
TNAP (ALPL chez l’homme) conduisent à une pathologie : l’hypophosphatasie (HPP). Cette 
maladie génétique rare est principalement caractérisée par des défauts de minéralisation osseuse 
et dentaire ; et les formes sévères de cette maladie sont associées à des crises d’épilepsie et des 
anomalies morphologiques du cerveau. Par ailleurs, les souris dont le gène de la TNAP a été 
invalidé présentent un retard de myélinisation dans le cortex et la moelle épinière, ainsi qu’une 
perturbation de la maturation des synapses au niveau du cortex. Tout ceci suggère que la TNAP 
joue un rôle important  dans le système nerveux notamment dans les crises d’épilepsie chez la 
souris KO TNAP. 
À ce jour, trois substrats de la TNAP ont été identifiés : la phosphoéthanolamine (PE), le 
pyrophosphate (PPi) et la pyridoxal-5-phosphate (PLP).  Il a été montré que la 
phosphoéthanolamine s’accumule dans le plasma et les urines de patients atteints 
d’hypophosphatasie et chez les souris KO pour la TNAP. Le  pyrophosphate, qui est hydrolysé 
par la TNAP en phosphate inorganique (Pi), joue un rôle important dans les mécanismes de la 
minéralisation osseuse puisqu’il empêche le Pi de se lier au calcium pour former des cristaux 
d’hydroxyapatite essentiels dans la minéralisation. Enfin, le PLP via sa déphosphorylation par la 
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TNAP est impliqué dans la synthèse de GABA et d’autres neurotransmetteurs (sérotonine, 
noradrénaline, dopamine).  
La TNAP, via son activité ectonucléotidase, pourrait contrôler les concentrations extracellulaires 
en nucléotides et nucléosides qui sont impliqués, notamment, dans la neurogenèse durant le 
développement embryonnaire et adulte chez la souris. 
Afin d’identifier d’autres substrats et produits de la TNAP qui pourraient révéler d’autres fonctions 
de cette enzyme, nous avons travaillé en collaboration avec une équipe de chimistes (Thomas 
Cruz, Myriam Malet-Martino, Véronique Gilard et Stéphane Balayssac) du laboratoire de Synthèse 
et Physico-Chimie des Molécules d’Intérêt Biologique (Université Paul Sabatier). L’analyse du 
métabolome de cerveaux de souris (sauvages, Akp2+/+ ; hétérozygotes, Akp2+/- et KO pour la 
TNAP, Akp2-/-) a été réalisée par les chimistes grâce à  la spectrométrie par résonance 
magnétique nucléaire du proton et du phosphore (1H-RMN et 31P-RMN). Cela a permis de 
confirmer une diminution de la concentration de GABA chez les souris KO pour la TNAP et 
d’identifier des altérations pour 7 autres métabolites, chez ces mêmes souris, qui n’avaient jamais 
été décrites dans la littérature : l’adénosine, la cystathionine, la méthionine, l’histidine, la 3-
méthylhistidine, le N-acétylaspartate (NAA) et le N-acétyl-aspartylglutamate (NAAG). Certains de 
ces métabolites sont impliqués dans la neurotransmission (GABA et adénosine), dans la synthèse 
de myéline (NAA et NAAG) et dans le cycle de la méthionine et la voie de la trans-sulfuration 
(cystathionine et méthionine). Du fait que la TNAP est impliquée, entre autre, dans la maturation 
des synapses, la transmission et la conduction axonale, une défaillance de cette enzyme pourrait  
expliquer l’aggravation des crises d’épilepsies observées chez les souris KO pour la TNAP. 
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Abstract
Tissue non-speciﬁc alkaline phosphatase (TNAP) is a key
player of bone mineralization and TNAP gene (ALPL) muta-
tions in human are responsible for hypophosphatasia (HPP), a
rare heritable disease affecting the mineralization of bones and
teeth. Moreover, TNAP is also expressed by brain cells and the
severe forms of HPP are associated with neurological disor-
ders, including epilepsy and brain morphological anomalies.
However, TNAP’s role in the nervous system remains poorly
understood. To investigate its neuronal functions, we aimed to
identify without any a priori the metabolites regulated by TNAP
in the nervous tissue. For this purpose we used 1H- and
31P NMR to analyze the brain metabolome of Alpl (Akp2) mice
null for TNAP function, a well-described model of infantile HPP.
Among 39 metabolites identiﬁed in brain extracts of 1-week-old
animals, eight displayed signiﬁcantly different concentration in
Akp2!/! compared to Akp2+/+ and Akp2+/! mice: cystathion-
ine, adenosine, GABA, methionine, histidine, 3-methylhisti-
dine, N-acetylaspartate (NAA), and N-acetyl-aspartyl-
glutamate, with cystathionine and adenosine levels displaying
the strongest alteration. These metabolites identify several
biochemical processes that directly or indirectly involve TNAP
function, in particular through the regulation of ecto-nucleotide
levels and of pyridoxal phosphate-dependent enzymes. Some
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adenine; Ala, alanine; AP, alkaline phosphatase; Asn, asparagine; Asp,
aspartate; AXP, adenosine mono-, di-, and triphosphate; Bet, betaine;
CBS, cystathionine b-synthase; CGL, cystathionine c-lyase; Cho, cho-
line; CI, conﬁdence interval; Cit, citrate; Cr, creatine; CXP, cytidine
mono-, di- and triphosphate; FID, free induction decay; Fum, fumarate;
GAD, glutamate decarboxylase; GDP, guanosine diphosphate; Gln,
glutamine; Glu, glutamate; Gly, glycine; GMP, guanosine monophos-
phate; GPC, glycerophosphocholine; GTP, guanosine triphosphate; GXP,
guanosine mono-, di-, and triphosphate; His, histidine; HPP, hypophos-
phatasia; Ile, isoleucine; Lac, lactate; Leu, leucine; Mal, malate; MeOH,
methanol; MS, mass spectrometry; NAAG, N-acetyl-aspartyl-glutamate;
NAA, N-acetylaspartate; Nico, nicotinamide; Oxo, oxoproline; PCA,
principal component analysis; PC, phosphocholine; PCr, phosphocre-
atine; PE, phosphoethanolamine; Phe, phenylalanine; PLP, pyridoxal
phosphate; PL, pyridoxal; PLS-DA, partial least squares discriminant
analysis; PND, postnatal day; ppm, parts per million; S/N, signal-to-noise
ratio; SAH, S-adenosylhomocysteine; SRM, selected reaction monitor-
ing; Suc, succinate; Tau, taurine; TNAP, tissue non-speciﬁc alkaline
phosphatase; Trp, tryptophan; TSP, Sodium 2,2,3,3-tetradeutero-3-
trimethylsilylpropionate; Tyr, tyrosine; UDP, uridine diphosphate;
UHPLC, ultra-high performance liquid chromatography; UMP, uridine
monophosphate; UTP, uridine triphosphate; UXP, uridine mono-, di-, and
triphosphate; Val, valine; VIP, variable importance in the projection.
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of these metabolites are involved in neurotransmission (GABA,
adenosine), in myelin synthesis (NAA, NAAG), and in the
methionine cycle and transsulfuration pathway (cystathionine,
methionine). Their disturbances may contribute to the neu-
rodevelopmental and neurological phenotype of HPP.
Keywords: cystathionine, MSCA-1, neuron, nucleotide,
pyridoxal phosphate, tissue non-speciﬁc alkaline
phosphatase.
J. Neurochem. (2017) 140, 919–940.
The ubiquitous expression of alkaline phosphatase (AP, EC
3.1.3.1) has been largely demonstrated among the vertebrate
and invertebrate phyla (Yang et al. 2012; Zimmermann et al.
2012). Tissue non-speciﬁc alkaline phosphatase (TNAP) is
one of the AP isozymes found in vertebrates. In mammals, it is
expressed as isoforms in tissues such as bone, cartilage,
kidney, liver, lung, as well as in the brain (e.g., Weiss et al.
1988; Hoshi et al. 1997; Brun-Heath et al. 2011; Buchet et al.
2013). In adult brains, blood vessels are nicely delineated by
the AP activity of endothelial cells, (e.g., Newman et al. 1950;
Bell and Ball 1985; Anstrom et al. 2002; Fonta and Imbert
2002). AP activity has also been demonstrated in adult brain
parenchyma (Shimizu 1950), where its spatial distribution
displays species-speciﬁc patterns (e.g., Friede 1966; Fonta
et al. 2004; Langer et al. 2008; Negyessy et al. 2011; Kantor
et al. 2015). Electron microscopy studies further showed
dense AP activity at sites of synaptic connections and on nodes
of Ranvier (Pinner et al. 1964; Sugimura and Mizutani 1979;
Mori and Nagano 1985; Fonta et al. 2004, 2005). This activity
is displayed on the extracellular side of the cell membrane,
giving TNAP its status of ectoenzyme (e.g., Mayahara et al.
1967; Fedde and Whyte 1990; Fonta et al. 2004).
TNAP activity is also strongly associated with brain
development. Strong TNAP activity is observed in cerebral
regions of increased proliferative activity such as the
ventricular zones (Narisawa et al. 1994; Langer et al.
2007). Studies also suggested that TNAP participates to
neuronal differentiation and axonal growth (Ermonval et al.
2009; Kermer et al. 2010; Diez-Zaera et al. 2011) and that it
is involved in myelination and synaptogenesis (Narisawa
et al. 1997; Fonta et al. 2005; Hanics et al. 2012).
These results suggest that TNAP plays an important role
in brain development and functioning. This hypothesis is
corroborated by observations collected from humans with
TNAP mutations leading to the severe forms of hypophos-
phatasia (HPP) (Rathbun 1948; Weiss et al. 1988; Green-
berg et al. 1993; Taillandier et al. 2005; Taketani 2015)
and from mice in which TNAP gene function has been
ablated (Waymire et al. 1995; Narisawa et al. 1997): a
neurological phenotype, mainly characterized by epileptic
seizures, is observed in both case. In patients with the
severe perinatal form of HPP, cerebral imaging revealed,
among others, hypodensity of the white matter and dilated
ventricles, thereby adding convincing evidence that TNAP
malfunction directly impacts brain structure (Nunes et al.
2002; Demirbilek et al. 2012; Hofmann et al. 2013; de Roo
et al. 2014).
Although clinical and experimental studies support the
hypothesis that TNAP contributes to the development and
functioning of the nervous system, a more complete under-
standing of the roles of this enzyme requires examining its
functions at the molecular level. Studies in other tissues have
revealed several TNAP substrates, whose levels are increased
in HPP patients and TNAP-knockout mice. Historically,
phosphoethanolamine (PE) was the ﬁrst compound associ-
ated with HPP as its plasmatic and urinary concentrations
were found to be considerably increased in HPP patients
(Fraser et al. 1955; McCance et al. 1955). Likewise, urinary
PE levels are also elevated in TNAP-knockout mice (Fedde
et al. 1999). Inorganic pyrophosphate (PPi), a key player in
bone mineralization (Harmey et al. 2004), is also a substrate
of TNAP as it is found in higher concentrations in HPP
patients (Russell 1965) as well as in TNAP-knockout mice
(Fedde et al. 1999). Finally, pyridoxal phosphate (PLP), the
major form of vitamin B6, accumulates in the serum of both
HPP patients (Whyte et al. 1985, 1988) and TNAP-knockout
mice (Waymire et al. 1995). TNAP hydrolyzes extracellular
PLP into pyridoxal (PL), which can passively diffuse through
the cell membrane (reviewed in Coburn 2015). Within the
cells, PL is rephosphorylated to PLP, which is used as co-
factor of numerous enzymatic reactions (> 60 in mammals,
Percudani and Peracchi 2009). Among these so-called B6-
enzymes, some are involved in the metabolism of neuro-
transmitters, biogenic amines and sphingolipids. Thus in the
brain, TNAP dysfunction has consequences on GABA,
serotonin and dopamine synthesis (Waymire et al. 1995;
Balasubramaniam et al. 2010; Fonta et al. 2012).
In addition to the aforementioned PE, PPi, and PLP,
studies showed that TNAP is also capable of hydrolyzing
extracellular adenine nucleotides in several tissues such as
airways, bone, or liver (e.g.,van Belle 1976; Say et al. 1991;
Picher et al. 2003; Ciancaglini et al. 2010). TNAP may also
act as an ectonucleotidase in the nervous system (Dorai and
Bachhawat 1977; Ohkubo et al. 2000; Diez-Zaera et al.
2011; Street et al. 2013). It may thus modulate the extracel-
lular ATP/adenosine ratio and affect cellular processes of
brain development, neurotransmission and neuroinﬂamma-
tion, via purinergic signaling regulation (Zimmermann 2006;
Langer et al. 2008; Pike et al. 2015; Street and Sowa
2015).
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The results published thus far point toward the manifold
molecular functions exerted by TNAP in the brain, but the
picture remains fragmentary given the targeted experimental
approaches used in the previous studies. To provide a more
global insight, a metabolomics approach was carried out. In
the last decade metabolomic studies of brain tissue or
bioﬂuids from animal models and patients have led to the
identiﬁcation of metabolic signatures of various neurode-
generative diseases and mental disorders (Dumas and
Davidovic 2015; Gonzalez-Riano et al. 2016; and references
therein). Our project aimed to identify without any a priori
the metabolites speciﬁcally altered by the lack of TNAP
activity in the brain. These metabolites could be the
substrates and products of TNAP itself, or substrates and
products of other biochemical processes indirectly involving
TNAP such as those implicating PLP-dependent enzymes.
For this purpose, we compared the metabolomes of wild-type
mice (Akp2+/+, Akp2 being the murine TNAP gene) to that of
mice partially or totally deﬁcient in TNAP activity (heterozy-
gous Apk2+/! and homozygous Akp2!/!, respectively). We
used in vitro proton nuclear magnetic resonance (1H NMR)
spectroscopy as the main tool. Complementary analyses were
performed using phosphorus-31 nuclear magnetic resonance
(31P NMR) and mass spectrometry (MS). Of 39 well-
identiﬁed metabolites, we found eight (7 for the ﬁrst time)
that showed signiﬁcantly altered concentration in the brain of
TNAP-knockout mice.
Materials and methods
Animals and sample collection
Inactivation of the TNAP gene in the mouse phenocopies severe
lethal infantile HPP (Waymire et al. 1995; Narisawa et al. 1997;
Fedde et al. 1999). Akp2 mice (Narisawa et al. 1997) were bred in
the CerCo animal facilities in accordance with the Guide for the
Care and Use of Laboratory Animals (National Research Council
1996, European Directive 86/609) and the guidelines of the local
institutional animal care and use committee. The study was
approved by the Regional (Midi-Pyr!en!ees) Ethics Committee (ref.
No. MP/06/79/11/12).
In our rearing conditions, Akp2!/! mice do not survive beyond 8–
10 days. Previous experiments have shown modiﬁcations in the
growth of the cerebral white matter from 4 days of age and delayed
myelination and synaptic maturation in 7–8 day-old Akp2!/! mice
(Hanics et al. 2012). On the other hand, neuronal circuits and, more
speciﬁcally, GABA inhibitory transmission in the cortex, are not
functional before 7–8 postnatal days (PND) inmice (Daw et al. 2007).
Therefore, the experiments were performed with 7-day-old animals.
Young animals, both males and females, were obtained from
Apk2+/! couples that had free access to tap water and commercial
solid food [(E) expended, Special Diet Service] containing vitamin
B6 (Pyridoxine, 18.25 mg/kg). No additional vitamin B6 was given
to the adult or young mice.
All brain samples were collected in the late morning. Mice were
weighed, anesthetized by hypothermia to slow down brain
metabolism, and then decapitated. Brains, including olfactory bulbs,
cerebral hemispheres, brainstem and cerebellum, were quickly
removed, weighed, immediately frozen in liquid nitrogen and stored
at !80°C.
Mice genotypes were speciﬁed a posteriori using tail samples.
Genotyping was performed by PCR analysis of the Akp2 region
containing the 1100 bp insert in exon 6 used to inactivate the Akp2
gene. The wild-type PCR product is expected to have a size of
187 bp, whereas the mutant PCR product with an insert has a size of
1287 bp. Brieﬂy, 10–50 ng of genomic DNA in a total volume of
20 lL was subjected to 36 cycles of PCR (94°C 30 s, 55°C 40 s,
72°C 5 min 30 s) using the Promega PCR Master Mix. The
sequences of oligonucleotides used to amplify the target were
50TGCTGCTCCACTCACGTCGAT (forward) and 50AGTCCGT
GGGCATTGTGACTA (reverse). The expected sizes were 187 bp
for +/+ mice, 187 bp and 1287 bp for +/! mice, and 1287 bp for
!/! mice.
A total of 32 mice were studied, including 11 wild-type Akp2+/+,
12 heterozygous Akp2+/!, and 9 homozygous knockout Akp2!/!
mice. Except for one Akp2!/! mouse, the TNAP-deﬁcient animals
were all from the same litters as the control mice.
Chemicals
Sodium 2,2,3,3-tetradeutero-3-trimethylsilylpropionate (TSP) and
all reference compounds for NMR signal assignments (cystathion-
ine, GABA, adenosine, serine, cysteine, homocysteine, alpha
ketobutyrate, methionine, PLP, PPi) were purchased from Sigma-
Aldrich (St Louis, MO, USA). Methanol and chloroform were
supplied by Carlo Erba (Val de Reuil, France).
Tissue extraction
The frozen tissues were weighed (260 " 23 mg, mean " SD) and
the brain extracts prepared according to the procedure described by
Beckonert et al. (2007) using a chloroform:methanol:water mixture
[2:2:1.425 (v/v/v)]. The whole brain was transferred into an ice-
cold glass vial maintained on ice. Ultra-pure cold water
(0.425 mL) and cold methanol (2 mL) were added. The suspen-
sion was pulverized with an Ultra-Turrax (IKA-Werke, Staufen,
Germany) for 3 9 10 s and then sonicated with a sonicator probe
(Vibra cellTM, Sonic, Newtown, USA) for 3 9 10 s. Two mL of
cold chloroform and 1 mL of ultra-pure cold water were then
added and the mixture was vortexed for 15 s and kept on ice for
15 min. After centrifugation (15 min, 1100 g, 5000 rpm, 4°C), the
upper methanol/water phase was collected. This solution was
lyophilized overnight, then suspended in 2 mL of water. 1.5 mL
was collected for NMR analysis and 0.5 mL withdrawn for MS
investigations. After analysis, all samples were dried anew by
speed vacuum centrifugation for 8 h, lyophilized overnight and
stored at !80°C.
1H NMR spectroscopy
550 lL of borate buffer in D2O at pH 10 was added to the
lyophilized sample (ﬁnal concentration 62.5 mM) and 5 lL of a 5
mM solution (25 nmol) of TSP was added as an internal chemical
shift and quantiﬁcation reference. Using a pH of 10 allowed
resolving several resonances that overlap at pH 7, taking advantage
of chemical shift variations of NMR signals from metabolites with
ionisable groups such as aminoacids, amines, or organic acids with
pH (Robert et al. 2011). The quality of the extraction protocol in the
© 2017 International Society for Neurochemistry, J. Neurochem. (2017) 140, 919--940
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chosen conditions and the stability of brain metabolites at pH 10
have previously been demonstrated (Lalande et al. 2014).
The solution was then transferred into a 5 mm diameter NMR
tube and 1H NMR spectra were recorded on a Bruker Avance
spectrometer (Bruker Biospin AG, Fallanden, Switzerland) operat-
ing at 400.13 MHz and equipped with a 5 mm broadband inverse
probe. 1H NMR experiments were acquired at 298 K using a
classical 1D pulse sequence (relaxation delay-pulse-acquisition), a
2.0 s pre-saturation pulse for water (HOD) signal suppression, and a
repetition time of 5.7 s. A ﬂip angle of 30° was used with 32K data
points for acquisition over a spectral width of 11 ppm (4400 Hz)
and 768 scans were collected.
Data were processed using the Bruker TopSpin 3.2 software with
one level of zero-ﬁlling and Fourier transformation after multiplying
the FIDs by an exponential line-broadening function of 0.3 Hz.
Phase adjustment of NMR signals and baseline correction using the
sine function tool included in the TopSpin software were done
manually on each spectrum. Under these recording conditions, all
1H resonances were fully relaxed as previously reported (Lalande
et al. 2014).
Metabolite identities were assigned with an in-house metabolite
database at pH 10 and with a public database (Wishart et al. 2013).
Pure standard compounds (cystathionine, homocysteine, serine,
alpha ketobutyrate, cysteine, adenosine, GABA, methionine, PLP)
were added to the analyzed extracts for conﬁrming assignments
for regions presenting strong overlap between signals or for
checking suitability of signal detection for metabolites that were
not detected in the brain extracts. Signals used for quantiﬁcation
were chosen after their assignments based on previous studies
(Robert et al. 2011) and/or comparison with in-house metabolite
database.
The selective 1H 1D COSY experiments (selcogp) were per-
formed on cystathionine NMR signals with an off-resonance 180°
pulse of 118.5 ms (GausCascadeG3, 256 points). The parameters
were as follows: relaxation delay 1 s, acquisition time 1.64 s (32K
data points), spectral width of 20 ppm (8000 Hz), and 1024 or 2048
scans. The transmitter frequency offset (o1p) was adjusted at 3.9 or
4.7 ppm depending on the selective excitation.
31P NMR spectroscopy
1H-decoupled 31P NMR spectra were recorded without nuclear
Overhauser effect using the same Bruker Avance spectrometer
operating at 161.99 MHz and equipped with a Triple resonance
Broadband Observe (TBO) probe. Spectra were acquired by re-
analyzing the solutions used for 1H NMR except that 5 mg of the
paramagnetic agent chromium(III) acetylacetonate were added to
shorten the T1 relaxation times of the phosphorylated compounds
as well as 20 lL of a 5 mM solution of an internal reference
(methylene diphosphonic acid) which was used as chemical shift
reference and calibrated at 16.30 ppm. Spectra were recorded
under the following instrumental conditions: sweep width,
270 ppm; ﬂip angle, 30°; repetition time, 6.54 s; 7680 scans
(14 h recording). Spectra were processed by exponential multi-
plication with a line broadening of 3 Hz. In these experimental
conditions, the detection limit is 25 lmol/L with an S/N of 3, the
S/N being 2.5 9 (peak height/noise height measured peak-to-
peak) for a molecule containing one phosphorus atom, and
12.5 lmol/L for PPi that contains two equivalent nuclei.
Targeted UHPLC-MS/MS analysis of cystathionine
Nine samples coming from Akp2+/+ (n = 2), Akp2+/! (n = 3), and
Akp2
!/! (n = 4) mice previously analyzed by 1H NMR were
investigated. Samples withdrawn for MS analysis were suspended in
1 mL acetonitrile:water (50 : 50) under vortex agitation during
1 min and then sonicated for 5 min. The suspension was then
centrifuged (5 min, 4000 rpm) and the supernatant analyzed after
ﬁltration using 3 kDa Amicon Ultra-0.5 mL ﬁlters (Merck Milli-
pore, Darmstadt, Germany) with a ultra-high performance liquid
chromatography (UHPLC) Thermo Scientiﬁc Dionex UltiMate 3000
system coupled to a Q-TRAP 4500 AB Sciex (AB SCIEX,
Warrington, UK) mass spectrometer. The chromatographic condi-
tions for analysis were as follows: C8 Symmetry! column
(75 9 4.6 mm i.d.; 3.5 lm particle size); mobile phase: (A)
demineralized water with 0.1% (v/v) formic acid and (B) methanol
(HPLC grade); ﬂow rate: 0.3 mL/min. The elution conditions were a
60:40 A:B mixture from 0 to 6 min, then a linear gradient up to
0:100 A:B from 6 to 8 min, followed by an isocratic elution during
1 min, and ﬁnally a reequilibration to 60:40 A:B mixture in 1 min.
Cystathionine eluted at 2.67 min. For MS detection, the instrument
parameters were as follows: for MS analysis, declustering potential
(DP) 50 V and scan range m/z 160-1000; for MS/MS analysis: DP
50 V, collision energy 20 V, and scan range m/z 50-230. Detection
of cystathionine was achieved by selected reaction monitoring
(SRM) in positive mode using a QTrap mass spectrometer with a
Turbo ion spray source at 400°C. The ion spray voltage was set at
5500 V, DP was 30 V, collision energy was 20 V. The monitored
transition was m/z 223 ([M+H]+) ? 134.
Chemometric data analysis
1H NMR spectra were transferred to the KnowItAll! software (Bio-
Rad, Cambridge, MA, USA). The bin area method was used to
segment the spectra between 0.8 and 9.3 ppm using the intelligent
variable size bucketing tool included in the KnowItAll! package.
Close to 600 variables were generated with one signal (or noise) per
bucket. The bins of water (HOD) (4.7–5.2 ppm) and residual
methanol (3.34–3.36 ppm) resonances were excluded.
A manual ﬁltering procedure was applied to the whole spectrum
to exclude buckets that contained only noise. Buckets corresponding
to one metabolite were grouped when possible, according to NMR
signal assignment. A total of 223 variables (buckets) were thus
retained for the subsequent statistical analyses. Bin areas were
integrated and transferred to the Pirouette software (Infometrics,
Inc., Woodinville, WA, USA), which generated a matrix consisting
of rows representing the 32 samples and columns representing the
223 variables. Integrated regions were normalized by dividing their
areas by that of the internal standard TSP and by brain weight.
The statistical approach followed for metabolomics analysis has
already been described (Lalande et al. 2014). Multivariate statistical
analyses were carried out using an in-house package developed in the
R environment (Balayssac et al. 2013) and the SIMCA-P + 12.0
software (Umetrics, Ume"a, Sweden). First, an unsupervised approach
by principal component analysis (PCA) was applied to the 1H NMR
dataset. PCA was primarily used for outlier detection and for
determining trends for grouping determined by mouse genotypes.
Then, after Unit Variance scaling of the data in which the standard
deviation of each column was used as the scaling factor, three groups
corresponding to three genotypes (Akp2+/+, Akp2+/!, and Akp2!/!)
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were considered for supervised statistical analysis by partial least
squares discriminant analysis (PLS-DA) andwere pairwise compared.
The predictive ability of the PLS-DA models was validated by the
goodness-of-ﬁt (R2Y, R
2
X) and the goodness of prediction (Q
2)
parameters, the response permutation test (based on 999 permutations)
and the analysis of variance of the cross-validated residuals (CV-
ANOVA). Loading plot, coefﬁcient plot, and variable importance in the
projection (VIP) from PLS-DA models were used to identify the
variables driving the separation between classes, i.e., the metabolites
which can be potential biomarkers. Correlation coefﬁcients were
mainly used for the attribution of the NMR signals of cystathionine.
Indeed, the Pearson’s linear correlation coefﬁcient captures linear
dependency between two variables, providing, for a threshold > 0.9, a
statistical indicator on the structural correlations of a metabolite.
Metabolites concentrations were obtained from their targeted NMR
signals (Table 1) using the general equation: Cx = (Ax/ATSP) 9 (9/
Nx)9(n/m), where AX and ATSP represent the areas of the signals of the
metabolite X and of TSP, respectively, 9 andNX the number of protons
of TSP and of the metabolite X, respectively, n the number of nmol of
TSP in the solution, and m the brain weight (g). This quantiﬁcation
method has been validated in a previous publication (Robert et al.
2011).Metabolite concentrationswere comparedwith non-parametric
tests. For each metabolite, comparisons between the three genotypes
were performed using the Kruskal–Wallis test (p-values corrected for
multiple comparisons using the Holm–#S!ıd!ak procedure). Paired
comparisons between groups of mice were done with the Mann–
Whitney test (p-values corrected for multiple comparisons). To
provide a quantitative estimate of the difference between groups, we
calculated the ratio of the means, and the associated 95% conﬁdence
intervals using Fieller’s method (Franz 2007).
Results
1H NMR spectra and metabolite signal assignments
1D 1H NMR spectra were collected from aqueous extracts of
whole brains of control wild-type Akp2+/+ (n = 11),
heterozygous Akp2+/! (n = 12), and homozygous Akp2!/!
(n = 9) mice. A typical 1H NMR spectrum of an aqueous
extract of an Akp2+/+ mouse brain is presented in Fig. 1.
Classical brain metabolites of mammals were detected, with
N-acetylaspartate (NAA), creatine (Cr), lactate (Lac), taurine
(Tau), and phosphocholine (PC) generating the most promi-
nent signals.
On visual inspection, all spectra appeared qualitatively
similar, the same signals being detected for all genotypes.
However, a careful inspection of some regions of the spectra
revealed differences in signal intensities between wild-type,
heterozygous, and knockout samples. Although most differ-
ences could be attributed to resonances of assigned metabo-
lites (see below, statistical analysis), there were nevertheless
three regions of the spectra (around d (ppm) 3.50, 2.88, and
2.65) where Akp2!/! brain extracts demonstrated additional
or stronger signals in comparison to Akp2+/+ and Akp2+/!
(Fig. 2a). These additional signals did not ﬁt with those of
any metabolite in our database. Statistical analyses revealed
strong Pearson correlation coefﬁcients [> 0.9 (p < 10!8)]
between these signals, suggesting that they belonged to the
same metabolite. This ﬁnding was conﬁrmed with COSY
selective NMR experiments that showed correlations (i)
between the multiplet centered at 2.88 ppm and the signal at
3.50 ppm, (ii) between the signal at 3.50 ppm and the
multiplet at 2.88 ppm and a signal centered around 2.00 ppm
that overlapped with signals for glutamate and glutamine. A
selective irradiation of the region centered at 2.00 ppm
highlighted correlations with the triplet (t) at 2.65 ppm and
the multiplet (m) at 3.50 ppm. These experiments led us to
hypothesize that these unassigned NMR resonances came
from cystathionine, a dipeptide formed from serine and
homocysteine. This was conﬁrmed by spiking with the
authentic standard. Chemical shifts for this metabolite are d
(ppm) 3.50 (m, 2H, CH 1 and 5); 2.88 (ABd,
2JAB = 13.7 Hz,
3JAH5 = 5.0 Hz,
3JBH5 = 7.0 Hz, 2H, CH2
4); 2.65 (t, 2H, 3J = 7.5 Hz, CH2 3 and 2.00 (m, 2H, CH2 2)
(see Fig. 2 for numbering).
To conﬁrm the presence of cystathionine with a comple-
mentary method, a targeted analysis using MS was
performed by UHPLC-MS/MS with the SRM mode to
enhance sensitivity. Conditions were ﬁrst optimized using a
standard solution of cystathionine. Chromatographic condi-
tions carried out in our study were close to those from
literature data for cystathionine (Bartl et al. 2014). The
selected fragmentation for SRM was that of the pseudo-
molecular ion [M+H]+ at m/z 223 to the main fragment at
m/z 134 as shown in Fig. 2b. The superimposition of
representative chromatograms of brain extracts from Akp2+/+,
Akp2+/!, and Akp2!/! mice clearly shows that the cys-
tathionine peak, although detected in all extracts, was much
higher in the brain extracts of Akp2!/! mice (Fig. 2c).
Cystathionine is thus a ﬁrst discriminating metabolite for
knockout mice. Statistical analyses were next performed to
identify other potential biomarkers distinguishing between
groups.
Statistical analyses
A non-supervised PCA analysis was ﬁrst carried out to
analyze the NMR data (Fig. 3a). The PCA score plot did not
show dominant trends by visualization on the ﬁrst and second
components, which accounted for 61% and 16%, respec-
tively, of the variance of the data. Yet a trend for a clustering
of Akp2!/! mice versus other mice was observed on the third
component of the PCA, although it explained only 7% of the
variation. The PCA analysis indicated that the metabolome of
Akp2!/! mice was distinct from that of Akp2+/! and Akp2+/+
mice. A supervised analysis with PLS-DA was next
performed to identify discriminating metabolites.
The results of the supervised PLS-DA analyses of pairwise
comparisons on the 223 variables are reported in Fig. 3b.
Comparison between Akp2+/+ and Akp2+/! resulted in a non-
predictive model with two principal PLS components
(Q2cum = 0.008 and R2Ycum = 0.57). In contrast,
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comparison of Akp2+/+with Akp2!/! led to a model with three
principal PLS components with good predictive values
(Q2cum = 0.92 and R2Ycum = 0.97). Likewise, a comparison
of Akp2+/! versus Akp2!/! led to a model with two principal
PLS components with good predictive values (Q2cum = 0.79
and R2Ycum = 0.92). For the two comparisons with knockout
mice, the p-values of the CV-ANOVA were 2.6 9 10!4 and
2.5 9 10!5, respectively. All Q2 and R2 values were lower in
the permutation tests than in the model, revealing great
predictability and goodness of the PLS-DA models. In both
comparisons, the same three most discriminating metabolites
were highlighted: adenosine, GABA, and cystathionine.
Boxplots of eachmetabolite are presented in Fig. 3C, showing
that adenosine andGABA levelswere lower inAkp2!/! than in
Akp2+/+ and Akp2+/! brain extracts, whereas cystathionine
was more concentrated in the brain of knockout mice. Other
metabolites that ranked lower in the VIP plot (not shown) are
considered below. Therefore, the complete loss of TNAP
activity in the cerebral tissue has signiﬁcant metabolic
consequences on three metabolites that objectively discrimi-
nateAkp2!/!mice from their littermatesAkp2+/! andAkp2+/+:
adenosine, GABA, and cystathionine.
1H NMR absolute quantification of metabolites
In addition to cystathionine, GABA and adenosine, 36
metabolites have been unambiguously identiﬁed in the
1H NMR spectra. The levels of metabolites measured in
our Akp2+/+ control mice are consistent with those that have
been quantiﬁed in previous studies in similarly aged rodents
(Huguet et al. 1998; Kulak et al. 2010; Schmitt et al. 2013).
The mean concentrations of the 39 metabolites are














Fig. 1 1H NMR spectrum of an aqueous
extract of the brain from an Akp2+/+ mouse.
(a) 2.9–0.8 ppm region, (b) 4.4–2.9 ppm
region, (c) 7.5–5.65 ppm region, (d) 9.3–
7.5 ppm region. (a) and (b) regions of the
spectrum: valine (Val), isoleucine (Ile),
leucine (Leu), lactate (Lac), alanine (Ala),
glutamate (Glu), glutamine (Gln), oxoproline
(Oxo), c-aminobutyric acid (GABA), acetate
(Ace), glutathione disulﬁde (GSSG), N-acet-
ylaspartate (NAA), N-acetyl-aspartyl-gluta-
mate (NAAG), succinate (Suc), aspartate
(Asp), citrate (Cit), asparagine (Asn), malate
(Mal), creatine (Cr), phosphocreatine (PCr),
taurine (Tau), phosphoethanolamine (PE),
choline (Cho), phosphocholine (PC), glyc-
erophosphocholine (GPC), betaine (Bet),
and glycine (Gly). Methanol (MeOH) is a
residual solvent. (c) and (d) regions of the
spectrum: nicotinamide adenine dinu-
cleotide (NAD+), adenosine diphosphate
(ADP), nicotinamide (Nico), adenosine
monophosphate (AMP), adenine (Ade),
adenosine mono-, di-, and triphosphate
(AXP), guanosine triphosphate (GTP),
guanosine diphosphate (GDP), guanosine
monophosphate (GMP), guanosine mono-,
di-, and triphosphate (GXP), uridine triphos-
phate (UTP), uridine diphosphate (UDP),
uridine monophosphate (UMP), uridine
mono-, di-, and triphosphate (UXP), cytidine
mono-, di-, and triphosphate (CXP), pheny-
lalanine (Phe), tryptophan (Trp), tyrosine
(Tyr), histidine (His), 3-methylhistidine
(3-MHis), fumarate (Fum). Peaks for the
most abundant compounds (Tau and Cr)
have been truncated.
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three groups of mice. The p-values of the comparisons
between groups are reported in Table 2. Cumulative
distributions of the concentrations of the 39 metabolites
in the three groups of mice are presented in Fig. 4; they
are largely non-overlapping whenever differences between
groups are signiﬁcant. Differences between groups are
summarized in Fig. 5 that presents ratios of the mean
concentrations and their 95% conﬁdence intervals. Signif-
icant differences are highlighted by colored symbols.
These data show that Akp2+/+ and Akp2+/! mice have
very similar metabolomes except for cystathionine
(p = 0.04). In contrast, very large changes are observed
for GABA, adenosine, and cystathionine in knockout mice
compared to Akp2+/+ and Akp2+/! mice. The amplitude of
the concentration variation between the TNAP-knockout
mice and the other genotypes grouped together reaches
#!40% for GABA, #!80% for adenosine and is much
higher for cystathionine (#+450%) (Table 1, Fig. 5).
Beyond these highly discriminating metabolites,
signiﬁcant differences were observed for ﬁve addi-
tional metabolites: methionine, 3-methylhistidine, his-
tidine, NAA and the dipeptide N-acetyl-aspartyl-
glutamate (NAAG). Although the NMR variables for
these ﬁve metabolites were observed in the top 30
variables ranked in the VIP plots (score > 1.3), other
converging criteria (% variations and non-parametric
tests) were taken into account for conﬁrming the
inﬂuence of TNAP in their metabolisms. The concen-
trations of these ﬁve metabolites were signiﬁcantly
higher in Akp2!/! than in Akp2+/+ or Akp2+/! mice
(Tables 1 and 2, Figs 4 and 5). Methionine and 3-





Fig. 2 (a) Comparison of 1H NMR spectra
(zooms around 2.7, 2.9 and 3.5 ppm) of a
solution of standard cystathionine and of
aqueous brain extracts from Akp2+/+ (blue),
Akp2+/! (green), and Akp2!/! (red) mice.
*signals ﬁtting with those of cystathionine
standard. Abbreviations of metabolites: see
caption of Fig. 1. (b) Full scan mass
spectrometry (MS) spectrum of standard
cystathionine. (c) Ultra-high performance
liquid chromatography (UHPLC)-MS/MS
chromatograms by selected reaction
monitoring (SRM) (223 ?134 transition).
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TNAP-knockout mice. More modest variations (be-
tween +10 and +20%) were observed for histidine,
NAA, and NAAG.
Non-parametric statistical tests did not reveal any
signiﬁcant variations between the genotypes for the 31
other metabolites (Table 1). Although their metabolisms
are associated to PLP-dependent enzymes, metabolites
such as taurine, glycine, phenylalanine, pyruvate, aspartate
and alanine did not show signiﬁcant variations between the




Fig. 3 (a) Three-dimensional score plot of principal component anal-
ysis (PCA) on the NMR data collected from all brain extracts. The
conﬁdence ellipse (Hotelling’s T2) deﬁnes the region that contains 99%
of the data. (b) Score plots of the partial least squares discriminant
analysis (PLS-DA) on NMR data of Akp2+/+ versus Akp2+/! mice,
Akp2+/+ versus Akp2!/! mice and Akp2+/! versus Akp2!/! mice. (c)
Boxplots for adenosine (singulet at 8.33 ppm), GABA (triplet at
2.29 ppm) and cystathionine (triplet at 2.65 ppm). The ordinates of
the boxplots represent normalized areas of NMR signals. Akp2+/+ are
shown in blue, Akp2+/! in green, and Akp2!/! in red.
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Table 1 Concentrations, along with the considered NMR signals, of the 39 metabolites identiﬁed in aqueous brain extracts of Akp2+/+ (+/+), Akp2+/!






Mean concentration nmol/g (SD) Variation Ratio of the means [CI low-CI high]
+/+ +/! !/!
!/! +/!
vs. +/+ vs. +/! vs. +/+
Adenosine 8.327 (s) 37 (29) 25 (8) 5 (2) 0.14 [0.08–0.29] 0.20 [0.14–0.28] 0.69 [0.43–1.40]
Cystathionine 2.884
(ABd system)a
94 (31) 67 (23) 366 (62) 3.89 [3.10–5.05] 5.49 [4.36–7.14] 0.71 [0.52–0.96]
GABA 2.288 (t) 1169 (87) 1 165 (64) 702 (33) 0.60 [0.57–0.64] 0.60 [0.58–0.63] 1.00 [0.94–1.06]
Methionine 2.127 (s) 94 (19) 83 (16) 141 (48) 1.50 [1.11–1.93] 1.69 [1.27–2.16] 0.89 [0.75–1.05]
3-methylhistidine 6.810 (s) 27 (11) 34 (9) 47 (11) 1.75 [1.31–2.43] 1.39 [1.10–1.75] 1.26 [0.95–1.74]
Histidine 6.955 (s) 156 (31) 138 (16) 187 (37) 1.20 [0.99–1.44] 1.36 [1.15–1.57] 0.88 [0.77–1.02]
NAA 2.024 (s) 1 719 (199) 1 680 (173) 2 010 (192) 1.17 [1.06–1.29] 1.20 [1.09–1.31] 0.98 [0.89–1.08]
NAAG 2.058 (s) 702 (63) 691 (43) 794 (54) 1.13 [1.05–1.22] 1.15 [1.08–1.22] 0.99 [0.92–1.06]
AMP 8.532 (s) 925 (152) 913 (103) 1 023 (194) 1.11 [0.93–1.31] 1.12 [0.96–1.29] 0.99 [0.88–1.12]
ADP 8.473 (s) 479 (137) 605 (190) 465 (152) 0.97 [0.71–1.30] 0.77 [0.56–1.03] 1.26 [0.97–1.64]
ATP 8.458 (s) 179 (85) 185 (76) 132 (74) 0.74 [0.42–1.20] 0.71 [0.42–1.11] 1.03 [0.70–1.57]
Alanine 1.379 (d) 662 (150) 633 (75) 662 (143) 1.00 [0.81–1.23] 1.05 [0.88–1.23] 0.96 [0.82–1.13]
Arginine 3.186 (t)a 715 (102) 641 (112) 688 (150) 0.96 [0.80–1.14] 1.07 [0.89–1.29] 0.90 [0.78–1.03]
Aspartate 3.740 (dd)a 1 370 (311) 1 055 (174) 1 432 (462) 1.05 [0.78–1.35] 1.36 (1.04–1.71] 0.77 (0.65–0.92]
Betaine 3.271 (s) 35 (5) 35 (3) 43 (7) 1.22 [1.05–1.42] 1.23 [1.07–1.40] 0.99 [0.90–1.10]
Choline 3.205 (s) 77 (29) 68 (9) 64 (7) 0.83 [0.66–1.10] 0.94 [0.84–1.05] 0.89 [0.71–1.17]
Creatine 3.039 (s) 4 813 (467) 4 485 (321) 4 355 (255) 0.91 [0.84–0.98] 0.97 [0.92–1.03] 0.93 [0.87–1.01]
Fumarate 6.524 (s) 33 (8) 30 (5) 35 (6) 1.05 [0.86–1.29] 1.15 [0.98–1.34] 0.91 [0.76–1.11]
Glutamate 2.277 (t) 3 477 (461) 3 279 (331) 3 531 (325) 1.02 [0.92–1.13] 1.08 [0.99–1.18] 0.94 [0.85–1.05]
Glutamine 2.344 (m) 2 805 (453) 2 859 (333) 2 703 (434) 0.96 [0.83–1.12] 0.95 [0.83–1.08] 1.02 [0.90–1.16]
Glutathione disulﬁde 3.783
(AB system)a
676 (88) 645 (45) 667 (97) 0.99 [0.86–1.12] 1.04 [0.92–1.15] 0.95 [0.87–1.05]
Glycerophosphocholine 3.23.4 (s) 289 (47) 299 (30) 308 (32) 1.06 [0.94–1.21] 1.03 [0.94–1.13] 1.03 [0.92–1.17]
Glycine 3.380 (s) 1 321 (149) 1 237 (149) 1 256 (197) 0.95 [0.83–1.08] 1.02 [0.89–1.16] 0.94 [0.85–1.04]
GMP 8.091 (s) 157 (40) 127 (38) 177 (40) 1.13 [0.90–1.42] 1.40 [1.10–1.79] 0.81 [0.63–1.03]
Isoleucine 0.975 (d)a 70 (19) 74 (10) 73 (15) 1.04 [0.83–1.30] 0.99 [0.83–1.16] 1.05 [0.88–1.28]
Lactate 1.333 (d) 2 823 (707) 2 740 (499) 3 315 (682) 1.17 [0.95–1.46] 1.21 (1.00–1.46] 0.97 [0.81––1.19]
Leucine 0.925 (d)a 234 (52) 234 (020) 254 (52) 1.09 [0.89–1.33] 1.09 [0.92–1.26] 1.00 [0.87–1.17]
NAD+ 8.748 (d), 9.013
(d) and 9.273 (s)
160 (24) 146 (15) 157 (25) 0.99 [0.85–1.14] 1.08 [0.95–1.22] 0.91 [0.82–1.02]
Nicotinamide 8.716 (dd)
and 8.946 (d)
35 (10) 32 (9) 46 (12) 1.30 [1.00–1.70] 1.43 [1.11–1.84] 0.91 [0.70–1.18]
Oxoproline 2.387 (m) 323 (67) 311 (53) 374 (117) 1.16 [0.88–1.48] 1.21 [0.93–1.51] 0.96 [0.82–1.14]
Phenylalanine 7.348 (m) 108 (16) 106 (12) 123 (18) 1.14 [1.01–1.30] 1.16 [1.06–1.28] 0.98 [0.87–1.10]
Phosphocholine 3.225 (s) 879 (88) 907 (98) 1 072 (171) 1.22 [1.07–1.38] 1.18 [1.03–1.34] 1.03 [0.94–1.13]
Phosphocreatine 3.046 (s) 506 (78) 596 (216) 504 (112) 1.00 [0.82–1.19] 0.85 [0.65–1.13] 1.18 [0.91–1.47]
Phosphoethanolamine 3.136 (m) 3 129 (371) 3 056 (192) 3 003 (230) 0.96 [0.88–1.05] 0.98 [0.92–1.05] 0.98 [0.90–1.06]
Succinate 2.407 (s) 201 (34) 195 (18) 228 (34) 1.13 [0.98–1.32] 1.17 [1.04–1.31] 0.97 [0.86–1.10]
Taurine 3.085 (s) 14 153 (1 206) 13 996 (666) 14 312 (1 401) 1.01 [0.93–1.10] 1.02 [0.95–1.10] 0.99 [0.93–1.05]
Tryptophane 7.183 (m) and
7.530 (m)
41 (15) 43 (6) 54 (19) 1.31 [0.92–1.84] 1.26 [0.94–1.59] 1.04 [0.83–1.36]
Tyrosine 6.771 and 7.107
(AA’XX’ system)
141 (38) 138 (15) 150 (31) 1.07 [0.86–1.34] 1.09 [0.93–1.27] 0.98 [0.82–1.19]
Valine 0.989 (d) 118 (27) 126 (18) 122 (21) 1.03 [0.86–1.25] 0.97 [0.83–1.12] 1.07 [0.91–1.27]
aOnly a part of the signal was considered for quantiﬁcation.
The eight discriminating metabolites are shown at the top of the table (bold), followed by the 31 other metabolites alphabetically listed. The mean
concentrations and standard deviations (SD) are expressed in nmol/g of wet brain tissue. Variations were calculated with the mean concentration
values (CI: 95% conﬁdence interval).
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PPi and PLP are well-established substrates of TNAP. As
PLP was not detected and PPi could not be observed with our
1H NMR methodology, and in an attempt to complement the
analysis of phosphorylated metabolites, we performed
31P NMR experiments on the same samples of brain extracts.
A proton decoupled 31P NMR spectrum of the aqueous
extract of a wild-type (Akp2+/+) mouse whole brain is
presented in Fig. 6. Signals were assigned by addition of
authentic compounds and/or with literature data on 31P NMR
analysis of tissue extracts (Iles et al. 1985; Gribbestad et al.
1994). The analysis allowed the detection of PE (3.98 ppm),
PC (3.46 ppm), Pi (2.74 ppm), glycerophosphocholine
(!0.07 ppm), phosphocreatine (!3.08 ppm) and of the
adenine nucleotides AMP (3.96 ppm, singlet), ADP
(!5.75 ppm, doublet (d), 2JPP = 21.4 Hz; !10.27 ppm, d,
2JPP = 21.4 Hz), and ATP (!5.30 ppm, d,
2JPP = 17.8 Hz).
The two other signals of ATP at #!10.5 ppm (d) and
!21.4 ppm (t) were difﬁcult to detect because of their low
intensity and partial overlap with unknown signals for the
doublet. Neither PPi nor PLP could be detected in the brain
extracts, although addition of standard PPi and PLP revealed
signals for both compounds at !5.35 ppm and 3.81 ppm,
respectively (not illustrated). Thus, if PPi and PLP were
present, their concentrations must have been under the
detection limits, which are 25 lmol/L for PLP and
12.5 lmol/L for PPi in our experimental conditions. There-
fore, it appears from all these experiments that 31P NMR did
not add much in comparison to 1H NMR.
Discussion
The aim of this study was to specify, without any a priori,
the products and substrates whose synthesis or use are
linked, directly or indirectly, to TNAP function in the
nervous tissue. As such our study was the ﬁrst to use
metabolomics for analyzing the brain metabolism in an
animal model of HPP. We found that the levels of eight
metabolites differed when comparing TNAP-knockout
mice to wild-type and heterozygous mice. Thus, non-
supervised PCA analysis indicated that the metabolome of
Akp2!/! mice was distinct from those of Akp2+/+ and
Akp2+/! mice, whereas supervised PLS-DA revealed that
GABA, adenosine, and cystathionine were the metabolites
that most strongly distinguished Akp2!/! mice from the
other genotypes (Fig. 3). Further analyses showed that ﬁve
other metabolites (methionine, 3-methylhistidine, histidine,
NAA and NAAG) were found in signiﬁcantly higher
concentrations in Akp2!/! mice brain (Tables 1 and 2,
Figs 4 and 5).
1H NMR power
Untargeted 1H NMR requires minimal sample preparation
prior to analysis, offers relatively short analytical run times
and produces highly reproducible results. It is particularly
well suited to the analysis of metabolites available in
limited amounts from samples of small sizes, as often
occurs with brain tissue. The number of metabolites
detected and quantiﬁed in our study ! 39 ! is in the
upper range of that described in previous studies using
1H NMR from brain extracts. Indeed, although Liu et al.
(2013) have been able to quantify 36 metabolites in the
brain of neonatal mice using a 900 MHz spectrometer,
recent studies on mice brain extracts typically described
< 30 metabolites (Salek et al. 2010; Botosoa et al. 2012;
Lalande et al. 2014). NMR analysis on human CSF is more
powerful and allows the detection of > 50 metabolites
(Wishart et al. 2008; Sinclair et al. 2010; Stoop et al. 2010;
Mandal et al. 2012; Smolinska et al. 2012). However, for
speciﬁc diseases, it remains necessary to work in explora-
tory studies with animal models in which the collection of
CSF is difﬁcult to achieve. Interestingly, among the eight
metabolites highlighted in this study, only 3 ! methionine
and histidine (Wishart et al. 2008), 3-methylhistidine (Stoop
et al. 2010) ! have been detected using untargeted
1H NMR in human CSF, whereas the detection of the
other ﬁve in the CSF required alternative targeted
methods ! cystathionine (Strauss et al. 2007), adenosine
(Traut 1994), GABA (Nisijima and Ishiguro 1995), NAA
and NAAG (Do et al. 1995).
Limitations of this study
As the 1H NMR analysis was conducted on the whole brain,
it is not possible to state as to whether the metabolites
measured were located in the intra- or extracellular com-
partment and to compare metabolites levels between whole
brain and CSF.
In addition, the whole brain homogenates mixed the
diverse cell types that express TNAP. However, TNAP
vascular activity appears around 10-12 PND in the mouse
Table 2 Statistical comparisons of themean concentrations of the eight
discriminating metabolites between Akp2+/+, Akp2!/!, and Akp2+/!






!/! vs. +/+ !/! vs. +/! +/! vs. +/+
Adenosine 2.4 9 10!3 4.0 9 10!4 3.0 9 10!4
Cystathionine 3.0 9 10!5 4.0 9 10!4 3.0 9 10!4 4.2 9 10!2
GABA 1.4 9 10!4 4.0 9 10!4 3.0 9 10!4
Methionine 2.1 9 10!3 6.8 9 10!3 1.2 9 10!3
3-methylhistidine 1.4 9 10!2 8.1 9 10!3 2.1 9 10!2
Histidine 2.9 9 10!2 4.9 9 10!2 8.4 9 10!3
NAA 4.6 9 10!2 2.2 9 10!2 8.4 9 10!3
NAAG 4.7 9 10!3 4.2 9 10!3 2.4 9 10!3
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Fig. 4 Cumulative distributions of the concentrations of the 39
metabolites identiﬁed for the three groups of mice: Akp2+/+ (blue),
Akp2+/! (green), and Akp2!/! (red). Metabolites have been ordered
alphabetically. Names in red correspond to metabolites whose
concentration differed signiﬁcantly between Akp2!/! and Akp2+/+ and
+/! mice. Note log scale for adenosine.
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brain (Vorbrodt et al. 1986; Langer et al. 2007; Fonta et al.
2015). Thus the metabolites affected by TNAP deﬁciency
most likely originated from neurons and glial cells in our
7-day-old mice.
Furthermore, our 1H NMRapproachwas limited to revealing
small hydrosoluble molecules, such that there remain putative
phosphoproteins and lipophilic molecules of interest that still
need to be assayed for consequences of TNAP dysfunction.
Fig. 5 Ratios of the mean concentrations for the 39 metabolites
identiﬁed in aqueous extracts of Akp2+/+ (+/+), Akp2+/! (+/-), and
Akp2!/! (!/!) mice brains. Symbols correspond to the actual ratio and
bars encompass the 95% conﬁdence interval of the ratio. Triangles
represent the Akp2+/!/Akp2+/+ ratios, squares the Akp2!/!/Akp2+/!
ratios and circles the Akp2!/!/Akp2+/+ ratios. Colored symbols indicate
signiﬁcant differences (p < 0.05) between Akp2!/! and Akp2+/+ (cyan),
Akp2+/! and Akp2+/+ (yellow), and Akp2!/! and Akp2+/! (magenta)
mice. Signiﬁcant differences are typically associated to 95% conﬁdence
intervals that do not straddle the unity ratio value.
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Finally, we could not conclude deﬁnitely on the effect of
deﬁcient TNAP activity for a number of metabolites. Some
metabolites displayed large inter-subject variability (espe-
cially nucleotides), which may have hindered detecting
subtle differences between phenotypes. Furthermore, by
applying a correction for multiple comparisons, our statis-
tical analyses were quite conservative. We noticed that the
cumulative distributions for some metabolites overlapped
only weakly when comparing Akp2!/! mice to Akp2+/+ and
Akp2+/! mice, although the differences did not show up as
signiﬁcant (phosphocholine and betaine for example). Some
of these differences might become signiﬁcant in future
studies on more numerous animals. Other metabolites that
have been shown to be directly or indirectly related to
TNAP, such as PLP, PPi, and aminergic neurotransmitters,
were not detected as a consequence of the relatively high
detection limit of the NMR technique. Some potentially
interesting metabolites such as serine, cysteine, homocys-
teine, alpha ketobutyrate, which could be related to
cystathionine metabolism as well as to PLP-dependent
enzymes, were not detected either because of their low
concentrations or because of possible overlap with other
metabolites.
Nevertheless, we have been able to conﬁrm reduced levels for
one metabolite (GABA) (Waymire et al. 1995; Fonta et al.
2012) and to reveal, for the ﬁrst time, alterations for seven other
metabolites in the brain of TNAP-knockout mice.
Wild-type versus heterozygous mice
Literature data reported that TNAP activity in the serum and
different organs (bone, liver, and kidney) of heterozygous
transgenic mice is about 50% of that observed in wild-type
mice (Waymire et al. 1995; Narisawa et al. 1997; Fedde
et al. 1999). Despite this difference, the brain metabolomes
of Akp2+/+ and Akp2+/! mice appeared essentially similar, at
least in 7-day-old Apk2 mice. HPLC analyses showed that
the whole-brain level of PLP is very similar for the wild-type
and heterozygous mice (Waymire et al. 1995), implying that
the functioning of PLP-dependent enzymes is similar in both
genotypes. This is paralleled by lack of gross behavioral or
phenotypic anomalies in heterozygous mice (Waymire et al.
1995; Narisawa et al. 1997).
Akp2-knockout versus wild-type mice
Comments on the known markers of TNAP dysfunction
PE accumulates in the urine and plasma of HPP patients and
of TNAP-knockout mice (McCance et al. 1955; Fraser 1957;
Fedde et al. 1999). One study also reported a drastic increase
in PE concentration in the CSF of young HPP patients
(Balasubramaniam et al. 2010). Yet we did not detect any
change in the whole brain of TNAP transgenic mice. The
most likely reason for this discrepancy is that extracellular
PE, which is amenable to dephosphorylation by TNAP,
















Fig. 6 31P NMR spectrum of an aqueous extract of a mouse brain with
an Akp2+/+ phenotype. PE: phosphoethanolamine; PC: phospho-
choline; AMP: adenosine monophosphate; Pi: inorganic phosphate;
GPC: glycerophosphocholine; PCr: phosphocreatine; ATP: adenosine
triphosphate; ADP: adenosine diphosphate (ADP).
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and Nystrom 1984; Hamberger et al. 1991), such that
changes in this fraction would have gone unnoticed in our
whole-brain-based measurements.
PPi is another classical marker of HPP. Yet, to our
knowledge, no study has thus far reported PPi concentration
in the normal brain and TNAP gene inactivation does not
seem to be able to raise this concentration above 12.5 lM in
the brain of TNAP-knockout mice.
PLP, whose concentration in whole brain extracts in
rodents is of the order of 5-15 nmol/g (Spector 1978;
Waymire et al. 1995; Masisi et al. 2012), was not detected
with the methods we used (detection limit 25 lmol/L), such
that we cannot absolutely ascertain its variation in the brain
of our mouse model. Nevertheless, it is well established that
extracellular PLP is primarily dephosphorylated by TNAP:
studies reported markedly elevated PLP concentration in the
serum of HPP patients (Whyte et al. 1985, 1988). Likewise,
PLP concentration appears to be elevated in the CSF of
children with HPP (Belachew et al. 2013; Hofmann et al.
2013). On the other hand, Waymire et al. (1995) reported a
two to three times decrease in PLP level in whole-brain
measurement in their TNAP-knockout mouse model. Since
the whole-brain concentration of vitamin B6 is more than 10
times larger than that of the CSF (Spector 1978), the
decreased PLP content reported by Waymire et al. (1995)
must chieﬂy reﬂect a reduction in intracellular PLP content.
We assume that TNAP gene ablation led to a reduction in
intracellular PLP content in the Akp2 model as well,
consequently affecting the functioning of PLP-dependent
enzymes. This is largely supported by the fact that most
metabolites alterations reported here are also observed in
vitamin B6 deﬁciency, as detailed below.
Metabolites related to PLP-dependent enzymes
GABA. In Waymire et al. (1995) mouse strain, TNAP
inactivation resulted in a 50% decrease in GABA contents
in 10–14 PND mice. We report here a similar decrease
(#!40%) in the Apk2 model, conﬁrming previous results
obtained by HPLC with the same mouse strain (Fonta et al.
2012). This decrease can be explained by the dependence for
GABA synthesis on PLP. GABA concentration is reduced in
the brain of rats deprived of vitamin B6 (Stephens et al.
1971; Kurtz et al. 1972; Guilarte 1989) and is low in the
brain of infants and children with vitamin B6-dependent
seizures (Lott et al. 1978; Kurlemann et al. 1987).
In the mammalian brain, GABA is produced from glutamic
acid by two forms of glutamate decarboxylase, GAD65 and
GAD67 (Martin and Rimvall 1993), that both require PLP as
cofactor. Yet GAD65 and GAD67 differ with respect to their
afﬁnities for PLP: PLP is more loosely bound to GAD65 in
comparison to GAD67 (Battaglioli et al. 2003). This would
predict that the decreased GABA level observed in vitamin
B6-deprived animals and in TNAP-knockout mice was
mostly because of a reduction in GAD65 activity. On the
other hand, in normal brain GAD65 is mostly present in its
apoenzyme form (Kaufman et al. 1991; Martin et al. 1991),
such that the bulk of GABA synthesis may be ascribed to
GAD67 (Mason et al. 2001; Patel et al. 2006). This is
strengthened by the observation that GABA concentration is
minimally altered in GAD65-knockout mice (Asada et al.
1996; Kash et al. 1997), whereas it is drastically reduced in
GAD67-knockout mice (Asada et al. 1997). This would
imply that the decreased GABA level observed in vitamin
B6-deprived animals and in TNAP-knockout mice was
mostly because of a reduction in GAD67 activity. It is to
be noticed, however, that GAD65 does contribute to GABA
synthesis in pathological conditions, in particular epileptic
seizures (Asada et al. 1996; Kash et al. 1997; Patel et al.
2006) that may also be observed in vitamin B6-deprived
animals and in TNAP-knockout mice.
Cystathionine. Cystathionine is the intermediate compound
in the two steps transsulfuration pathway that generates
cysteine from homocysteine and serine. Cystathionine
concentration was increased several fold in the brain of
TNAP-knockout mice. Studies showed that cystathionine is
the most sensitive marker of PLP deﬁciency in amino acid
and nucleotides metabolisms [discussed in (Nijhout et al.
2009)]. Vitamin B6 restriction in rats results in a several-
fold increase in cystathionine level in the brain (Hope
1964; Kurtz et al. 1972; Wasynczuk et al. 1983). In
humans with dietary vitamin B6 restriction, cystathionine
level increases in blood and urine (Park and Linkswiler
1970; Davis et al. 2006; Lamers et al. 2009; Gregory
et al. 2013). It has also been shown to accumulate in the
brain of a patient with vitamin B6-dependent seizures (Lott
et al. 1978).
Both cystathionine synthesis – by cystathionine b-synthase
(CBS) – and catabolism – by cystathionine c-lyase (CGL,
also known as CSE or as cystathionase) – require PLP (e.g.,
Kery et al. 1999; Oh and Churchich 1973; Taoka et al.
1999). Yet CBS activity is less impacted than CGL by PLP
deﬁciency (Finkelstein and Chalmers 1970; Sato et al. 1996;
Martinez et al. 2000; Davis et al. 2006; Lima et al. 2006).
Accumulation of cystathionine in our experimental model
therefore likely resulted from the stronger dependency of
CGL activity on PLP.
Expression of CGL and CBS are widely distributed in the
brain (Heinonen 1973; Diwakar and Ravindranath 2007;
Linden et al. 2008) and their developmental regulation
suggests that cystathionine level is linked to brain develop-
ment from the early embryonic to the postnatal stages
(Heinonen 1973; Robert et al. 2003; Enokido et al. 2005).
To our knowledge cystathionine has not been associated to
HPP or TNAP dysfunction. In other contexts, studies showed
that altered tissue level of cystathionine, brain included, is
reﬂected by increased urinary excretion of cystathionine
(Hope 1957, 1964; Harris et al. 1959; Kraus et al. 2009;
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Espinos et al. 2010). This opens the possibility of using
cystathionine as an additional marker for diagnostic purposes
in HPP.
Methionine. Methionine is metabolically linked to cys-
tathionine through the methionine cycle and the transsulfu-
ration pathway. In normal conditions, the two pathways
share a common substrate, which is homocysteine: homo-
cysteine can either be transformed in cystathionine through
the action of CBS (ﬁrst step of the transsulfuration pathway),
or can be used to synthetize methionine through methyla-
tion. Methionine is then converted back to homocysteine
through a two-step-process (methionine cycle). Accumula-
tion of methionine (+50%) in the TNAP-knockout mouse
brain may be the consequence of the increased amount of
cystathionine that may result in an accumulation of homo-
cysteine that would in turn be diverted to form additional
methionine. In support of this possibility, studies showed
that not only cystathionine, but also homocysteine and
methionine are present in higher concentrations in the blood
of CGL-knockout than in wild-type mice (Yang et al. 2008;
Ishii et al. 2010; Jiang et al. 2015). Methionine accumula-
tion would therefore be an indirect consequence of PLP
deﬁciency.
Histidine. Histidine accumulated in the brains of our TNAP
deﬁcient mice (+20%). Histidine is a precursor for histamine
through PLP-dependent histidine decarboxylase (Kahlson
and Rosengren 1968; Watanabe et al. 1991). Thus accumu-
lation of histidine may be readily explained by reduced
availability of intracellular PLP. We hypothesize that
increased levels of histidine in TNAP-knockout mice could
lead to lower level of histamine, a multipotent compound that
is devoted to homeostatic (biological rhythms, thermoregu-
lation, stress) and higher (mood, cognition, learning, and
memory) brain functions and that may also regulate brain
development (Kinnunen et al. 1998; Karlstedt et al. 2001,
2003). Alteration of histamine level in TNAP-knockout mice
could precipitate the effects produced by the dysregulation of
other metabolites. Further HPLC analyses would help to
establish a link between histidine accumulation and altered
histaminergic system in hypophosphatasia, which has not
been reported till now.
3-methylhistidine. Schwartz and colleagues (Schwartz et al.
1973) suggested that methylhistidine could be another
substrate of the histidine decarboxylase. Thus, as for
histidine, 3-methylhistidine accumulation in the brain of
TNAP-knockout mice might result from reduction in intra-
cellular PLP. Although it is mostly known as a constituent of
the myoﬁbrillar proteins actin and myosin (Young et al.
1972; Elzinga et al. 1973; Long et al. 1975, 1988), 3-
methylhistidine has also been detected in the CSF (Ferraro
and Hare 1985; Gerrits et al. 1998; Stoop et al. 2010). The
functions of 3-methylhistidine in the brain and the conse-
quences of its accumulation are not, to our knowledge,
established.
Adenosine
We found that the adenosine level was dramatically reduced
(#!80%) in the brain of TNAP-knockout mice. There are
several possible explanations for this reduction. One ﬁrst
possibility is related to the ectonucleotidase activity of
TNAP, and in particular its ability to dephosphorylate AMP
to adenosine, that has been documented for various tissues
(e.g., Ciancaglini et al. 2010; Picher et al. 2003; Say et al.
1991; van Belle 1976). This activity has also been reported in
brain homogenates (Dorai and Bachhawat 1977), in brain
cell cultures (Ohkubo et al. 2000; Diez-Zaera et al. 2011)
and in the spinal cord in vitro (Street et al. 2013). If the
decreased adenosine concentration we observed resulted
from a compromised ectonucleotidase activity, it should have
been associated with an increase in adenine nucleotide levels,
which we did not detect (Fig. 5). It is to be noticed, however,
that adenosine level represents a minute fraction of the sum
of adenosine and adenine nucleotide levels: 2.3% in Akp2+/+
and 0.3% in Akp2!/! mice. This implies that the total
adenine nucleotide level should increase by #2% in Akp2-
knockout mice. Yet such a small increase would go
unnoticed given the large intersubject variability (for purpose
of comparison the 95% conﬁdence intervals for ATP, ADP,
and AMP in Akp2 mice represented between 7% and 36% of
the means).
TNAP is not the sole nucleotidase that can generate
adenosine. Extracellular adenosine results from the succes-
sive dephosphorylation of ATP released in the extracellular
space in ADP and AMP by several ectonucleotidases (e.g.,
Zimmermann et al. 2012) among which TNAP is the only
one capable to ensure all the dephosphorylation steps of the
adenosine nucleotides. Apart from TNAP, ecto-50-nucleoti-
dase ensures extracellular AMP to adenosine conversion in
the brain. In the cytoplasm adenosine is also produced from
AMP by cytosolic-50-nucleotidase I (Sala-Newby et al.
1999; Le et al. 2014).
The effect of TNAP dysfunction on adenosine level in our
7-day-old mice is much larger than what could be anticipated
from studies performed in older rodents (e.g., Kulesskaya
et al. 2013; Lovatt et al. 2012; Street et al. 2013; Wall and
Dale 2013; Zhang et al. 2012). In those studies, the
contribution of TNAP to extracellular adenosine synthesis
appears to be minor in comparison to that of ecto-50-
nucleotidase. A possible explanation for this discrepancy
resides in opposite developmental changes for TNAP and 50-
nucleotidase activities: TNAP is most strongly expressed in
embryos and in early postnatal ages, and its expression
thereafter declines during postnatal development (Goldstein
and Harris 1981; Narisawa et al. 1994; Langer et al. 2007);
on the contrary both cytosolic- and ecto-50-nucleotidase
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expression/activity progressively increase during postnatal
development (Mackiewicz et al. 2006; Grkovic et al. 2014).
Another possibility for explaining reduced adenosine level
in TNAP-knockout mice, quite relevant in the context of this
study, pertains to the methionine cycle and the transsulfu-
ration pathway. In the methionine cycle, homocysteine is
methylated to yield methionine. The methionine cycle
continues with the production of S-adenosylmethionine,
which in turn can be demethylated to produce S-adenosyl-
homocysteine (SAH). SAH hydrolase completes the loop by
regenerating homocysteine and by generating adenosine.
Therefore, under normal conditions the methionine cycle is
another source of adenosine. Interestingly, in liver and
thymus of vitamin B6-deprived animals, accumulation of
cystathionine is reverberated by an increase in homocysteine,
which results in an increase in SAH (Nguyen et al. 2001; Isa
et al. 2006). This was explained by a reversal of SAH
hydrolase activity (Isa et al. 2006); in vitamin B6 deﬁciency
therefore, SAH hydrolase should not produce, but should
instead consume adenosine. Likewise, the reduction in
intracellular PLP in TNAP-knockout mice could lead to a
decrease in intracellular adenosine. Unfortunately the only
study we are aware of (Nguyen et al. 2001), that examined
the consequence of vitamin B6 deﬁciency on SAH concen-
tration in the brain, found no difference in comparison to
normally fed controls, although it reported strong increase in
SAH level in liver and thymus. However, this result was
obtained in 9-week-old rats and may not be transposed to our
7-day-old mice.
N-Acetylaspartate/N-acetyl-aspartyl-glutamate
NAA and NAAG, whose biosynthesis is covered by enzymes
that are not PLP-dependent, tended to accumulate (around
+15!20%) in mice whose TNAP gene had been inactivated.
NAAG is synthesized from NAA at constant rate and both
metabolites are catabolized at the same rate, such that their
concentrations are maintained at a constant ratio (Baslow
et al. 2007). This may explain the higher level of NAAG that
would simply follow NAA accumulation. NAA is produced
in neurons and is taken up by oligodendrocytes, where it is
split into aspartate and acetyl-CoA by aspartoacylase.
Acetyl-CoA is involved in the metabolism of fatty acids
and is incorporated in lipids required for myelin lipid
synthesis (Chakraborty et al. 2001; Namboodiri et al. 2006).
In TNAP-knockout mice, compromised myelination (Hanics
et al. 2012) could result in less fatty acids demand for myelin
formation. Therefore, NAA would not be converted and
would accumulate instead.
This hypothesis is supported by results obtained in
aspartoacylase-knockout mice (Matalon et al. 2000; Nor-
dengen et al. 2015) and in Cavanan disease, which is caused
by a deﬁciency of aspartoacylase activity (Hagenfeldt et al.
1987; Wolf et al. 2004; Hoshino and Kubota 2014): in both
cases, hypomyelination and white matter degeneration are
associated with high levels of NAA in the urine, CSF, and
brain tissue.
Phenotypic features of HPP in relation to brain metabolome
changes
The severe forms of HPP often present with seizures, apnea,
deafness, and encephalopathy (Hofmann et al. 2013; Take-
tani 2015). These disorders were initially considered to be
consequences of deﬁcient TNAP activity in other tissues,
especially bone tissue in which TNAP plays an essential role
in mineralization. For example, epilepsy and apnea were
explained by cranial deformities and reduced thoracic
volume by insufﬁcient mineralization of the ribs. However,
other clinical (Bethenod et al. 1967; Baumgartner-Sigl et al.
2007; Belachew et al. 2013; de Roo et al. 2014; Taketani
et al. 2014) data evidenced that neurological consequences
of TNAP gene deﬁcits can be dissociated from bone defects.
Moreover, experimental data (Foster et al. 2017) do not
report any neurological disorders in mice in which TNAP
deletion speciﬁcally targets bone and tooth cells, supporting
the hypothesis that the neurological disorders observed in the
severe form of hypophosphatasia are directly caused by
TNAP dysfunction in the brain rather than indirectly in other
tissues.
One of the main feature of perinatal and, to a lesser degree,
infantile HPP, is the occurrence of epileptic seizures (e.g.,
(B!ethenod et al. 1967; Fraser 1957; Rathbun 1948; Whyte
et al. 1988), which are also observed in TNAP-knockout
mice (Waymire et al. 1995; Narisawa et al. 1997, 2001).
Seizures are classically attributed to defective GABAergic
inhibition (reviewed in Cossart et al. 2005; Macdonald et al.
2010). Given that GABA is synthesized by PLP-dependent
enzymes (see above) and since PLP metabolism appears
defective in HPP, it quite logically follows that epileptic
seizures in HPP patients and TNAP-knockout mice should
result from defective GABAergic inhibition. Accordingly
seizures observed in HPP patients may be controlled with
vitamin B6 (Sia et al. 1975; Litmanovitz et al. 2002; Nunes
et al. 2002; Yamamoto et al. 2004; Baumgartner-Sigl et al.
2007; Balasubramaniam et al. 2010; Nakamura-Utsunomiya
et al. 2010; Demirbilek et al. 2012; Belachew et al. 2013; de
Roo et al. 2014). Yet this treatment is not always successful
(B!ethenod et al. 1967; Posen et al. 1997; Hofmann et al.
2013) or the improvement may be only transitory (Whyte
et al. 1988; Nakamura-Utsunomiya et al. 2010; de Roo
et al. 2014). Despite vitamin B6 treatment, seizures also
recur in Akp2-knockout mice (Narisawa et al. 2001). This
suggests that in addition to GABA, TNAP dysfunction has
consequences on other metabolites that may play a role in
controlling epileptic seizures. One of these metabolites is
adenosine.
Extracellular adenosine inﬂuences neuronal activity
through two types of receptors, which reduce excitatory
synaptic transmission (A1 receptors) or modulate inhibitory
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synaptic transmission (A2 receptors) (for review: Cunha
2001; Rodrigues et al. 2015). Blocking adenosine receptors
results in a worsening and a prolongation of seizures induced
by other means, whereas adenosine and adenosine receptor
agonists display anti-convulsive properties (Maitre et al.
1974; Dragunow et al. 1985; Pagonopoulou et al. 2006;
Boison 2012). The dramatic reduction in adenosine level in
TNAP-knockout mice implies that one natural means of
controlling seizures is also deﬁcient.
Among other alterations, myelination appears defective in
TNAP-knockout mice (Narisawa et al. 1997; Hanics et al.
2012), whereas white matter appears abnormal in HPP
patients (Nunes et al. 2002; Hofmann et al. 2013; de Roo
et al. 2014). TNAP may intervene in myelination through
both nucleotide and PLP metabolisms. First, the earliest stage
of myelination is promoted by extracellular adenosine
(Stevens et al. 2002). Later stages depend on the extracel-
lular concentration of ATP (Ishibashi et al. 2006). Thus
TNAP gene inactivation and subsequent decrease in
adenosine level may compromise myelination. We recently
speculated that levamisole-induced multifocal leukoen-
cephalopathy is based on the same mechanisms (Nowak
et al. 2015). Secondly, myelination is altered in vitamin B6
deﬁciency (Lott et al. 1978; Morre et al. 1978; Jardim et al.
1994). This is paralleled by decreases in the amount of
sphingolipids in the brain of rats deprived of vitamin B6
(Kurtz et al. 1972; Stephens and Dakshinamurti 1975).
Sphingomyelin synthesis involves two PLP-dependent
enzymes (Bourquin et al. 2011). Although lipophilic
metabolites were not examined in our study, accumulation
of NAA and NAAG suggests that the metabolism of fatty
acids was indeed altered in our TNAP-knockout mice.
Our study revealed dysregulation of the methionine cycle
and transsulfuration pathway in the brain of TNAP-knockout
mice, evidenced by a signiﬁcant increase in methionine level
and by a several fold increase in cystathionine concentration.
The roles of cystathionine in neuronal development have not
been examined and studies exploring its neural functions
were not conclusive (Werman et al. 1966; Key and White
1970; Regnier et al. 2012). It is worth mentioning that
patients with CGL mutations may express neurologic
symptoms such as seizures and mental retardation (Frimpter
1965; Kraus et al. 2009; Espinos et al. 2010). This suggests
that alteration of cystathionine level or, more generally, of
the transsulfuration pathway from methionine to cysteine,
glutathione and hydrogen sulﬁde, may also contribute to the
neurologic defects observed in HPP. This possibility war-
rants further study.
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1. Résumé 
Ce travail s’appuie sur une étude antérieure (Cruz et al., 2017) destinée à identifier sans a priori 
les métabolites affectés par un défaut d’expression de la TNAP. Cela a été mené à l’aide d’une 
approche métabolomique et à partir d’extraits de cerveaux de souris jeunes (7 jours) pour 
lesquelles le gène de la TNAP a été invalidé. Dans l’étude présente, nous focalisons notre analyse 
sur la contribution de la TNAP dans la production d’adénosine, dont les niveaux ont été révélés 
altérés dans l’étude métabolomique. Nous avons donc examiné la transmission synaptique et 
l’inhibition présynaptique dans la couche Ia du cortex piriforme de la souris adulte qui est une 
couche riche en TNAP. A l’aide d’enregistrements électrophysiologiques extracellulaires, nous 
avons cherché à évaluer la contribution de la TNAP dans la signalisation purinergique. Au moyen 
d’une approche pharmacologique, nous avons perturbé cette signalisation en la potentialisant par 
l’ajout de nucléotides et nucléosides (ATP, AMP et adénosine) ; en inhibant les enzymes 
responsables de la production d’adénosine (TNAP et NT5E) à l’aide d’inhibiteurs spécifiques ; 
ainsi qu’en bloquant les récepteurs A1, A2Aet le transport de l’adénosine grâce à l’utilisation 
d’antagonistes sélectifs. Nous avons vérifié que l’adénosine exerçait une inhibition présynaptique 
par l’intermédiaire des récepteurs A1. Le blocage des enzymes responsables de l’hydrolyse de 
l’AMP en adénosine ne permet pas de supprimer l’inhibition présynaptique. Bien que ce travail ne 
nous permette pas de conclure formellement sur la contribution de la TNAP dans la production 
d’adénosine dans le cortex piriforme de la souris adulte, nos résultats suggèrent que l’AMP 
pourrait agir comme agoniste des récepteurs A1. Cela laisse donc supposer que la TNAP pourrait 
avoir d’autres rôles que la production d’adénosine dans le système nerveux. 
 
 2. Article 
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ABSTRACT 
Extracellular adenosine plays a prominent role in presynaptic inhibition through A1 receptors. 
Adenosine is partly produced by the degradation of released ATP by ectonucleotidases. Among these, 
tissue non-specific alkaline phosphatase (TNAP) and ecto-5’-nucleotidase (NT5E) are able to perform 
the last step – AMP to adenosine – of ATP degradation. Adenosine can also originated from the 
intracellular medium by methionine cycle and can be released through equilibrative transporters 
(ENT). Both TNAP and NT5E activities are located on the neuronal membrane (including synaptic 
cleft and nodes of Ranvier). Recently, we demonstrated that TNAP is involved in adenosine synthesis 
by using metabolomics approach. Here, we wanted to confirm this result by using an 
electrophysiological approach. We examined synaptic transmission and presynaptic inhibition in slices 
of mouse piriform cortex maintained in vitro. We recorded local field potentials (LFPs), evoked by 
stimulation of the lateral olfactory tract (LOT) in layer Ia. We first verified that AMP and adenosine 
inhibited postsynaptic responses and we confirmed that this effect was mediated through adenosine 
A1 receptors. We next tested whether the conversion AMP to adenosine depended on TNAP by using 
MLS-0038949, a selective TNAP inhibitor. We expected that AMP inhibitory effect would be 
suppressed in the presence of MLS-0038949. However, our results did not confirm this expectation. 
Yet our control histochemical experiments confirmed that MLS-0038949 was effective as a TNAP 
inhibitor. As NT5E could also be involved in the conversion of AMP to adenosine, we tested AOPCP, 
a NT5E inhibitor, either alone or in combination with MLS-0038949. Again, we did not see abolition 
of the presynaptic inhibitory effect of AMP. This led us to hypothesize that AMP could act as an 
agonist of A1 receptors. To test this possibility, we blocked A1 receptors with CPT while AMP 
degradation was blocked with TNAP and NT5E inhibitors. In these conditions, inhibition induced by 
exogenous AMP was largely counteracted. In addition, without exogenous AMP addition, we observed 
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that the putative endogenous AMP inhibitory effect was fully suppressed. These results suggest that 
AMP can act as an agonist of A1 receptors. Thus blockade of AMP conversion into adenosine cannot 
be considered a reliable, pharmacological strategy to prevent A1R activation. 
 




It is now well established that extracellular adenine nucleotides (ATP, ADP and AMP) and adenosine 
exert potent actions on physiological mechanisms throughout the body. A first description was made 
by Drury and Szent-Györgyi (1929), which showed that intravenous injection of AMP and adenosine 
decreases heart rate and causes arterial dilatation. Later, Gillespie (1934) showed that removal of 
phosphate groups from adenine nucleotides increases the ability of adenine compounds to induce 
vasodilatation and hypotension. He also showed that ATP causes an increase in blood pressure 
whereas this effect was never observed with AMP or adenosine.  
Many studies have since demonstrated physiological effects of purines nucleotides in a variety of tissues 
and organs such as: smooth muscle contraction, blood flow modulation, inflammation and platelet 
aggregation (Burnstock and Kennedy, 1986). The different and often opposite actions of adenosine 
and ATP suggested the existence of several purine receptors. Two broad categories of purine receptors 
were proposed by Burnstock (1978): P1 receptors that are activated by adenosine, and P2 receptors 
that are activated by ATP, ADP and pyrimidine nucleotides (UTP, UDP, UDP-glucose). Two classes 
of P2 receptors have been distinguished depending on whether they are ligand-gated ion channels 
(P2X receptors) or coupled to G-protein (P2Y receptors) (Abbrachio and Burnstock, 1994), which 
have themselves been subdivided in 7 (P2X) or 14 (P2Y) receptor subtypes. P1 receptors have later 
been divided into 4 subtypes: A1, A2a, A2b and A3. 
It has also been reported that adenine nucleotides and adenosine play a role in the regulation of central 
nervous function.  Maitre and al. (1974) demonstrated that adenosine has sedative and antiepileptic 
actions. Phillis and al. (1975) found that adenosine decreases spontaneous firing rate in rat cortical 
neurons and a similar effect has been observed in other brain regions such as hippocampus, thalamus, 
superior colliculus, olfactory bulb and cerebellar cortex (Kostopoulos and Phillis, 1977).  This 
depressant effect can be antagonized by the méthylxanthines, theophylline and caffeine (Sattin and 
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Rall 1970). Kuroda et al. (1976) and Scholfield (1978) showed that adenosine exerts a strong depressant 
effect on synaptic transmission in the olfactory cortex in guinea-pig and that this effect is antagonized 
by application of theophylline. In most brain regions, adenosine was found to exert this presynaptic 
inhibition through A1 receptor activation.  A1 receptor activation induces a reduction of presynaptic 
calcium current, leading to a decrease in neurotransmitter release (Dolphin and Archer, 1983). 
Several mechanisms can account for the presence of adenosine in the extracellular milieu. In the 
intracellular compartment, adenosine originates from the degradation of S-adenosylhomocysteine 
(methionine cycle) (Broch and Ueland, 1980) or from the intracellular degradation of ATP. Depending 
on concentration gradient, adenosine can be released in the extracellular milieu through bidirectional 
equilibrative nucleosides transporters (ENTs) (Cass et al., 2002).  
Adenosine can be also produced by the degradation of released ATP by neurons and/or astrocytes. 
Extracellular ATP is then degraded through the ectonucleotidase pathway. Four major groups of 
ectonucleotidases are involved in ATP breakdown and in a general manner in adenine nucleotides 
breakdown. Cell surface located ectonucleoside triphosphate diphosphohydrolases (E-NTPDases 1, 
2, 3 and 8) are involved in the first step of inactivating ATP as they hydrolyze ATP and ADP into 
AMP (Robson et al., 2006). In addition, extracellular ATP can be dephosphorylated by ectonucleotide 
pyrophosphatases/phosphodiesterases (E-NPP1, 2 and 3) (Stefan et al., 2005) resulting in the release 
of AMP and inorganic pyrophosphate (PPi).  Alkaline phosphatases (APs) are also capable to degrade 
ATP in ADP and AMP.  In addition, APs can hydrolyze AMP in adenosine. Finally, adenosine can 
also be produced from AMP by a last type of ectonucleotidase, ecto-5’-nucleotidase (NT5E) (Cusack, 
1983; Ciancaglini et al., 2010).  
Several types of AP have been identified, yet only one, Tissue NonSpecific Alkaline Phosphatase 
(TNAP), has been located in the brain. TNAP is an extracellular enzyme, which is anchored to the 
membrane by glycophosphatidylinositol. TNAP can hydrolyze ATP, ADP and AMP to generate 
adenosine (Zimmermann, 2006). TNAP is also able to hydrolyze other molecules including pyridoxal-
5’-phosphate (the active form of vitamin B6), phosphoethanolamine and pyrophosphate. In the adult, 
TNAP is widely expressed in the central nervous system and its activity is located on the neuronal 
membrane (in particular synaptic cleft and nodes of Ranvier) (Fonta et al., 2004; Langer et al., 2008; 
Brun-Heath et al. 2011). TNAP activity has also been associated with cerebral developing regions 
(Narisawa et al. 1994;  Fonta et al. 2005; Langer et al., 2007; Brun-Heath et al. 2011), and is involved 
in neuronal differentiation, myelination and synaptogenesis (Kermer et al. 2010; Hanics et al., 2012).  
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TNAP deficiency in humans leads to a rare disease called hypophosphatasia, which is characterized by 
bone mineralization impairments and epileptic seizures in its perinatal and infantile forms (reviewed 
in Millan and Whyte, 2016). Mice in which TNAP gene has been invalidated also develop seizures that 
are lethal within 2 weeks after birth (Waymire et al, 1995; Narisawa et al. 1997). 
Although biochemical studies showed that TNAP purified from brain tissue is able to hydrolyze 
nucleotides (Dorai and Bachhawat 1977), extracellular adenosine synthesis in the brain is usually 
attributed to NT5E (Lovatt et al. 2012;  Zhang et al. 2012; Kulesskaya et al., 2013; other references 
possible). Yet, we recently demonstrated that TNAP is strongly involved in adenosine synthesis by 
using a metabolomic approach in 7 day old mice (Cruz et al., 2017): indeed we found that adenosine 
level in TNAP knockout mice was reduced to less than 20% of that found in wildtype mice. 
In the present study, we explored the contribution of TNAP to adenosine synthesis using alternative 
approaches: First, we used an electrophysiological approach on brain slices maintained in vitro: as 
adenosine plays a major role in presynaptic inhibition, the influence of TNAP in adenosine synthesis 
should be reflected by alteration of presynaptic inhibition.  Second, we targeted one specific brain 
region, the piriform cortex that has, among other advantages, a high TNAP activity level (Brun-Heath 
et al. 2011).  Third, we used adult brains and pharmacological means to inactivate ectonucleotidase 
We first verified that ATP, AMP and adenosine inhibited postsynaptic responses and we confirmed 
that this effect was mediated through adenosine A1 receptors. We assumed that the inhibitory effect 
of ATP and AMP resulted from their degradation in adenosine by ectonucleotidases. Then, to 
determine the involvement of TNAP in adenosine synthesis, we used a TNAP inhibitor that should 
have reduced adenosine production, hence increased postsynaptic response amplitude. Contrary to 
our expectation, response amplitude actually decreased or remained unchanged. The same result was 
obtained after   inhibition of NT5E or of both ectonucleotidases (TNAP and NT5E) together. Yet in 
these conditions, the inhibition induced by AMP was nevertheless alleviated by A1 receptor blockade.  
In line with a previous study performed in transfected cultured cells (Rittiner et al., 2012), our results 
can be interpreted as indicating that AMP is an A1 receptor agonist. 
 
MATERIALS AND METHODS 
Ethics statement 
All procedures were conducted in accordance with the guidelines from the French Ministry of 
Agriculture (décret 87/848) and from the European Community (directive 86/609) and was approved 
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by the local ethical committee (comité d’éthique Midi-Pyrénées pour l’expérimentation animale, N° 
MP/06/79/11/12).   
Slices preparation 
Two- to 4-month-old C57BL/6 wildtype female mice were used for these experiments. The method 
used for brain slice preparation has been previously described (Gleizes et al., 2017). In brief, mice were 
deeply anesthetized with isoflurane and then rapidly decapitated.  The brain was removed and prepared 
for slicing in ice-cold, oxygenated (95% O2 / 5% CO2) modified, Ca++ free ACSF (mACSF) of the 
following composition (mM): NaCl 124, NaHCO3 26, KCl 3.2, 1 MgSO4, NaH2PO4  0.5, MgCl2  9,  
Glucose 10.  Four hundred-micrometer-thick slices were then cut on a vibratome in the presence of 
cold, oxygenated mACSF.  Slices were allowed to recover for at least 1 hour at room temperature in a 
holding chamber filled with oxygenated in vivo-like aCSF whose composition was based on ionic 
concentration measurements in vivo (refs in Gleizes et al., 2017). NaCl 124, NaHCO3 26, KCl 3.2, 
MgSO4 1, NaH2PO4  0.5, CaCl2 1.1, and glucose 10. This ACSF was continuously bubbled with a 95% 
O2 / 5% CO2 mixture (pH 7.4).  
Stimulation and recording 
For recording, an individual slice was transferred in a submersion type chamber that was continuously 
gravity-fed with oxygenated in vivo-like aCSF at a flow rate of 3-3.5 ml/min.  All recordings were 
performed at 34-35°C. Extracellular electrical stimulation (0.5 Hz) was applied though tungsten-in-
epoxylite microelectrodes (FHC, 0.2-0.3 MΩ) implanted in the lateral olfactory tract (LOT) and 
consisted in monopolar cathodal square current pulses (6-35 µA, 200 µs duration) delivered by an 
isolated stimulator (A365 stimulus Isolator, WPI).  Local field potentials were recorded in layer Ia of 
the piriform cortex through tungsten-in-epoxylite microelectrodes. The signal was amplified (×1000) 
and filtered (0.1 Hz-10 kHz) with a NeuroLog system (Digitimer, UK). Fifty Hz noise was eliminated 
with a Humbug system (Quest Scientific, Canada).  All signals were digitized with a digitization rate of 
20-50 kHz (1401plus or power1401, CED, UK).  Real-time display of the signals was achieved with 
an oscilloscope and with Spike2 software (CED, UK).   
In most experiments, short term plasticity (STP) was tested using stimulation trains consisting of five 
consecutive stimuli delivered at 6 different frequencies: 3.125, 6.25, 12.5, 25, 50 and 100 Hz as 
previously described (Gleizes et al., 2017).  
The LFP recorded in layer Ia after stimulation of the LOT was composed of a fiber volley, which 
corresponds to the summation of synchronous action potentials traveling in axons, followed by a slow 
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negative wave (N-wave) (Yamamoto and McIlwain, 1966) reflecting the summation of monosynaptic 
excitatory postsynaptic potentials generated in the vicinity of the recording electrode. Response 
amplitude was measured as the maximal amplitude of the N-wave relative to prestimulus baseline. The 
amplitude of the fiber volley was measured similarly. The time course of the effect of reagents applied 
in the bath on field potential amplitude was monitored during the stimulation period. 
Data analysis 
Signal processing was performed using the Spike2 software with scripts written by the users. The 
control condition consisted of 15-20 minutes baseline recording and the recovery condition consisted 
of 15-20 minutes washing. In between, one or two different concentrations of adenine nucleotides, or 
different combination of antagonists/inhibitors, were bath applied for 15-20 minutes. For the analysis 
of the effect of various reagents applied in the bath on synaptic transmission at 0.5 Hz, signals were 
averaged over the last minute (thirty responses) of the 15-20 min-long series of stimuli. Amplitudes 
obtained in a given condition were normalized by that obtained in control condition. Paired-pulse 
ratios at 25 Hz was also examined to determine if changes induced by various manipulation were 
presynaptic or postsynaptic.                                
Enzyme histochemistry 
Frontal and parasagittal sections (90 µm thick) were cut on a vibratome from fresh tissue.  
Alkaline phosphatase activity was detected as previously described (Fonta and Imbert 2002). In brief, 
frontal sections were fixed for 40 minutes in cold PFA 4%. Then fixed sections were incubated in a 
0.1 M Tris solution containing 4-nitro blue tetrazolium chloride (NBT, 0.53 mM,) and 5-bromo-4-
chloro-3-indolyl-phosphate-4-toluidine salt (BCIP, 0.38 mM; TNAP substrate). Detection of alkaline 
phosphatase activity was performed at pH 7.5 and pH 9.5 Incubation time was about 30 minutes at 
pH 7.5 and 10 minutes at pH 9.5. Reaction was stopped in 10 mM Tris pH 7.5 solution containing 1 
mM EDTA and 10 mM levamisole. Enzymatic reaction product is visualized as a blue/violet deposit.  
Sections were then rinsed in Tris, mounted, dehydrated in graded alcohol and embedded in DPX. 
For localization of ecto-5’-nucleotidase activity, a modification of lead phosphate method was used 
(Schoen et Kreutzberg, 1997) and is briefly summarized here. Parasagittal sections were fixed in cold 
4% PFA-cacodylate buffer for 40 minutes. Then, sections were incubated for 90 minutes at room 
temperature in Tris maleate buffer solution containing 2% Pb(NO3)2 and NT5E substrate: AMP (1 
mM). After incubation, sections were rinsed in Tris maleate sucrose buffer. Sections were processed 
for 5 minutes at room temperature in 1% aqueous (NH4)2S. Enzymatic reaction product is visualized 
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as a brown deposit. Sections were rinsed in Tris maleate sucrose buffer, then mounted on slides, 
dehydrated and embedded in DPX. 
Reagents 
ATP, 5’-AMP, adenosine, NT5E inhibitor (Adenosine 5’-(alpha, bêta-methylene) diphosphate, 10 µM), 
8-cyclopentyltheophylline (A1 receptors selective antagonist, 0.2 µM), S-(4-Nitrobenzyl)-6-thioinosine 
(ENT inhibitor, 10 µM), NBT, BCIP, Cibacron Blue 3GA (non-selective P2Y antagonist, 30 µM) and 
suramine (non-selective P2 receptors, 50 and 100 µM) were purchased from Sigma-Aldrich France. 
TNAP inhibitor, MLS-0038949 was purchased from Merck. ATP, adenosine, AMP and Cibacron Blue 
were prepared and diluted to different concentrations in in vivo-like ACSF. CPT was prepared and 
diluted to 0.2 µM in our in vivo-like ACSF. MLS-003849 and AOPCP were dissolved in DMSO then 
diluted in in vivo-like ASCF to obtain a final DMSO concentrations of 1/1000.                                                                                                                                          
Statistical analysis 
ANOVA and Tukey’s HSD post hoc tests were used to examine effect of various conditions with 
multiple comparisons. Population data are shown as means ± SEM. 
 
RESULTS 
Adenine nucleotides act as presynaptic inhibitors by activating adenosine A1 receptors in 
mouse piriform cortex. 
We first examined the effect of extracellular ATP, AMP and adenosine on the amplitude of the synaptic 
responses at the LOT-layer Ia synapse in piriform cortex. LFPs were thus evoked by stimuli delivered 
in the LOT at 0.5 Hz. Effect of 100 µM ATP (n=13) and of varying extracellular adenosine and AMP 
concentrations has been examined in 51 experiments. Six extracellular adenosine concentrations were 
tested: 1 µM (n=2); 10 µM (n=7); 30 µM (n=10); 100 µM (n=14); 300 µM (n=8); 1000 µM (n=7). Four 
extracellular AMP concentrations were tested: 1 µM (n=3); 10 µM (n=4); 100 µM (n=18); 1000 µM 
(n=4). One to four different concentrations were tested in the same experiment. 
Fig 1 shows examples of LFPs recorded in layer Ia with various adenosine and AMP concentrations. 
Extracellular electrical stimulation was applied in the LOT at 0.5 Hz. Fig 1A illustrates the effects of 3 
different extracellular adenosine concentrations. In the presence of 100 µM adenosine, the amplitude 
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of the N-wave was 46% smaller than in the control condition, while it was largely suppressed with 300 
µM adenosine and 1 mM adenosine. Control and recovery displayed the same amplitudes. 
Fig 1B shows the effects of 1 AMP concentration. When 100 µM AMP was bath applied, the amplitude 
of the N-wave was approximatively decreased by 48 %. Control and recovery displayed similar 
amplitudes. The amplitude of the fiber volley did not change, indicating that changes in N-wave 
amplitude were of synaptic origin and did not result from changes in axonal excitability. The paired-
pulse ratio increased in the presence of AMP or adenosine (not illustrated), indicating that their 
inhibitory actions were presynaptic. 
 
Figure 1: Effect of extracellular adenosine and AMP concentrations on the amplitude of the response evoked 
at 0.5 Hz at the LOT-layer Ia synapse of the piriform cortex. Each trace is the average of 30 responses (1 min 
recording) recorded at the end of each condition. A: LFP recorded with 3 different extracellular adenosine 
concentrations (100, 300 and 1000 µM). B: LFP recorded with 1 extracellular AMP concentrations (100 µM). 
 
Population data are presented in Fig 2. Before averaging, data were normalized: the normalized 
response amplitudes correspond to the peak amplitudes of the N-wave in a given adenine nucleotides 
concentration expressed as a percentage of the response amplitude in the control condition, which 
represents 100 % of response amplitude. Fiber volley amplitude was not significantly affected by 
various adenine nucleotides application (ANOVA, p=0.93, data not shown). In contrast, we observed 
a dose-dependent decrease of response amplitudes with increasing concentrations from 30 µM adenine 
nucleotides (ANOVA, P<0.001).  No significant change in response amplitude was observed when 1 
µM AMP or adenosine was applied in the medium (Tukey’s HSD, p =0.9756). Response amplitudes 
were decreased by 23 % and 8% relative to the control with 10 µM AMP or 10 µM adenosine, 
respectively. 30 µM of adenosine significantly decreased response amplitudes by 24% compared to the 
control condition (Tukey’s HSD, p = 0.001). 100 µM of ATP, AMP and adenosine produced the same 
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decrease of response amplitude (Tukey’s HSD, p = 0.991 for AMP 100 µM vs Adenosine 100 µM, p 
= 0.882 for AMP 100 µM vs ATP 100 µM and p = 0.161 for adenosine 100 µM vs ATP 100 µM). 100 
µM of ATP decreased response amplitudes by 44%, AMP decreased response amplitudes by 53% and 
adenosine decreased response amplitudes by 60% relative to the control condition (p < 0.001). 
Adenosine at high concentrations (300 µM and 1 mM) exerted the same effect (Tukey’s HSD, p = 
0.999); these concentrations led to a decrease in response amplitudes by 90% relative to the control 
condition (Tukey’s HSD, p < 0.001). These results suggest that the effect of extracellular adenosine 
on response amplitude saturates when its concentration is larger than 300 µM. No significant difference 
was observed between 1mM AMP and 100 µM adenosine (p=0.59). Control (100%) and recovery 
displayed similar amplitudes (Tukey’s HSD, p=0.08) 
 
Figure 2: Effect of varying extracellular adenine nucleotides concentrations, population data (n=51 
experiments). Bars correspond to the mean of response amplitudes and error bars to ± SEM. The recovery 
condition refers to normalized response amplitude upon return to the control medium. There was a significant 
decrease in response amplitude regarding increasing adenosine and adenine nucleotides concentrations (***p ≤ 






To confirm that adenosine and adenine nucleotides exerted their inhibitory effects on synaptic 
transmission through adenosine A1 receptors, we used 8-cyclopentyl-1,3-dimethylxanthine (CPT; 0.2 




As presented in figure 3, addition of 0.2 µM CPT alone significantly increased response amplitudes by 
+20% relative to the control condition (Tukey’s HSD, P = 0,002). This increase in response amplitude 
can be explained by the presence of endogenous adenosine in the brain slice.  
The inhibitory effect elicited by 100 µM ATP or 100 µM AMP was fully canceled by 0.2 µM CPT. 
Indeed, relative to control condition, response amplitudes were increased by +17.8 % and +11 % with 
100 µM of ATP or 100 µM of AMP respectively. However, adenosine inhibitory effect was not fully 
blocked by CPT 0.2 µM (Tukey’s HSD, P < 0.001). We attributed this partial block to the competitive 
nature of the antagonism exerted by CPT, which may be partially displaced given the large amount of 
adenosine present in the bath (see supplemental data). CPT antagonism was more complete against 
AMP or ATP, suggesting that the degradation of these compounds leaves a time window where 
adenosine concentration is not as high as to be able to strongly compete with CPT. 
 
This first set of experiments confirmed that ATP, AMP and adenosine acts as a presynaptic inhibitor 
through the activation of adenosine A1 receptors. We hypothesized that the inhibitory effect seen with 
Figure 3: Adenine nucleotides 
(100 µM) inhibitory effect was 
blocked by CPT 0,2 µM except 
for 100 µM adenosine. 
Normalized response 
amplitudes are represented for 
each condition relative to the 
control condition which 
corresponds to 100 % of 
response amplitudes (n 
corresponds to the number of 




ATP and AMP can be attributed to the effect of the degradation of these compound into adenosine, 
as ATP and AMP should be sequentially degraded into adenosine by various ectonucleotidases. We 
next examined whether TNAP could be one of these ectonucleotidases.  
 
TNAP contribution in adenosine synthesis in layer Ia of piriform cortex. 
Although our metabolomics experiments demonstrated that TNAP is involved in adenosine synthesis 
in 7-day-old mice (Cruz et al., 2017), we wanted to confirm this result in adult mice (2-4 months old) 
with regard to adenosine mediated presynaptic inhibition. To answer this question, we blocked TNAP 
activity with a specific TNAP inhibitor, MLS-0038949 (50 µM) (Sergienko et al., 2009). We first 
examined the contribution of TNAP to endogenous adenosine production. The results are illustrated in 
figure 4A. Our expectation was that addition of TNAP inhibitor in the bath would block endogenous 
ADP, AMP and adenosine production. In these condition, response amplitudes should reach a value 
similar to that observed with 0.2 µM CPT in the bath. On the opposite, we observed a significant 
decrease in response amplitude when MLS-0038949 was added alone in the bath (Fig 4A).  Relative to 
control response amplitude (100%), the relative response amplitude was decreased by 12 % (Tukey’s 
HSD, p = 0.4).  In comparison to CPT, the response decrease averaged 32 % (Tukey’s HSD, p < 
0,001).  
In contrast to other manipulation, there was no recovery after MLS application.  Response amplitudes 
remained 20 % below control (Tukey’s HSD, p = 0.01) even after more up to 45 minutes washout. In 
contrast, CPT recovery was not different from control condition (Tukey’s HSD, p = 0.95; data not 
shown).  
We also expected that the inhibitory effect of exogenous AMP would be suppressed by TNAP 
inhibitor. Indeed, added AMP would not be degraded into adenosine in the presence of MLS-0038949. 
However, as illustrated in Fig 4B, AMP (100 µM) inhibitory effect was not suppressed MLS-0038949 
(50 µM). Response amplitudes in the presence of 100 µM AMP alone and with the addition of MLS-





 Figure 4: Effect of TNAP inhibition (MLS-0038949, 50 µM) on response amplitudes in mouse piriform cortex, 
on population data (15 experiments). A. MLS-0038949 alone significantly decreased response amplitudes 
compared to 0,2 µM CPT. Response amplitude during recovery of MLS condition was significantly different 
from the control (Tukey’s HSD, p< 0.001).  B. Effect of MLS-0038949 in combination with 100 µM of AMP 
in the medium. Addition of TNAP inhibitor to AMP 100 µM did not change response amplitudes compared to 
100 µM AMP alone. ***: p < 0.001. Recovery of AMP + MLS condition was not different from the control 
(Tukey’s HSD, p=0.06, data not shown). 
 
The decrease in response during and after MLS-0038949 application (Fig 4A) led us to hypothesize 
that it exerted some toxic action in brain slices. MLS-0038949 toxicity assays were therefore performed 
on neuronal cell cultures (David Magne and Anne Briolay, Institut de Chimie et de Biochimie 
Moléculaires et Supramoléculaires), using analysis of lactate dehydrogenase (LDH) activity, which is 
commonly used to evaluate cell death. No LDH activity could be revealed, indicating that MLS-
0038949 was not be toxic on the time scale of our experimental conditions.  
 
MLS does inhibit TNAP activity in layer Ia of mouse piriform cortex. 
Given our unexpected results, we next hypothesized that TNAP inhibitor was not effective at 
inhibiting TNAP activity in piriform cortex. To determine whether MLS-0038949 was effective at 
inhibiting TNAP activity in layer Ia of piriform cortex, we performed NBT/BCIP histochemistry on 
mouse brain slices at pH 9.5 (replicated on ten slices times) and at pH 7.5 (replicated on nine slices). 
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Alkaline phosphatase activity was assessed in the absence and in the presence of 50 µM MLS-0038949. 
In the absence of TNAP inhibitor, a strong alkaline phosphatase activity was detected throughout the 
brain (Fig 5, 6).  We observed that layer Ia of piriform cortex was heavily stained by NBT/BCIP 
complex (fig 5C). 50 µM MLS-0038949 abolished staining in the whole section. These results 








Figure 5: Alkaline phosphatase activity is detected throughout the mouse brain at pH 9.5. Frontal brain slices 
from WT mice were stained using NBT/BCIP histochemistry at pH 9,5 in the absence (A) or presence (B)  of  
50 µM MLS-0038949. Scale bar, 200µm  (C & D) Enlargement of the areas framed in Figure A & B. (C) Strong 
staining is observed in layer Ia of the  piriform cortex. (D) Staining was abolished in layer Ia of the piriform 
cortex by MLS-0038949.  
 
Layer Ia 









Ecto-5’-nucleotidase (NT5E) contribution to adenosine synthesis in mouse cortex piriform. 
We showed that MLS-0038949 is effective at inhibiting TNAP activity throughout the brain, yet MLS-
0038949 did not suppress presynaptic inhibition in endogenous condition and did not suppress 
presynaptic inhibition induced by AMP. NT5E, another ectonucleotidase that is also able to generate 
adenosine from AMP (Cusack, 1983), has been localized in the layer Ia of the piriform cortex (Trieu 
et al., 2015), We therefore tested whether this ectonucleotidase could be responsible for adenosine 
synthesis in layer Ia of the piriform cortex. For this purpose, we used AOPCP (10 µM), a specific 
NT5E inhibitor (Burger and Lowenstein, 1975).  
 
In the endogenous condition, as previously expected earlier with MLS-0038949, response amplitude 
should increase in the presence of AOPCP to reach a value similar to that obtained with 0.2 µM CPT. 
Yet again, the results, illustrated in figure 7A, did not comply with this expectation. Instead, response 
amplitudes reached a value slightly lower than control response amplitude (7%, p=0.55) and remained 
27% below the amplitude obtained in the presence of CPT (Tukey’s HSD, p < 0.001).  
 
Similarly, in the exogenous condition we expected that the inhibitory effect of added AMP would be 
suppressed in the presence of AOPCP. However, as shown in figure 7B, the inhibitory effect of AMP 
(100 µM) was not at all suppressed when AOPCP was added to the bath (Tukey’s HSD, p= 0.71).  
 
There still remained the possibility that NT5E and TNAP act redundantly, the activity of one enzyme 
palliating for the inhibition of the other, as previously reported in the spinal cord (Street et al. 2013).  
To test this hypothesis, we decided to integrally block the degradation of AMP into adenosine by 
Figure 6: Alkaline phosphatase activity is 
detected throughout the mouse brain at pH 7.5. 
Frontal brain slices from WT mice were stained 
using NBT/BCIP histochemistry at pH 7,5 in 
the  absence (A) or presence (B)  of  50 µM MLS-
0038949. Staining background observed in the 
presence of MLS-0038949 was also present in 
no substrate condition (NBT only). This 




combining the two ectonucleotidases inhibitors: MLS-0038949 (50 µM) and AOPCP (10 µM). Yet, in 
the endogenous condition, response amplitude remained below, that observed in the CPT condition 
by 23.4% (Tukey’s HSD, p <0.001). In addition, response amplitude in the presence of AOPCP + 
MLS did not differ significantly from that obtained in the presence of AOPCP alone (p = 0.98), or in 
the presence of MLS-0038949 alone (p=0.76). 
 
Similarly, in exogenous condition, the AMP inhibitory effect was not at all suppressed when the two 
ectonucleotidases inhibitors were added in the bath (Tukey’s HSD, p = 0.66). Instead, whether with 
one inhibitor or both, response amplitudes were equivalent to those obtained with 100 μM AMP: AMP 
+ AOPCP = 32.3 % of control response amplitudes, AMP + AOPCP + MLS = 29.3 % and AMP 
alone = 46.8 % (ANOVA, p=0.244). Recovery condition with AOPCP alone and with AOPCP + 
MLS were not different from the control condition (Tukey’s HSD, p > 0.99 and p = 0.8 respectively; 
data not shown). 
 
 
Figure 7: Contribution of ectonucleotidases in adenosine synthesis in layer Ia of mouse piriform cortex. A. 
Endogenous condition. B. Exogenous condition.  
 
As response amplitude in the presence of MLS or AOPCP appeared to be slightly below control 
response amplitude (Fig 4A and 7A), short-term plasticity (5 pulses at 25 Hz was) was examined to 
determine the presence of changes in presynaptic inhibition. However, as illustrated in Fig 8, 
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normalized response amplitude as a function of stimulus rank appeared identical in control condition 
and in presence of the ectonucleotidase inhibitors.  This suggests that the decrease in response 
amplitude was not due to a decrease in neurotransmitter release.  
 
 
Figure 8: No indicated that presynaptic mechanisms are involved. 
 
As for TNAP, histochemical experiments were performed in order to ensure that AOPCP was 
effective at inhibiting NT5E activity (replicated on 12 slices). AMP (1 mM) was used as a substrate. As 
documented in previous studies (Langer et al., 2008), enzyme histochemical staining was the strongest 
in the caudoputamen and the olfactory tubercle (Fig 9A).  In comparison, most brain regions displayed 
only faint AMPase staining (Fig 9A). The outskirt of the piriform cortex, presumably corresponding 
to the LOT and/or layer 1a, showed relatively dense label. 10 µM AOPCP reduced enzyme 
histochemistry staining in the whole brain but did not abolished it (Fig 9B). The residual staining could 
be attributed to the endogenous activity of other ectonucleotidases that could also release phosphate 
and/or to an AOPCP concentration too low to completely inhibit all NT5E activity. However, 





Figure 9: NT5E phosphatase activity is detected throughout the mouse brain at pH 6.8. Sagittal brain slices 
from WT mice were stained the lead phosphate method in absence (A) or presence (B) of 10 µM AOPCP. CP: 
caudoptamen; OT; olfactory tubercule; PC: piriform cortex. 
 
Is adenosine released from intracellular compartment responsible for the residual inhibition?  
Given the results presented above, extracellular adenosine production in the piriform cortex should 
have been largely reduced by the ectonucleotidase inhibitors.  Nevertheless, the inhibitory tone 
evidenced with CPT (Fig 3) remained in the presence of NT5E and/or TNAP inhibitor (Figs 4A and 
7A). Yet another source of adenosine could be responsible for this inhibitory tone.  Indeed, adenosine 
may be produced in the intracellular compartment.  From the intracellular compartment, and 
depending on the concentration gradient, adenosine may reach the extracellular milieu through 
equilibrative nucleoside transporters (ENTs) (Cass et al., 1998). One possibility worse exploring was 
that NT5E and/or TNAP inhibition, by reducing extracellular adenosine production, created a sink 
for intracellular adenosine that in turn, would have maintained the inhibitory tone.  In order to 
determine whether the release of intracellular adenosine was the source of the residual inhibition, we 
blocked adenosine transporters (ENT1 and ENT2) using S-(4-Nitrobenzyl)-6-thioinosine (NBTI). We 
used a concentrations of 10 µM as it would block both ENT1 and ENT2 (Ward et al., 2000). The 







Whether alone or in combination with NT5E and TNAP inhibition, blockade of ENTs by NBTI failed 
to increase response amplitude toward values comparable to those obtained with CPT. Application of 
10 µM NBTI in combination with MLS-0038949 and AOPCP did not change response amplitudes 
compared to the AOPCP+MLS condition (Tukey’s HSD, p= 0.999). Response amplitude remained 
significantly lower (Tukey’s HSD, p < 0.001), by more than 20%, than that observed with CPT 
(NBTI+AOPCP+MLS: 22.8%; AOPCP+MLS: 23.4%). 
 
The inhibitory tone in the absence of adenosine is mediated through A1 receptors. 
When TNAP and NT5E are inhibited and ENTs are blocked, adenosine can no longer leave the 
intracellular compartment and is no longer produced following extracellular AMP degradation. This 
should lead to the absence of adenosine in the extracellular medium. Yet in these conditions, a 
compound, which is not adenosine, is nevertheless capable to inhibit synaptic responses. The 
compound presumably accumulated due to TNAP and NT5E inhibition; it could thus be AMP, ADP 
or ATP. If such was the case, the inhibitory tone which is maintained in the presence of MLS-0038949 
and AOPCP should remain in the presence of A1 receptor antagonists, as ADP and ATP acts through 
Figure 10: Intracellular adenosine release 
does not contribute to the residual 
inhibition. NBTI (10 µM) applied alone or 
in combination with MLS-0038949 (50 
µM) and AOPCP (10 µM), does not 
restore response amplitudes to that 
obtained with 0.2 µM CPT alone and the 
residual inhibition observed with MLS+ 
AOPCP is still observed when NBTI is 




P2 receptors and AMP is not supposed to be a purinergic receptor agonist.  However, as shown in Fig 
11, the residual inhibition was counteracted by CPT: blockade of A1 receptors in the presence of 
NT5E and TNAP inhibitors significantly increased response amplitude by 15.7 % compared to the 
condition where NT5E and TNAP only were inhibited (AOPCP + MLS = 96.7 % of control response 
amplitudes, Tukey’s HSD, p = 0.03). Furthermore, response amplitude in the AOPCP + MLS + CPT 
condition was not significantly different from that in the CPT condition (p = 0.28). Up to that point, 
these results suggest that a compound, which is not adenosine, is nevertheless capable of inhibiting 





AMP could act as an agonist of A1 receptors. 
We tested the same conditions as above with the addition of 100 µM AMP (fig 12). As shown above, 
AMP (100 µM) inhibitory action was not counteracted by NT5E and/or TNAP inhibition. if AMP 
was able to act directly on A1 receptors, the inhibitory action of AMP in the presence of NT5E and 
TNAP inhibitor should be cancelled by CPT.   
Figure 11: Blockade of A1 receptors by 
0.2 µM CPT counteracted the residual 
inhibition. n corresponds to the number 




As shown earlier, 0.2 µM CPT increased response amplitude by 20 % compared to control condition 
while response amplitude of 100 µM AMP and 0.2 µM CPT combination was not different from 
response amplitudes obtained with CPT alone (Tukey’s HSD, p= 0.99). As with AMP alone, AMP and 
MLS combination decreased response amplitude by 76.3 % compared to the CPT condition (Tukey’s 
HSD, p < 0.001). In figure 12, the addition of CPT to this combination increased response amplitude 
by 41.5 % compared to AMP + MLS combination. Although addition of CPT increased significantly 
response amplitude (Tukey’s HSD, p=0.004), the latter did not reach the value obtained with 0.2 µM 
CPT alone (Tukey’s HSD, p=0.04). 
The same observations can be made when NT5E only is inhibited in the presence of AMP (AMP + 
AOPCP). Response amplitude was decreased in the same way as found for AMP + MLS combination: 
87 % decreased compared to CPT alone condition (Fig 12). Addition of CPT to this AMP and AOPCP 
combination led to a significant increase in response amplitude by 70 % (Tukey’s HSD, p < 0.001). 
Moreover, response amplitude was no longer different from that obtained with CPT alone (Tukey’s 
HSD, p=0.74).  
When the two ectonucleotidases inhibitors were combined with 100 µM AMP, response amplitude 
was decreased by 90% compared to 0.2 µM CPT alone (p < 0.001). The addition of 0.2 µM CPT to 
this combination led to an increased in response amplitude by 60% compared to CPT alone. However, 
response amplitude was significantly different from 0.2 µM CPT condition (Tukey’s HSD, p = 0.012) 






Although not fully suppressed by CPT, we observed that most of AMP inhibitory effect – in the 
absence of adenosine – was counteracted in our experimental procedures. These results suggest that 
the compound, which is not adenosine, but that was capable of inhibiting synaptic responses through 






We previously demonstrated that TNAP is involved in adenosine synthesis in the brain of the 
developing mouse using a metabolomic approach (Cruz et al., 2017). Indeed, adenosine concentrations 
were decreased by >80 % in knock-out mice for TNAP gene (Akp2-/-) compared to WT and 
heterozygous mice.  In the present study, we initially wanted to confirm the involvement of TNAP in 
adenosine synthesis using different models and approach: the present study was made using adult mice, 
we targeted a single cerebral region – the piriform cortex – and we used an electrophysiological and 
Figure 12: Blockade of A1 
receptors partially 
suppressed exogenous 
AMP inhibitory effect in 
layer Ia of mouse piriform 
cortex. This graph 
represents population data 
on 35 experiments. n 
corresponds to the number 





pharmacological approaches. The main findings were that (1) the inhibition of TNAP and/or NT5E 
did not suppress endogenous presynaptic inhibition and exogenous AMP inhibitory effect although 
ectonucleotidase inhibitor were efficient; (2) the residual inhibition was not due to adenosine released 
from the intracellular milieu; (3) even when adenosine production was suppressed, the blockade of A1 
receptors abolished the inhibition in the endogenous condition and suppressed most of the AMP 
inhibitory effect. The most likely explanation for these results is that AMP acts as an agonist of A1 
receptors.  
 
The first set of experiments confirmed that adenosine exert a depressant effect on synaptic 
transmission and that this depressant effect is mediated by A1 receptors.  CPT, an A1 competitive 
receptor antagonist, produced per se a significant increase (+20 %) in response amplitude suggesting 
an action of endogenous adenosine in layer Ia of piriform cortex. Similar observations have been 
reported at corticostriatal synapses where application of 1 µM CPT increase response amplitudes by 
15 % (Calabresi et al., 1997). In piriform cortex, a +15% response increase was previously reported by 
McCabe and Scholfield (1985) after blocking endogenous adenosine intracellular signaling pathway. 
CPT also antagonized the inhibitory effect exerted by 100 µM ATP and 100 µM AMP. However, 100 
µM adenosine was not fully antagonized by 0.2 µM CPT. We can hypothesize that A1 receptors binding 
sites were not fully blocked by 0.2 µM CPT but this concentration was effective against AMP and ATP 
and is within the effective range reported in pharmacological studies (Dunwiddie et al., 1997 ; Nakata 
1989).  
 
Another explanation could be that of 100 µM adenosine in the medium resulted in excessive adenosine 
concentration compared to CPT. Thus, adenosine could bind to the majority of A1 receptors binding 
sites and CPT could be less effective. The study of response kinetics when adenosine and CPT were 
simultaneously applied in the bath revealed that two types of responses can be observed over time. 
The first one is a fast decrease in response amplitude occurring within 2 minutes and the second one 
is a slow increase in response amplitude lasting 6 minutes before reaching a plateau. The fast decrease 
in response amplitude could be attributable to 100 µM adenosine inhibitory effect. Indeed, response 
amplitude measured at 2 minutes is decreased by 44% which is comparable to the decrease observed 
when 100 µM adenosine alone is applied in the bath (fig 13, supplementary data).  
 
The second phase, where an increase in response amplitude was observed, could be due to the action 
of CPT. Indeed, in this phase, 35 % of response amplitude was restored (fig 13, supplementary data). 
This could be due to CPT that binds on available adenosine receptors binding sites or to CPT that 
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displaced some adenosine from its binding sites. Moreover, during the first 3 minutes of the recovery 
condition, we observed that response amplitude was increased by 24% compared to the control 
condition which is consistent with the effect observed in figure 2 when CPT is added alone in the 
medium. This phenomenon was also present with ATP and AMP but this time only a slight decrease 
was seen (occurring within a minute) compared to that observed with 100 µM adenosine. This suggests 
that the degradation of ATP or AMP took more time than it takes for CPT to reach and bind A1 
receptors. 
 
Furthermore, in another experiment (fig 14, supplementary data), we decided to first add CPT instead 
of adding simultaneously CPT and adenosine in order to see if the fast adenosine effect observed 
above could be counteracted by CPT. Four minutes after the addition of 100 µM adenosine in the 
medium, response amplitudes were decreased by 30% suggesting that adenosine was more competitive 
that CPT at binding A1 receptors.  
We also tried using higher CPT concentration (0.5, 0.7 and 1 µM) but at these concentration recovery 
often was not complete. With CPT 0.2 µM, incomplete recovery occurred only once in 14 experiments.  
Next we wanted to determine whether TNAP was involved in the production of adenosine synthesis. 
Application of MLS-0038949, a specific TNAP inhibitor (Sergienko et al., 2009), failed to increase 
response amplitude in the endogenous condition and did not prevent AMP inhibition when exogenous 
AMP was added to the bath. Histochemical staining on brain slices revealed that MLS-0038949 was 
effective at inhibiting alkaline phosphatase activity. Moreover, we observed that response amplitude 
failed to recover in 8 out of 9 experiments (fig 4). The possibility that MLS-0038949 had a toxic effect 
of was excluded by toxicity assays performed By David Magne and Anne Briolay on cells cultures.  
 
To explain why synaptic inhibition remained with TNAP inhibitor alone or in combination of 100 µM 
AMP, we formulated 5 hypothesis: (1) NT5E could be responsible for adenosine synthesis in piriform 
cortex; (2) another ectonucleotidase is responsible for adenosine synthesis in the brain; (3) adenosine 
could act on other adenosine receptors; (4) the residual inhibition observed was caused by the release 
of intracellular adenosine; (5) the residual inhibition observed is due to a compound which is not 
adenosine. 
 
(1) Neither the addition of AOPCP nor the combination of TNAP and AOPCP were able to 
counteract the inhibition in synaptic transmission although MLS-0038949 and AOPCP are effective at 




(2) Street and collaborators (2013) showed that three ectonucleotidases act redundantly to generate 
adenosine in the spinal cord: TNAP, NT5E and prostatic acid phosphatase (PAP). Presence of PAP 
in piriform cortex has not been reported but a recent study in hippocampus showed that PAP is located 
in the compartment of interneurons (Nousiainen et al., 2014), ruling out the possibility that PAP is 
responsible for the hydrolysis of AMP to adenosine at the LOT-layer 1a synapse. 
 
(3) Another explanation could be that adenosine act on adenosine receptor different from A1 (A2a, 
A2b or A3). However, currently, no study examined the distribution of other adenosine receptors 
(A2a, A2b and A3) in the mouse piriform cortex, we cannot exclude this hypothesis. However, the 
complete antagonism of AMP and ATP effects by CPT indicates that adenosine issued from their 
degradation acted solely through A1 receptors.  
 
(4) Since adenosine could be released by specific transporters (ENTs; Lovatt et al. 2012; Wall and 
Dale), we next thought that the residual inhibition observed in the presence of NT5E and TNAP 
inhibitors could be due to the release of intracellular adenosine in response to an imbalance of 
adenosine concentrations between the intra- and the extracellular compartments. The blockade of 
adenosine transport by 10 µM NBTI, an inhibitor of ENT transporters, did not exert any effect on 
response amplitude. Thus residual inhibition was not due to intracellular adenosine released in 
extracellular medium.  
 
(5) Finally we hypothesized that AMP could act as an agonist of A1 receptors. This was prompted by 
the work of Rittiner and collaborators (2012) who showed that AMP can activate A1 receptors in 
embryonic neurons culture and in transfected HEK cells. Interestingly, they showed that this AMP 
agonism was specific to A1 receptors and did not work for A2 receptors. In our conditions, the 
concurrent inhibition of AMP hydrolysis pathways and blockade of A1 receptors led to an increase in 
response amplitude equivalent to that observed when A1 receptors were blocked, although no 
adenosine should have been present. The inhibitory action of exogenous AMP, which persisted when 
the AMP hydrolysis pathways were blocked, was largely suppressed when A1 receptors were blocked, 
although no adenosine should have been present. These results are consistent with AMP acting directly 
on A1 receptors. 
 
A concurrent hypothesis was that the compound that accumulated when TNAP and NT5E were 
inhibited is ATP. ATP could exert presynaptic inhibition through P2Y purinergic receptors (Guzman 
and Gerevich, 2016). Accumulation of ATP could thus be responsible for the inhibition (about 30%) 
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that remained in the last experiment presented above. Among four P2Y receptors that are activated by 
ATP (P2Y1, P2Y2, P2Y4 and P2Y6), only P2Y2 and P2Y4 have been localized in the piriform cortex 
(Namba et al., 2010; Song et al., 2011). To determine whether P2Y receptor activation could lead to 
the remaining inhibition in our experimental conditions, P2Y receptors were blocked by using broad-
spectrum antagonists of P2 receptors: Cibacron-Blue 3GA, which is an isomer of Reactive blue 2 (30 
µM), and suramin (100 µM).  
As show above in Figure 15, ATP reduced synaptic response amplitude by 45% compared to the 
control condition (100 %). CB did not suppress this inhibition, suggesting that ATP inhibitory effect 
was consecutive to its hydrolysis in adenosine by ectonucleotidases. The inhibition of TNAP and 
NT5E activity and the blockade of A1 receptors by CPT and PY2 receptors by CB in the presence of 
ATP 100 µM should restore response amplitude observed with CPT 0.2 µM alone. Although response 
amplitude was increased by 19% in this condition compared to the condition of ATP 100 µM alone 
(ATP 100 µM = 56.5 % vs ATP+AOPCP+MLS+CPT+CB = 75.5 %), response amplitude was still 
significantly different from that observed with CPT alone (Fig 15, supplementary data). This suggested 
that inhibitory effect of ATP was mediated by receptors insensitive to Cibacron Blue.  
 
The addition of suramin, (100 µM or 50 µM) in addition to CB, should have block P2 receptors and a 
fortiori ATP inhibitory effect. Contrary to our expectations, response amplitude was even more 
decreased by suramine (fig 15, supplementary data). On the other hand, it has been shown that suramin 
inhibit glutamatergic synaptic transmission (Motin and Bennett, 1995; Nakasawa et al., 1995) at 
concentration that are effective for inhibiting P2 receptors. This could be a reason why the addition 
of 50 and 100 µM suramin even more decreased response amplitude in our conditions. 
 
In summary, although our study does not formally establish that TNAP and NT5E contribute to 
adenosine synthesis in adult mouse piriform cortex in vitro, our electrophysiological and 
pharmacological study revealed that inhibiting of adenosine synthesis does not prevent inhibition of 














Figure 13: Response amplitude recorded over the stimulation time of 1) control condition, 2) Adenosine + CPT 
and 3) recovery condition in one mouse. The first arrow represents the time point of adding adenosine + CPT 
in the medium. The second arrow represents the time point of beginning the recovery condition. 25 minutes 









Figure 14: Response amplitude recorded 
over the stimulation time. The first arrow 
represents the time point of adding 0.2 
µM CPT alone in the medium. The 
second arrow represents the time point 
of 100 µM adenosine addition still in 






As illustrated in figure 15, addition of 30 µM Cibacron Blue did not change response amplitudes 
compared to the control condition (CB= 96.4%, Tukey’s HSD, p=0.98). When added with 100 µM 
ATP, ATP inhibitory effect was not suppressed by Cibacron Blue (ATP 100 µM = 56.5 % of control 
response amplitudes, ATP 100 µM + CB 30 µM = 53.7 % of control response amplitudes; p > 0.99).   
In order to determine if ATP could be responsible for the “remaining inhibition” observed in figure 
13, activity of ectonucleotidases (TNAP and NT5E) was blocked, as well as adenosine A1 receptors 
to avoid possibly AMP inhibitory effect through A1R activation. In addition, P2Y receptors were also 
blocked by Cibacron Blue in combination with 100 µM ATP. We also expected that response 
amplitudes elicited by the simultaneous blockade of P2Y receptors, A1 receptors and inhibition of 
ectonucleotidase activity would be equivalent to those observed with only 0.2 µM CPT.  In these 
conditions, response amplitudes were increased by 19 % compared to 100 µM ATP alone (ATP 100 
Figure 15: Effect of non-
selective P2 receptors 
antagonists on response 
amplitudes. Addition of 
Cibacron Blue and 
suramine failed to 
restore response 




µM = 56.5 % vs ATP+AOPCP+MLS+CPT+CB = 75.5 %) but this increase was not significant 
(Tukey’s HSD, p=0.12). 
Then, when suramin (100 µM) was added to the combination ATP+AOPCP+MLS+CPT+CB, we 
observed 48 % reduction of response amplitude (ATP+AOPCP+MLS+CPT+CB = 75.5 % versus 
ATP+AOPCP+MLS+CPT+CB+suramin = 27.5%; Tukey’s HSD, p < 0.001). The same decrease in 
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 1. Résumé 
Cette étude était une étape préliminaire nécessaire à la validation de nos conditions 
expérimentales des études électrophysiologiques que nous avons réalisées (article B et article 
D). En effet, nos enregistrements électrophysiologiques sont réalisés sur des tranches de 
cerveaux de souris qui sont maintenues dans un liquide céphalo-rachidien artificiel (LCRa) et dont 
la composition est proche de celle retrouvée in vivo chez le rongeur. Notamment la concentration 
de calcium dans le LCRa que nous utilisons est de 1, 1 mM alors que dans la  plupart des études 
en électrophysiologie la concentration de calcium utilisée est comprise entre 2 et 2.5 mM. La 
transmission synaptique et la plasticité synaptique étant des phénomènes majoritairement 
dépendants du calcium, alors les mécanismes de facilitation et dépression synaptique pourraient 
être différents en fonction de la concentration de calcium.  
Dans cette étude, nous avons examiné l’influence de deux concentrations de calcium (1, 1 mM et 
2, 2 mM) sur le phénomène de plasticité synaptique à court terme (STP) dans la couche Ia du 
cortex piriforme de souris adultes. Nous avons réalisé des enregistrements électrophysiologiques 
extracellulaires et nous avons appliqué des stimulations électriques répétées avec une large 
gamme de fréquences qui couvre la gamme des oscillations cérébrales (fréquence entre 3.125 et 
100 Hz) au niveau du tractus olfactif latéral. La plupart des études de la plasticité synaptique 
utilisent des stimulations par paire de pulses qui ne sont pas forcément informatives d’un point de 
vue du décours temporel de la plasticité. Afin de déterminer le ou les différents mécanismes 
(facilitation et dépression) impliqués dans la plasticité synaptique, notre protocole de stimulation 
était composé de trains de stimulation de 5 pulses, ce qui permet d’avoir une dynamique 
temporelle. De plus, un modèle phénoménologique de la plasticité à court terme adapté à nos 
données a permis de calculer les constantes de temps de récupération de facilitation et de 
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dépression et ainsi de déterminer la contribution de ces deux mécanismes en fonction de la 
concentration de calcium utilisée. 
 
Nos résultats ont révélé que l’augmentation de la concentration de calcium augmente non 
seulement la transmission synaptique mais modifie également les caractéristiques de la STP. Le 
maximum de facilitation observé à 25 Hz à une concentration de 1,1 mM de calcium est déplacé 
vers des fréquences plus basses (12,5 Hz) lorsque l’on augmente la concentration de calcium à 
2,2 mM. Par ailleurs, le modèle suggère que les résultats expérimentaux obtenus à 1,1 mM de 
calcium s’expliquent par l'interaction de trois mécanismes : une facilitation à court terme et deux 
dépressions à court terme (une dépression à court terme rapide (< à 20 ms) et une dépression 
lente (140 ms)). Lorsque la concentration de calcium est augmentée à 2.2 mM, la dépression lente 
est davantage sollicitée au détriment de la facilitation. Tous ces résultats montrent que, la 
contribution des mécanismes de facilitation et de dépression dans la plasticité à court terme est 
dépendante des conditions expérimentales : à 2.2 mM de calcium, la dépression à court terme 
est surestimée et la facilitation à court terme est sous-estimée relativement à une concentration 
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Abstract
Neuronal activity is characterized by a diversity of oscillatory phenomena that are associ-
ated with multiple behavioral and cognitive processes, yet the functional consequences of
these oscillations are not fully understood. Our aim was to determine whether and how
these different oscillatory activities affect short-term synaptic plasticity (STP), using the
olfactory system as a model. In response to odorant stimuli, the olfactory bulb displays a
slow breathing rhythm as well as beta and gamma oscillations. Since the firing of olfactory
bulb projecting neurons is phase-locked with beta and gamma oscillations, structures down-
stream from the olfactory bulb should be driven preferentially at these frequencies. We
examined STP exhibited by olfactory bulb inputs in slices of adult mouse piriform cortex
maintained in vitro in an in vivo-like ACSF (calcium concentration: 1.1 mM). We replaced
the presynaptic neuronal firing rate by repeated electrical stimulation (frequency between
3.125 and 100 Hz) applied to the lateral olfactory tract. Our results revealed a considerable
enhancement of postsynaptic response amplitude for stimulation frequencies in the beta
and gamma range. A phenomenological model of STP fitted to the data suggests that the
experimental results can be explained by the interplay between three mechanisms: a short-
term facilitation mechanism (time constant⇡160 msec), and two short-term depression
mechanisms (recovery time constants <20 msec and⇡140 msec). Increasing calcium
concentration (2.2 mM) resulted in an increase in the time constant of facilitation and in a
strengthening of the slowest depression mechanism. As a result, response enhancement
was reduced and its peak shifted toward the low beta and alpha ranges while depression
became predominant in the gamma band. Using environmental conditions corresponding to
those that prevail in vivo, our study shows that STP in the lateral olfactory tract to layer Ia
synapse allows amplification of olfactory bulb inputs at beta and gamma frequencies.
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Introduction
EEG and intracerebral LFP recordings have disclosed a variety of oscillatory phenomena in the
brain. Although the precise ranges differ depending on the species and structure examined, sev-
eral types of oscillations with characteristic frequencies and dynamic features have been associ-
ated with different sleep/waking states and with various perceptual and cognitive processes. For
example, non-REM sleep is characterized by the presence of a slow sleep rhythm (< 1Hz), of
delta oscillations (1–4 Hz) and short epochs of sleep spindles (11–15 Hz) [1–3]. Theta waves
(typically 6–12 Hz in awake rodents) have been mostly studied in the hippocampus where they
occur during a variety of behaviors as well as during REM sleep [4, 5]. Alpha waves (8–12 Hz),
most prominent in visual cortex, are associated with rest [6] and may be involved in awareness
and attention [7]. Beta waves (between 12 and 25–35 Hz) are most salient in sensorimotor cor-
tex [8–10] and may also be involved in attentional processes [11, 12]. Gamma oscillations, with
frequencies larger than 25–35 Hz, are typically observed during the processing of sensory sti-
muli in visual [13–16], somesthetic [17, 18] and auditory cortices [19, 20] as well as during vari-
ous cognitive tasks involving awareness, attention and memory (reviewed in: [21, 22]).
Although they are clearly associated with a variety of perceptual and cognitive processes,
the functional significance of oscillations, in particular beta and gamma oscillations, has
remained elusive. At one extreme, it has been proposed that oscillations are merely an epiphe-
nomenon of the functioning of cerebral networks (e. g., [23–25]) while at the other, it has been
proposed that oscillations play prominent roles in feature binding, awareness and/or conscious
perception (e. g., [22, 26–28]).
Here we adopted a “bottom-up” approach to try to learn more on the functional impacts of
oscillations. More precisely, we examined the consequences of oscillatory activity on synaptic
transmission. Indeed, synaptic transmission is not steady: on a short time range (e. g., less than
a few minutes) postsynaptic responses usually display reversible dynamic changes, referred to
as short-term plasticity (STP). Synaptic efficacy can thus be modulated by two broad types of
STP: short-term facilitation (STF) and short-term depression (STD) (e. g., [29]). Several STF
and STDmechanisms have been disclosed, each characterized by different time courses, which
range from a few milliseconds up to hundreds of seconds, and may coexist in the same syn-
apse. Thus, under the proviso that presynaptic action potentials are phase-locked with oscilla-
tions, we expected features of STP in postsynaptic neurons to change depending on the
oscillatory frequency in the presynaptic structures and neurons.
We examined STP in the piriform cortex, one of the main relays of olfactory information
after integration in the olfactory bulb (e. g., [30–32]). Three types of oscillations have been
identified in the olfactory bulb. Breathing itself induces oscillations, which in rodents display
frequencies between 1 and 5 Hz at rest and between 6 and 10 Hz during active sniffing (e. g.,
[33–35]). Presentation of odorant stimuli further induces both beta (between 15 and 35–40
Hz) [33, 36–43] and gamma (>35–40 Hz) fluctuations in the LFPs [33, 35, 36, 38–49]. Impor-
tantly, the firing of both mitral and tufted cells, the two projecting cell types of the olfactory
bulb, appears to be phase-locked to both beta [40, 42] and gamma oscillations [40–42, 48–50].
Thus in physiological conditions, synapses in layer Ia of the piriform cortex, where terminals
of olfactory bulb efferent neurons are concentrated (e. g., [30, 51, 52]), should be activated at
frequencies corresponding to those observed in the olfactory bulb. Here we examined STP in
layer Ia of the piriform cortex in vitro, while applying electrical stimulation in the lateral olfac-
tory tract (LOT), which contains olfactory bulb efferent axons. The stimulation frequency
range (0.1 to 100 Hz) encompasses that observed in natural brain rhythms.
Three conditions had to be met to obtain a relevant description of the effect of different
stimulus frequencies on STP in vitro: 1) use of several stimuli in a train in order to be able to
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observe the dynamics of STP, rather than the classical stimulus pair that limits the analysis
to paired-pulse ratios; 2) model based, quantitative analysis of the data to obtain relevant
parameter values for mechanisms of STD and STF, to be able to go beyond the mere phenome-
nological description of changes in response amplitude; 3) use of adult animals and of an extra-
cellular medium that most closely mimics the one encountered in the adult brain in vivo; in
particular, most in vitro experiments use an extracellular concentration of calcium of 2–2.5
mM while that measured in vivo is of the order of 1 mM; given the importance of calcium in
synaptic transmission, this factor-two difference is likely to strongly affect STP and its depen-
dence on stimulation frequency. Although 1 or 2 of these conditions have been met in the
numerous studies devoted to STP in piriform cortex, our study would be the first where all 3
requirements were fulfilled: our experiments were performed using brain slices issued from
adult mice and were maintained in an in vivo-like ACSF; we used stimulation trains of 5 sti-
muli and extracted the parameters of STP by fitting the data with a model derived from that
initially developed by Tsodyks and Markram (1997) [53]. Results were compared with those
obtained with a “classical” calcium concentration (2.2 mM).
Our experimental results and model parameters show that the interplay of STF and STD
resulted either in an increase or a decrease of response amplitude that depended on stimulus
frequency and calcium concentration. In the presence of high calcium concentration (2.2 mM),
synaptic responses were enhanced, though weakly, at stimulation frequencies corresponding to
the low beta and alpha bands while depression tended to occur at stimulation frequencies within
the gamma band. On the other hand, in the presence of an in vivo-like calcium concentration
(1.1 mM), response enhancement displayed a larger dynamic range. Additionally, response
enhancement was maximal in the beta range and was also strong in the gamma range. These
results suggest that short-term plasticity in layer Ia of the piriform cortex allows amplification of
synaptic responses at frequencies corresponding to odor-induced beta and gamma oscillations
in the olfactory bulb.
Material and methods
Ethics statement
All procedures were conducted in accordance with the guidelines from the French Ministry of
Agriculture (de´cret 87/848) and from the European Community (directive 86/609) and was
approved by the local ethical committee (comite´ d’e´thique Midi-Pyre´ne´es pour l’expe´rimenta-
tion animale, N˚ MP/06/79/11/12).
Slices preparation
The protocol for brain slice preparation was adapted from those previously described [54, 55]
and is briefly summarized here. Two- to 4-month-old C57BL/6 female mice were used for
these experiments. Mice were deeply anesthetized with isoflurane and then rapidly decapi-
tated. The brain was removed and prepared for slicing in ice-cold, oxygenated (95% O2 / 5%
CO2) modified artificial cerebrospinal fluid (mACSF) of the following composition (mM):
NaCl 124, NaHCO3 26, KCl 3.2, MgSO4 1, NaH2PO4 0.5, MgCl2 9, Glucose 10. Note that Ca
++
was omitted while the final Mg++ concentration was 10 mM. Studies showed that axons inner-
vating the piriform cortex leave the LOT at right angle [56], yet the lateral olfactory tract is not
parallel to the long axis of the brain. Therefore, in order to preserve axons at best, a cut was
made through the brain in the frontal plane with an angle of 70˚ at the level where cortex and
cerebellum are adjacent. The brain was glued on a pedestal by the posterior side, the apex of
the brain facing upward. Four hundred-micrometer-thick slices were then cut on a vibratome
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in the presence of cold, oxygenated mACSF. Slices were allowed to recover for at least 1 hour
at room temperature in a holding chamber filled with oxygenated in vivo-like ACSF.
In vivo-like ACSF composition
Synaptic transmission and STP are highly sensitive to extracellular ion concentrations, in partic-
ular that of calcium. We therefore used extracellular ionic concentrations close to those observed
in vivo. Extracellular K+ and Ca++ concentrations in the interstitial fluid have been reported in
numerous studies using ion selective microelectrodes. Using the available literature for rodents
[57–70], we calculated the median concentrations for K+ and Ca++ and obtained values of 3.2
mM and 1.1 mM, respectively. Mg++ concentration is of importance too as Mg++may partially
antagonize voltage-dependent calcium channels. Mg++ concentration is less documented than
that of K+ and Ca++ but values for concentration in the CSF of the mouse [71] and of other spe-
cies (e. g., [72–76]) appear to be about to 1 mM.We also used a phosphate concentration of 0.5
mM, similar to that measured in the CSF [74, 77, 78]. Our in vivo-like ACSF was therefore com-
posed of (in mM): NaCl 124, NaHCO3 26, KCl 3.2, MgSO4 1, NaH2PO4 0.5, CaCl2 1.1, and glu-
cose 10. This ACSF was continuously bubbled with a 95% O2 / 5% CO2mixture (pH 7.4).
Stimulation and recording
For recording, an individual slice was transferred in a submersion type chamber that was con-
tinuously gravity fed with oxygenated in vivo-like ACSF at a flow rate of 3–3.5 ml/min. All
recordings were performed at 34–35˚C. Local field potentials were recorded in layer Ia of the
piriform cortex either through tungsten-in-epoxylite microelectrodes (FHC, 0.2–0.3 MΩ) or
through glass micropipettes filled with ACSF (3–7 MΩ). When recorded through microelec-
trodes, the signal was amplified (x1000) and filtered (0.1 Hz-10 kHz) with a NeuroLog system
(Digitimer, UK). When recorded through micropipettes, the signal was first amplified on an
AxoClamp 2B amplifier (Axon Instrument, Foster City, CA), further amplified with a Neuro-
log post-amplifier (final gain: ×1000) and low-pass filtered at 10 kHz.
Intracellular recording were performed in layer II of the piriform cortex using sharp micro-
pipettes filled with 3 M K-Acetate (50–90 MΩ). Intracellular signal was amplified with the
AxoClamp 2B amplifier (gain ×10). Criteria for accepting intracellular recording data were:
stable membrane potential more negative than -60 mV, input resistance> 20 MO and ability
of the cell to repetitively fire overshooting action potentials during depolarizing square current
pulses lasting 120–300 msec.
Micropipettes for LFP or intracellular recordings were pulled on a P97 Flaming Brown
micropipette puller from 1.2 mmODmedium walled capillaries with filament (GC120F, Har-
vard Apparatus).
Fifty Hz noise was eliminated with a Humbug system (Quest Scientific, Canada). All signals
were digitized with a digitization rate of 20–50 kHz (1401plus or power1401, CED, UK). Real-
time display of the signals was achieved with an oscilloscope and with Spike2 software (CED,
UK).
Extracellular electrical stimulation was applied through tungsten-in-epoxylite microelec-
trodes (FHC, 0.2–0.3 MΩ) implanted in the LOT and consisted in monopolar cathodal square
current pulses (6–35 μA, 200 μs duration) delivered by an isolated stimulator (A365 stimulus
Isolator, WPI).
The LFP recorded in layer Ia was composed of a fiber volley followed by a slow negative
wave (N-wave, [79]). The fiber volley corresponds to the summation of synchronous action
potentials traveling in axons while the N-wave reflects the summation of excitatory postsynap-
tic potentials generated in the vicinity of the recording electrode [51]. Stimulation intensity
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was kept in a range allowing reliable N-wave generation but low enough to avoid contamina-
tion by fast positive components that presumably resulted from postsynaptic action potential
generation [80]. Low intensity also limited effective current spread to a few tens of μm [54],
hence to within the LOT. Response amplitude was measured as the maximal amplitude of the
N-wave relative to prestimulus baseline. The amplitude of the fiber volley was measured
similarly.
In order to examine the effect of Ca++ on synaptic response amplitude, 6 concentrations of
Ca++ have been used (0.3, 0.5, 0.7, 0.9, 2.2 and 3.3 mM) in addition to the 1.1 mM control con-
centration. The time course of the effect of modifying calcium concentration on field potential
amplitude was monitored using electrical stimulation delivered at 0.5 Hz for 15–20 minutes.
One or two calcium concentrations were tested between one control and one recovery test;
data were included only if the value during recovery differed by less than 15% from that
obtained in the control period.
STP has been examined in 1.1 and 2.2 mM Ca++. When switching from one calcium con-
centration to another, ten minutes of stable baseline was required before proceeding to the
STP protocol. In each experiment, STP was tested using stimulation trains consisting of five
consecutive stimuli delivered at 6 different frequencies: 3.125, 6.25, 12.5, 25, 50 and 100 Hz.
Each train was repeated 10 times to allow for averaging. The trains were spaced apart by ten
seconds without stimulation. The number of stimuli was limited to 5 per train for two reasons:
first because the number of successive oscillation cycles in the olfactory bulb is typically
between 4 and 10 (e. g., [33, 38, 42, 48]), and second, because large number of pulses may
recruit a slow adaptation (see Discussion) that would have hampered our model-based
analysis.
Data analysis
Signal processing was performed using the Spike2 software with scripts written by the users.
For the analysis of the effect of calcium on synaptic transmission at 0.5 Hz, signals were aver-
aged over the last minute (thirty responses) of the 15–20 min-long series of stimuli. Ampli-
tudes obtained in a given calcium concentration were normalized by that obtained in control
(1.1 mM) calcium concentration (normalized response amplitude, NRA).
For STP analysis, the 10 traces obtained at a given frequency and with the same ordinal
stimulus number were averaged. The individual-level data are represented as the mean ± SEM.
For population data analysis and for STP model fitting, we first calculated the relative response
amplitude (RAn) by dividing the amplitude of the N-wave obtained at the n
th stimulation (An)
by that obtained at the first stimulation (A1) in each stimulation train (RAn = An / A1, n
between 1 and 5). Note that data obtained in 2.2 mM calcium were normalized by the first
response amplitude in the control (1.1 mM) condition for each frequency.
Short-term plasticity model
We developed a phenomenological model to compute the parameters of short-term synaptic
plasticity at the LOT-layer Ia synapse. The model, implemented in R (R-project v.3.3.1), is
derived from models described in previous studies [53, 81, 82]. It included one term of facilita-
tion and two terms of depression.
In response to the first stimulation of a train, the relative response amplitude is:
RA1 à E ⇥ U à 1
where E represents the maximal synaptic efficacy and U, the utilization of efficacy E, represents
the fraction of E that is used at the first stimulation. Umay be envisioned as the increase in
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calcium concentration in the presynaptic terminals that leads to neurotransmitter release,
while E would correspond to the theoretical maximal value obtained if the synapses released all
their synaptic vesicles and/or if all postsynaptic receptors saturated.
The purpose of the model was then to approximate, for each stimulation rank n>1, RA as
the product of four terms:







where 'minus' designates values just before the stimulation and 'plus' designates the value at
stimulation time. u, the utilization of efficacy, varies so as to implement facilitation: at each
stimulation, u rises by a fraction of the parameter U; then, during the interpulse interval (IPI),
u decays to zero according to the time constant of facilitation (τF) as follows:
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r1 and r2 designate two available reserves of E, that can be assimilated to synaptic resources
such as vesicles of neurotransmitters or availability of postsynaptic receptors. At rest, r1 = r2 =
1. At each stimulation, both reserves are decremented in proportion to the utilization of effi-
cacy, u. Furthermore, u is assumed to be shared between both synaptic reserves by factors k
and (1-k), respectively. During the IPI, r1 and r2 recover with time constants that correspond
to two time constants of recovery from depression (respectively, τR1 and τR2), as follows:
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For each sample, including either one or two calcium concentrations and five or six stimu-
lation frequencies, the model was fit to the data using an iterative procedure that minimized
the mean-squared error (MSE) between the recorded RA and the amplitudes predicted by the
model. The method to determine MSE was an implementation of that of Nelder and Mead
(1965) [83], that uses only function values and is robust although relatively slow. E was
assumed to be independent of extracellular calcium concentration and therefore one single
value of E was determined in the paired calcium manipulation experiments. One single set of
parameters was determined for an experimental block containing one (6 parameters) or both
(11 parameters) calcium concentration condition. During parameters optimization, E, U, τF,
τR1, τR2 and k were constrained as follows: E,U and k between 0 and, respectively, 10, 1 and 1;
time constants between 0 and 3 seconds with the supplementary constraint that τR1 had to be
inferior to τR2. When optimal k was equal to 1, τR2 had no more influence and was withheld
from further analysis. Robustness of fitting was estimated using the root mean-squared error
(RMSE). For the present data set, the RMSE ranged between 0.017 and 0.113.
Statistics
ANOVA and Fischer’s PLSD posthoc tests were used to examine the effects of calcium concen-
tration and stimulation frequency on response amplitude. Paired t-test was used to compare
model parameter values in 1.1 and 2.2 mM Ca++. Unless otherwise stated, population data are
summarized by their means and 95% confidence intervals; values between brackets in text cor-
respond to the 95% confidence interval. Unless otherwise stated, error bars in Figures delimit
the 95% confidence interval.
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Results
Effect of extracellular calcium concentration on response amplitude
We first examined the effect of varying the extracellular calcium concentration on the ampli-
tude of the synaptic responses at the LOT-layer Ia synapse of piriform cortex using a stimula-
tion frequency of 0.5 Hz. This frequency induced a very weak depression (-3% between first
pulse response amplitude and steady state on average) but response amplitudes were measured
only once the steady state was reached. Effect of varying extracellular calcium concentration
has been examined in 16 experiments. Six extracellular calcium concentrations were tested in
addition to the control concentration at 1.1 mM (n = 18): 0.3 (n = 3), 0.5 (n = 5), 0.7 (n = 4),
0.9 (n = 4), 2.2 (n = 8) and 3.3 mM (n = 2). One to four different concentrations were tested in
one experiment.
Fig 1A shows an example of LFP recorded in layer Ia with 3 different extracellular calcium
concentrations. In the presence of 0.5 mM calcium, the amplitude of the N-wave was about
twice smaller than in the control condition, while it was approximately twice larger with 2.2
mM calcium. Control and recoveries displayed similar amplitudes. The amplitude of the fiber
volley did not change, indicating that changes in N-wave amplitude were of synaptic origin
and did not result from changes in axonal excitability. At the population level, fiber volley
amplitude was not significantly affected by changes in calcium concentration (ANOVA,
P = 0.07, not illustrated). In contrast, N-wave amplitude depended strongly on calcium con-
centration (ANOVA, P< 0.0001).
Fig 1. Effect of extracellular calcium concentration on the amplitude of the response evoked at 0.5 Hz
at the LOT-layer Ia synapse. A: LFP recorded in layer Ia of the piriform cortex with 3 different extracellular
calcium concentrations (0.5, 1.1 and 2.2 mM). Stimulation intensity was 15 μA. B shows Hill equation fitted to
population data. Data points correspond to the mean and error bars to ± 1 SEM computed after normalizing
the individual amplitudes to their corresponding control values in 1.1 mM calcium (expressed as a
percentage). Continuous line corresponds to Hill equation fitted to the data (R2 = 0.98). “Reco”: recovery,
mean normalized response amplitude upon return to 1.1 mM calcium.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246.g001
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Population data for the N-wave are presented in Fig 1B. Before averaging, data were nor-
malized: the normalized response amplitudes, NRA, correspond to the peak amplitudes of the
N-wave in a given Ca++ concentration expressed as a percentage of the response amplitude in
the control condition (1.1 mM calcium). The mean NRA as a function of extracellular calcium
concentration, C, was fitted with Hill function:




with Amax representing the maximal response amplitude, C0.5 the extracellular calcium con-
centration eliciting half of Amax and h the Hill coefficient. Synaptic responses were virtually
suppressed (8% of control) with a calcium concentration of 0.3 mM. Reducing calcium con-
centration from 1.1 mM (control) to 0.5 mM reduced response amplitude to approximately
half (48%), yet doubling calcium concentration from 1.1 mM to 2.2 mM did not double
response amplitude. Instead, response amplitude was increased by +45% relative to control.
This indicates the presence of a saturation level which is reflected by the Amax of the fit at
+50 ± 10 (SE) %. Relative to Amax, the C0.5 has a value of 0.76 ± 0.05 (SE) mM. The Hill coeffi-
cient returned by the fit was 2.98 ± 0.33 (SE). The Hill coefficient suggests that the calcium sen-
sor responsible for neurotransmitter release is activated by the binding of 3 calcium ions.
These results suggest that the effect of extracellular calcium on response amplitude saturates
when its bath concentration is larger than 3 mM and indicate that response amplitude in 2.2
mM calcium is already close to saturation.
Effect of calcium on short-term plasticity
STP was tested with trains of five stimulating pulses delivered at frequencies between 3.125
and 100 Hz. Effects of different stimulation frequencies on the postsynaptic responses are
exemplified in Fig 2. Fig 2A displays the LFP traces for each of the 5 successive stimuli of the
trains for each frequency tested in the presence of 1.1 mM extracellular calcium. Increasing
stimulation frequency did not modify fiber volley amplitude (Fig 2A). This constancy implies
that the changes in N-wave amplitude were determined by changes at the level of synaptic
transmission. The amplitude of the N-wave as a function of stimulus time for the different fre-
quencies tested is represented by the data points in Fig 2C. The successive responses evoked by
the 3.125 Hz train displayed identical amplitudes. An enhancement of N-wave amplitude dur-
ing the stimulation train became visible at 6.25 Hz. This enhancement was maximal at 25 Hz;
at this frequency the amplitude of the N-wave induced by the fourth stimulus of the train was
1.5 time larger than that induced by the first. Amplitudes were only marginally smaller with
the third and fifth stimulus of the same train. At 50 Hz, response amplitude reached a maxi-
mum with the third stimulus that was slightly smaller than that obtained at 25 Hz (× 1.45 rela-
tive to first stimulus); response amplitude for the fourth and fifth stimulus plateaued at
comparable levels. At 100 Hz response enhancement was barely visible (× 1.2 for the third
stimulus).
In addition to increasing N-wave amplitude, increasing extracellular calcium concentration
to 2.2 mM also modified the features of STP (Fig 2B and 2C). Although less marked than with
1.1 mM calcium, response enhancement occurred with stimulation frequencies in the range
3.125–25 Hz. Yet at 12.5 and 25 Hz, maximal enhancement was visible with the second stimu-
lus of the train and response amplitude obtained with the following stimuli declined back
toward the amplitude obtained with the first stimulation. At 50 Hz and, more dramatically, at
100 Hz, response enhancement was no longer observed and was instead replaced by a progres-
sive reduction of response amplitude that was not observed in 1.1 mM calcium. In the end,
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Fig 2. Short-term plasticity with 1.1 mM or 2.2 mM extracellular calcium in one experiment. LFPs evoked in layer Ia by stimuli
applied in the LOT. Stimulation intensity was 20 μA. A: Response obtained with an extracellular calcium concentration of 1.1 mM. Each
panel corresponds to one stimulation frequency. Each panel shows five traces that correspond to the five stimuli of the train (rank color
code on top of figure). Each trace corresponds to the average of 10 sweeps. B: Same as A but in 2.2 mM calcium. Scale presented in
the 3.125 Hz panel in A applies to all the other panels in A and B. C: N-wave amplitude represented as a function of stimulus time. The
data points correspond to the experimental values (mean ± SEM) and the lines correspond to the result of the model fitted to the data.
Model parameters were optimized for both conditions (1.1 mM and 2.2 mM) at once. Parameter E was shared for both conditions.
Parameters values in 1.1 mM Ca++: U = 0.353, τF = 92 ms, τR1 = 18 ms, τR2 = 87 ms, k = 0.980. Parameters values in 2.2 mM Ca++:
U = 0.666, τF = 223 ms, τR1 = 15 ms, τR2 = 418 ms, k = 0.909. Shared parameter E = 2.761. MSE value associated with this fit: 0.003.
For illustration purpose the predicted RA has been de-normalized (RA multiplied by response amplitude obtained with first stimulus) to
be presented on the same scale as the experimental data.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246.g002
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response amplitude obtained with these frequencies declined toward the values observed with
1.1 mM calcium, with the 5th stimulation at 50 Hz and with the 3rd one at 100 Hz (Fig 2C).
The example in Fig 2 is representative of what we observed at the population level (Fig 3).
Prior to averaging, response amplitudes in both 1.1 and 2.2 mM calcium were normalized by
the amplitude obtained with the first stimulation of each stimulus trains in 1.1 mM calcium.
Fiber volley amplitude was not modified by stimulus frequency (ANOVA, P = 0.70 in 1.1 mM
calcium, P = 0.99 in 2.2 mM calcium). In contrast, N-wave response amplitude was strongly
and significantly depended on stimulation frequency (P<0.0001 in both 1.1 and 2.2 mM cal-
cium) as well as on pulse ordinal number (P<0.0001 in both 1.1 and 2.2 mM calcium).
Population data with 1.1 mM extracellular calcium (n = 17) are represented by open red
circles in Fig 3. Response enhancement was weak at 3.125 Hz (+7% relative to first pulse
response). Although weak, the increase in response amplitude was significant for pulses 2–5 in
comparison to pulse 1 (Fisher’s PLSD, P<0.0001). Response enhancement was slightly stron-
ger (+28%) at 6.25 Hz and quite important at 12.5 Hz (+50%). The maximal enhancement was
achieved at 25 Hz (+60%). At 50 Hz the response enhancement (+48%) was less marked than
at 25 Hz. For these four frequencies, the maximal enhancement was reached with the third
pulse of the stimulus train (pulse 1 vs. pulse 3: P<0.0001 at 6.25–50 Hz; pulse 2 vs. pulse 3:
P = 0.001 at 6.25 Hz, P<0.0001 at 12.5 and 25 Hz, P = 0.0001 at 50 Hz) while amplitude for the
third, fourth and fifth pulses did not differ significantly, indicating that response amplitude
reached a plateau level at the third pulse. Response enhancement (+12% max) was largely lost
at 100 Hz: response amplitude with the second and third pulses were significantly larger than
Fig 3. Short-term plasticity in 1.1 and 2.2 mM calcium: Population data (n = 17 experiments with 1.1 mM calcium and 8
experiments with 2.2 mM calcium). Before averaging, N-wave amplitudes in both 1.1 and 2.2 mM calcium were normalized by
that obtained with the first stimulus of each trains in 1.1 mM calcium. Error bars correspond to the 95% CI. Stimulation ranks are
presented on the x-axis. Hollow red circles and green squares represent the means of the experimental data in 1.1 and 2.2 mM
calcium, respectively. Filled magenta circles and blue squares correspond to the means of the values predicted by the model in 1.1
and 2.2 mM calcium, respectively.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246.g003
Calcium and short-term plasticity in adult mouse piriform cortex
PLOS ONE | https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246 August 18, 2017 10 / 29
 125    
129
with first pulse (P = 0.03 and 0.008 respectively) but those with the fourth and fifth pulse were
not significantly different from that with the first pulse (P = 0.2 and 0.3 respectively).
In 2.2 mM calcium (n = 8; open green squares in Fig 3) the amplitude of the response
evoked by the first stimulus in each train was 49% higher on average than in 1.1 mM calcium,
as shown above (Fig 1). As in 1.1 mM calcium, a weak response enhancement was observed at
3.125 Hz (maximum +8% relative to first pulse response amplitude) as well as a slightly stron-
ger enhancement at 6.25 Hz (maximum +22%). For both frequencies, response amplitude
reached a plateau at the second stimulating pulse (pulse 1 vs. pulses 2–5: P<0.0001 but no sig-
nificant difference between pulses 2–5). For higher stimulation frequencies, the dynamics of
STP diverged from that observed in 1.1 mM calcium: first, maximal response enhancement
was obtained at 12.5 Hz (+29%) rather than at 25 Hz (+22%). Second, in 2.2 mM calcium
responses at 12.5 Hz and 25 Hz were not followed by a plateau but by a decline in response
amplitude: response amplitude was significantly less for the fifth pulse compared to the third
one at 12.5 Hz (P = 0.03), and significantly less for the fourth and fifth pulse compared to the
third one at 25 Hz (P = 0.02 and 0.0001, respectively). Despite this decrement, response ampli-
tudes with the fifth stimulus were still larger than in 1.1 mM calcium (12.5 Hz: P<0.0001; 25
Hz: P = 0.005).
At 50 Hz the trends observed at 25 Hz were accentuated: response enhancement was
weaker (maximum +12% with pulse 2), although still significant (P = 0.001 and 0.01 for second
and third pulse responses compared to first pulse response), and was followed by a stronger
response decline, such that response amplitude with the fifth pulse was actually less (-13%)
than with the first (P = 0.0007). This decline brought response amplitude back to the values
obtained in 1.1 mM calcium for the fourth and fifth stimulation pulse (P = 0.4 and 0.9 respec-
tively). At 100 Hz there was no response enhancement in 2.2 mM calcium and response ampli-
tude instead declined progressively throughout the stimulation train (-49% between the first
and fifth pulse). All pulse comparisons were significant (P between 0.0004 and<0.0001). This
strong decline brought response amplitude to values comparable to those obtained in 1.1 mM
calcium at the third pulse and response amplitude for the third, fourth and fifth stimulation
did not differ significantly in 1.1 and 2.2 mM calcium (P = 0.2, 0.9 and 0.3 respectively).
Altogether, although response amplitude for the first stimulation was higher in 2.2 mM cal-
cium, weaker facilitation and/or stronger depression progressively attenuated this difference,
or even suppressed it at high stimulation frequency.
We also performed intracellular recordings in order to more precisely identify the synaptic
responses evoked by LOT stimulation and their STP. Intracellular recordings were performed
in layer 2 of piriform cortex. We concentrated on 5 cells with monosynaptic excitatory post-
synaptic potentials. The mean resting membrane potential was –79 mV [–79 - –85] and the
mean input resistance was 38 MO [27–43]. In response to suprathreshold depolarizing current
pulses, the cells emitted wide action potentials (half width at half-height: 0.64 msec [0.61–
0.67]) and spike firing was regular with adaptation (not illustrated). These features suggest
these cells were semi-lunar cells [84]. Effect of stimulation frequency on postsynaptic response
is illustrated by one example in Fig 4A and 4B; the population data are presented in Fig 4C.
Extracellular calcium concentration was 1.1 mM in all cases. Qualitatively, response amplitude
as a function of stimulation frequency and of stimulus ordinal number showed the same fea-
tures as observed with extracellularly recorded N-wave in 1.1 mM calcium: response amplitude
showed little change when elicited at 3.125 Hz. Response enhancement was observed with
higher stimulation frequencies and showed a maximum at 25 Hz. At 6.25–25 Hz, response
amplitude reached a plateau at the third stimulation. Enhancement was only weak at 100 Hz
and the response amplitude at this frequency returned to control response amplitude with
the fifth pulse of the train. No synaptic summation was observed at 25 Hz; this suggest that
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Fig 4. Short-term plasticity in intracellularly recorded cells with 1.1 mM extracellular calcium. A: Postsynaptic responses evoked
by electrical stimulation applied in the LOT (stimulation intensity 6 μA). Each panel corresponds to one stimulation frequency. Each
panel shows five traces that correspond to the 5 stimulus ranks of the train (color code on top of figure). Each trace correspond to the
average of 8 sweeps. B: EPSP amplitude as a function of stimulus time. Amplitudes were measured at a delay of 6 msec after
stimulation and were calculated relative to baseline measured at the foot of each EPSP in order to cancel effect of temporal summation
at high frequency. The data points correspond to the experimental values (mean ± SEM). C: Population data (n = 5). EPSP amplitudes
were normalized before averaging by the amplitude obtained with the first stimulus of each trains. Error bars correspond to the 95% CI.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246.g004
Calcium and short-term plasticity in adult mouse piriform cortex
PLOS ONE | https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246 August 18, 2017 12 / 29
 127    
131
response enhancement, that was maximal at this frequency as for the N-wave, was not due to
nonlinearities introduced by postsynaptic membrane potential changes, such as recruitment of
NMDA receptors [85] or activation of persistent sodium conductance [86]. Maximal facilita-
tion (+127%, Fig 4C) appears larger than in LFP recordings (Fig 3) but this does not necessar-
ily imply a difference between intracellular and extracellular recording: as previously reported
[84], STP differed widely between cells and the average based on our limited sample of intra-
cellular recordings was unlikely to match the average based on hundreds or thousands of cells
simultaneously recorded in the LFPs.
Short-term plasticity model
The experimental data suggested that STP at the LOT-layer Ia connection involves the interac-
tion of facilitatory and depressant mechanisms with different temporal profiles, and moreover,
that their relative contributions depended on extracellular calcium concentration. To achieve a
quantitative description of these mechanisms, we used a model of STP adapted from models
described in previous studies [53, 81, 82]. In order to satisfactorily fit the data, our model
required 3 mechanisms: one facilitation and two depressions distinguished by their time con-
stants of recovery. When experimental data were obtained with both 1.1 mM and 2.2 mM, the
model was fitted on both datasets at once, with E as a shared parameter.
As highlighted in Fig 2C, the STP model reproduced the experimental data quite well (1.1
mM calcium: red line; 2.2 mM calcium: green line). The model suggests that, in this example,
the dynamics of STP in 1.1 mM calcium can be accounted for by the presence of 3 phenomena:
a facilitation mechanism with a recovery time constant of 92 msec, and two depression mecha-
nisms that recovered with time constants of 18 and 87 msec. Yet the slowest depression
impinged on only 2% of the available reserve (k = 0.98). Thus, response enhancement up to 25
Hz can be accounted for by the presence of short-term facilitation. Response enhancement
was less marked at higher frequencies as a consequence of the recruitment of the short-term
depression mechanism with a short time constant of recovery, which counteracted facilitation.
The model fitted to the data obtained in 2.2 mM calcium suggests the following changes to
explain the differences observed between the two conditions: an 89% increase in resource utili-
zation for the first response (U) accounts for the increased response amplitude in 2.2 mM cal-
cium (U = 0.666 in 2.2 mM calcium vs.U = 0.353 in 1.1 mM calcium). The time constant of
facilitation appears to be longer (223 msec). Yet, k decreased (k = 0.909), revealing a more
important utilization of the slow depression mechanism than in control condition, that partially
counteracted facilitation even at low frequency. Therefore the greater depression observed with
the increase of calcium concentration can be explained by the increase of U–leading to stronger
resource utilization–while appearance of depression for frequency lower than in 1.1 mM cal-
cium results from the change in the value of k.
The population data for the relative amplitudes predicted by the model are represented by
magenta circles (1.1 mM calcium) and blue squares (2.2 mM calcium) in Fig 3. Overall, the
predicted values overlap well with the experimental data. Ability of the model to properly fit
the data is further illustrated in Fig 5, which shows that the predicted response amplitudes are
highly correlated with the amplitudes actually measured (correlation r2 = 0.962 in 1.1 mM cal-
cium and 0.986 in 2.2 mM calcium).
The overall quality of the model fit was estimated by the RMSE. At the population level
the mean RMSE was 0.047 [0.036–0.058] (n = 17). We tested other variants of the model. The
first variant was a model with only one depression mechanism (as in: [81, 82]). The RMSE val-
ues returned by this first variant were significantly higher (P = 0.003, paired t-test) by +45%
[+11%—+79%] on average in comparison to the initial model. The second variant was one in
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which parameter Ewas allowed to vary in the different calcium concentration conditions. For
the 8 experiments in which the 2 calcium concentrations were tested, the mean RMSE was sig-
nificantly (P = 0.008) lower (mean difference: -15% [-24%—-6%]), but this had the inconve-
nience of assuming that E, the total synaptic resource, varies with calcium concentration. The
third variant was a model in which, in addition to E, the time constants of recovery from depres-
sion and facilitation were shared between the two calcium concentrations. This third variant
performed less well on average: the RMSE was significantly (P = 0.03) increased by +32%
[+11%—+53%] on average in comparison to the original model.
Distribution of model parameter values are presented in Fig 6 while Fig 7 presents scatter
plots for each parameter in 1.1 vs. 2.2 mM Ca++.
The parameter E corresponds to the maximum potential response, that is, a ceiling level for
the response amplitude given the experimental conditions of the study. The mean value
returned by the model was 2.825 [2.422–3.228] (Fig 6A). In other words, E represents, on aver-
age, 2.8 times the response amplitude at the first stimulation of a train in 1.1 mM calcium.
The parameter U allows defining the first level of u and corresponds to the fraction of E that
is used at the first stimulation of a train. U increased with calcium concentration: U in 1.1 mM
Ca++ was distributed from 0.198 to 0.571, with a mean of 0.377 [0.329–0.424] (Fig 6B). U was
larger (+45%) in 2.2 mM Ca++, with a mean at 0.548 [0.456–0.639]. Fig 7A shows the effect of
increasing calcium concentration in a pairwise fashion. The increase of Uwas observed in all
cases and was highly significant (P = 0.001, paired t-test).
Likewise, the time constant of facilitation was strongly affected by increasing Ca++ (Fig 6C).
The mean value of τF in 1.1 mMCa
++was 157 msec [0.139–0.176] and appeared to be shorter
than the mean value obtained in 2.2 mMCa++, which was 236 msec [0.199–0.272]. When exam-
ined in a pairwise fashion we again notice a systematic and highly significant (P = 0.0003) increase
of τF in 2.2 mMCa
++ (Fig 7B). The mean increase was +86% [+59%—+112%].
The parameter k determines the allocation of the synaptic resources into two subgroups,
one that shows a fast and the other a slow recovery from depression. A value of 1 corresponds
to cases where the slow depression mechanism was not required for fitting the data. This was
the case in 6 of the 9 experiments where tests were made with 1.1 mM calcium only. On the
Fig 5. Scatterplot of RA values predicted by the model vs. observed RA values (n = 715 data points).
Diagonal represents line of equality. The r2 of the linear correlation between predicted and measured values
was 0.962 in 1.1 mM calcium and 0.986 in 2.2 mM calcium.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246.g005
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other hand, k<1 in most of the experiments (7/8) where both 1.1 and 2.2 mM calcium were
tested (Figs 6D and 7C). Yet in these cases, k was on average higher in 1.1 mM calcium than in
2.2 mM calcium (P = 0.038, Fig 7C). On average, the value of k was 0.82 [0.78–0.86] in 2.2 mM
Ca++, meaning that about 20% of the synaptic resource underwent a process of slow recovery
from depression. This proportion was less in 1.1 mM Ca++: for the whole sample, the mean
value of k was 0.93 [0.88–0.97] and it was 0.89 [0.83–0.96] for the subsample of experiments in
which both 1.1 and 2.2 mM Ca++ were used.
Since k>> 0 in all cases, the depression mechanism with fast recovery was systematically
observed in both 1.1 and 2.2 mM Ca++. The recovery time constant for this mechanism, τR1,
was independent from calcium concentration (P = 0.3, Fig 7D). τR1 averaged 19 msec [16–22
msec] in 1.1 mM Ca++ and 17 msec [13–20 msec] in 2.2 mM Ca++ (Fig 6E).
The depression mechanism with slow recovery displayed a recovery time constant, τR2, that
averaged 140 msec [79–202 msec] in 1.1 mM Ca++ and 266 msec [125–407 msec] in 2.2 mM
Ca++ (Fig 6F). Despite a trend for being slightly longer in 2.2 mM Ca++, the τR2 values did not
Fig 6. Short-term plasticity parameters at population levels with 1.1 and 2.2 mM calcium. Parameters optimized to fit the observed
STP data are summarized as means and 95% confidence intervals (upper part in each panel) and as cumulative distributions (centile
plots, lower part in each panel) for data obtained in 1.1 mM (red circles) and 2.2 mM calcium (green squares). The dashed line at 50% in
the centile plots indicates the median of the distributions and lines at 25% and 75% delineate the interquartile range. A: E, efficacy. B: U,
utilization of efficacy on a single stimulation at rest (fully recovered and non-facilitating). C: τF, time constant of facilitation. D: k, coefficient
defining the partition of synaptic resources in two subgroups subjected to different time courses of recovery from depression. E: τR1, time
constant of recovery for fast depression. F: τR2, recovery time constant of recovery for slow depression.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246.g006
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differ significantly between the two calcium concentrations (P = 0.2, Fig 7E). The slow depres-
sion recovery time constant was of the same order of magnitude as the facilitation time constant
but there was no correlation between τF and τR2 (r
2 = 0.26 and P = 0.5 in 1.1 mM Ca++, r2 = 0.45
and P = 0.3 in 2.2 mM Ca++, not illustrated).
The parameters returned by the model allowed reconstructing STP over a continuum of
stimulation frequency. Fig 8 displays the predicted relative response amplitudes as a function
of pulse ordinal number and stimulation frequency. In 1.1 mM calcium, the simulated RA
reached a maximum that remained at 23 Hz with all stimulating pulses. The dynamic range
increased from +41% with the second pulse to +65% with the fifth pulse, in close agreement
with the experimental data (+35% and +58%, respectively, at 25 Hz). The range of frequencies
over which response amplitude was more than half the maximal amplitude obtained for each
pulse was quite broad with the second pulse (6–130 Hz) but narrowed with the following
pulses to be restricted to the frequencies corresponding to active sniffing and to the beta and
gamma band (7–76 Hz with the second pulse, 7–60 Hz with the fifth pulse).
In comparison to that observed in 1.1 mM, the dynamic range was reduced in 2.2 mM cal-
cium, with a maximal enhancement at +22% with the second pulse and at +14% only with the
fifth pulse. The frequency at which the maximum RA was reached was lower with the second
pulse (17 Hz) and furthermore, it progressively drifted toward lower frequency with the
Fig 7. Scatter plot of short-term plasticity parameters for experiments performed with both 1.1 and 2.2 mM calcium (n = 8). A:
U, utilization of efficacy on a single stimulation at rest (fully recovered and non-facilitating). B: τF, time constant of facilitation. C: k,
partition of synaptic resources. D: τR1, time constant of recovery for fast depression. E: τR2, recovery time constant for slow depression.
Diagonal lines represent equality lines. Open symbols correspond to individual experiments, plain symbols represent the mean for the
subsample of experiments in which STP was tested in both 1.1 and 2.2 mM calcium, associated bars correspond to the 95%
confidence intervals.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246.g007
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following stimulation pulses (8 Hz with the fifth pulse). The half maximal amplitude frequency
range drifted in parallel (5–50 Hz with the second pulse, 3–19 Hz with the fifth pulse). Finally,
except for second pulse response, RA decreased below first pulse amplitude for frequencies
within the gamma range (third pulse) and within the beta band (fifth pulse) whereas stimula-
tion frequencies>100 Hz would be required to induce such reduction in 1.1 mM calcium.
Altogether these data show that the features of STP at the LOT-layer Ia synapse endows
piriform cortex with the ability to amplify its afferent olfactory inputs. Yet using a “classical”
extracellular calcium concentration (2.2 mM) resulted in underestimating both the amplifica-
tion and the frequencies over which amplification took place. Using an in vivo-like ACSF
revealed a larger amplification of synaptic responses especially when stimulation frequency
straddled the range reported to be associated with odor-induced oscillations in the olfactory
bulb.
Discussion
Our experimental data showed that, provided extracellular calcium concentration corresponds
to that measured in vivo, response dynamics at the LOT-layer Ia synapse is characterized by a
considerable response enhancement. This enhancement was maximal in the beta frequency
range, although it also impinged on the gamma frequency range and on the range of frequen-
cies associated with active sniffing. The STP model fitted to the data indicated that this
enhancement was essentially achieved through the interaction of 3 mechanisms: a facilitation
mechanism with a recovery time constant of 157 msec on average, that resulted in a progres-
sive increase in response amplitude when stimulation frequency was> about 2 Hz, a fast
depression mechanism with a recovery time constant of 19 msec that curtailed facilitation
Fig 8. Relative response amplitude as a function of stimulation frequency reconstructed from short-term plasticity
model parameters in 1.1 mM calcium (left) and 2.2 mM calcium (right). The simulation was computed using the mean of the
parameter values after excluding one extreme value on each side of the distributions to limit possible influence of outliers. The
frequency range has been subdivided into frequency bands typically observed in rodent olfactory bulb: SB, slow breathing (1–5
Hz); AS, active sniffing (6–10 Hz); ȕ, beta band (15–37.5 Hz); Ȗ, gamma band (37.5–65 Hz); Ȗh, high gamma band (>65 Hz). The
alpha band (8–12 Hz) is not represented as it partially overlaps with the AS band.
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246.g008
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when stimulation frequency was> 23 Hz, and, in some cases, a depression mechanism with
slower recovery. Increasing calcium concentration to 2.2 mM unsurprisingly increased the
amplitude of responses evoked at low frequency but it also reduced the dynamic range of
response enhancement. Furthermore, depending on pulse ordinal number, the frequency at
which enhancement was maximal drifted from the low beta band to the alpha band. Finally,
at stimulation frequency>30–50 Hz, depression took over to the extent that response ampli-
tude could be similar to that obtained in 1.1 mM calcium. The STP model provided three
explanations for the changes induced by increasing calcium concentration: the longer time
constant of facilitation accounted for part of the shift of enhancement toward lower frequen-
cies; the slow depression mechanism, more prominent than in 1.1 mM calcium, also contrib-
uted to the shift of response enhancement toward lower frequencies; finally larger depletion of
synaptic resources with the first pulse resulted in reduced reserve availability, in turn leading
to stronger depression at high frequency.
Effect of calcium on response amplitude at low stimulation frequency
That postsynaptic response amplitude depends on extracellular calcium concentration is a well
established fact that has been reported in numerous studies. Quantitative studies exploring
this relationship initially examined the initial portion of the calcium concentration vs. re-
sponse amplitude curve that can be linearized in logarithmic representation, while later studies
relied on fitting the whole relationship with, among others, Hill equation as in the present
study (Fig 1). These studies all demonstrated a nonlinear relationship between extracellular
calcium concentration and response amplitude, with an exponent between 2 and 5 [87–95].
An exponent value of 2.5 has previously been reported in the piriform cortex [90], quite close
to the Hill coefficient value of 3 reported here. A Hill coefficient of 3 suggests the cooperative
action of three calcium ions in neurotransmitter release at the LOT-layer Ia synapse. Similar
degree of cooperativity has been reported in other preparations [88, 93, 95]. The nonlinearity
in the relationship between calcium concentration and response amplitude leads to the pres-
ence of a saturation level. This saturation level varies between synapse types, being⇡10 mM in
the neuromuscular junction [88] and⇡5 mM in hippocampus [93]. Interestingly, in neocortex
Rozov et al. (2001) [94] found that the saturation level depended on the identity of the postsyn-
aptic neurons rather than that of the presynaptic neurons:⇡2 or⇡5 mM depending on
whether the neurons postsynaptic to pyramidal cells were multipolar or bitufted interneurons.
Our data also revealed the presence of a saturation of response amplitude with a calcium con-
centration of⇡5 mM in piriform cortex.
Comparison with previous short-term plasticity studies in piriform cortex
Short-term synaptic plasticity in piriform cortex has been examined in a number of studies,
both in vivo and in vitro. Without exception all the studies relying on paired-pulse protocols
revealed paired-pulse facilitation at the LOT-layer Ia synapse [84, 96–101]. The interpulse
interval eliciting maximal facilitation varied from one study to another but most studies
reported optimal intervals falling within the beta frequency range. Nevertheless, approaches
based on paired-pulse protocols do not allow examining the whole dynamics of STP. For
example, in our case the paired-pulse ratio indicated a maximal facilitation in the low beta
range in 2.2 mM calcium, yet facilitation appeared to drift toward lower frequencies with addi-
tional stimuli (Fig 8). Fewer studies examined STP with trains of pulses [82, 97, 100, 102–104].
Qualitatively, our results conform with those obtained in these previous studies, although dis-
crepancies can be noticed that may in part be attributed to differences in stimulation protocols,
in animal’s developmental stage, and, for in vitro studies, in ionic composition of the ACSF
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(see below). In relation to these issues, it is noteworthy that our results (Figs 2 and 3) are very
close to those obtained by Richards (1972) [97] under experimental conditions very similar to
ours. Thus, typically, at the LOT-layer Ia synapse, response enhancement is observed over a
range of frequencies that includes the alpha, the beta and, eventually, the gamma bands; at
high stimulation frequency, recruitment of depression mechanisms tend to counteract
response enhancement.
The phenomenology explained by the model
The phenomenology of STP at the LOT-layer Ia synapse is quite well established. We wanted
to go further by unraveling the underlying mechanisms. For this purpose we fitted our experi-
mental data with an STP model (adapted from: [53, 81, 82]). Optimal fit of the data required
three distinct mechanisms: a facilitation mechanism and two depression mechanisms. The
depression mechanisms operated on two time scales. Interestingly, the contribution of the
slowest of the two depression mechanisms depended on extracellular calcium concentration.
Extracellular calcium concentration also affected the time course of facilitation.
The time course of facilitation we report here is comparable to that reported at several other
synapses (e. g., [105–110]). Several models of STF have been proposed (reviewed in: [29, 111]):
the classical “residual calcium hypothesis” [112], which posits that accumulation of free cal-
cium in the presynaptic terminals facilitates subsequent release of neurotransmitters; presence
of high-affinity calcium binding sites with slow recovery, that would either cooperate with the
main release sensor or that would facilitate presynaptic calcium current [95, 107, 113–116];
and saturation of endogenous calcium buffers [94, 117].
We found that the time constant of recovery from facilitation was longer with higher cal-
cium concentration (Figs 6 and 7). Although it is well established that changing extracellular
calcium concentration determines that amplitude of facilitation, we are unaware of studies
demonstrating that such manipulation also affects the time course of facilitation. This calcium
dependency suggests that the free residual calcium model is not sufficient to explain facilita-
tion: extrusion of free calcium should display a single time constant independently of intracel-
lular calcium concentration. Jackson and Redman (2003) [118] showed that the time constant
of calcium concentration decay in synaptic terminals, τ, can associate two mechanisms, sum-
marized by the equation: τ = τ0 × (1+κE), where τ0 corresponds to the time constant of the cal-
cium extrusion mechanism and κE to the calcium binding capacity of an endogenous calcium
binding protein. An increase in τf would readily be explained if κE increases with extracellular
calcium concentration.
Our results also suggest that two different depression mechanisms operate at the LOT-layer
Ia synapse in our experimental conditions (Figs 6 and 7): the first one, observed in all cases,
was characterized by a fast recovery time constant (<20 msec on average); the second one,
whose involvement depended on extracellular calcium concentration, displayed a slower
recovery time constant (100–200 msec). As these two mechanisms were revealed with rela-
tively few stimuli, we cannot exclude additional depression mechanisms that would be
revealed with longer stimulus trains. Actually, an additional depression mechanism recovering
within 100 sec has been evidenced in piriform cortex with stimuli consisting in trains of hun-
dreds of pulses [97, 102].
As for facilitation, several models have been proposed for explaining STD. Few of these
mechanisms are postsynaptic and most are presynaptic. As these different mechanisms are
associated with different time courses, several may operate at a given synapse.
One postsynaptic mechanism of STD, namely AMPA receptor desensitization, has been
proposed to operate at some central synapses [119, 120]. Interestingly, the time constant of
Calcium and short-term plasticity in adult mouse piriform cortex
PLOS ONE | https://doi.org/10.1371/journal.pone.0183246 August 18, 2017 19 / 29
 134    
138
recovery for this mechanism is quite fast [120–122] and appears to be similar to the time con-
stant of recovery for the fast depression mechanism we report for the LOT-layer Ia synapse.
More traditionally, STD has been attributed to presynaptic mechanisms (reviewed in: [29,
111, 123, 124]. Among these, a fast mechanism recovering also in a few tens of msec has been
reported at various synapses (e. g., [125–128]). One possible explanation for this short-lasting
STD is a refractoriness of the release sites: once the immediately releasable vesicle pool has
been exocytosed, release sites would be unavailable for a second release. Short-lasting inactiva-
tion of calcium currents has been proposed as an alternative mechanism [126].
Another presynaptic mechanism of STD corresponds to the emptying of the readily releas-
able pool of synaptic vesicles. This well documented mechanism has been demonstrated
mostly in protocols based on large number of stimuli (e. g., [129–131]). Furthermore, recovery
of the readily releasable pool appears to be a slow process characterized by time constants of
seconds to minutes (e. g., [102, 132–134]). Our stimulation protocol was based on few stimu-
lating pulses, and the recovery from depression was complete in much less than one second.
This suggests that exhaustion of the readily releasable pool of vesicles was not the mechanism
involved in our data.
In between fast and slow recovery mechanisms, depression mechanisms recovering with a
time constant of the order of a few hundred msec, as our second depression mechanism, have
been reported in multiple structures (e. g., [82, 108, 121, 135–137]). In our experiments we
found that the strength of this type of depression increased with higher calcium concentration.
Comparable calcium dependency has been reported at other synapses. In particular, at the
climbing fiber to Purkinje cell synapse, Dittman and Regehr (1998) [135] demonstrated the
presence of a depression mechanism, nearly lacking in 1 mM extracellular calcium, whose
recovery accelerated in proportion of the extracellular calcium concentration. A calcium-depen-
dent recovery process has also been observed in neocortex [136]. Beside, studies demonstrated
that inactivation of voltage-dependent calcium channels can contribute to STD (reviewed in:
[95, 111, 124]). As for facilitation, calcium-dependent STD could implicate calcium binding
proteins, that could in turn regulate various processes such as voltage-dependent calcium chan-
nel inactivation or recovery of the immediately releasable vesicle pool [95, 114, 115, 135].
Effects of animal age and of extracellular calcium on short-term plasticity
Developmental stage, ionic concentrations and temperature are important variables in STP.
We wished to examine STP in experimental conditions that were as close as possible to those
prevailing in the adult brain in vivo. For this purpose we used brain slices, maintained at near
physiological temperature, from adult mice and we took care to use extracellular ionic concen-
trations as close as possible to those reported in the interstitial fluid in vivo (see Methods).
A number of studies examining STP have been performed at room temperature, yet STP
mechanisms may be differently affected by temperature. For example, Klyachko and Stevens
(2006) [109] revealed profound effect of temperature on STP in hippocampus: depression
dominated at room temperature but facilitation and augmentation prevailed when tempera-
ture(33˚C.
It is also now well established that STP is strongly impinged by the developmental stage.
For example, studies in neocortex demonstrated that STD, which prevails in immature
animals, is reduced in adults while STF becomes more prominent [108, 138–143]. These de-
velopmental changes may be the consequence of an increase in endogenous adenosine concen-
tration [137]. Developmental changes in STP have been reported also in a number of other
structures, for example in the hippocampus (e. g., [144, 145]) and at the calyx of Held synapse
[146].
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Yet, even with adult animals, studies examining STP in vivo [110, 147–151] typically
reported more facilitation and/or less depression than in analogue structures studied in vitro.
Part of the difference might be explained by the presence of spontaneous activity that results in
a steady state depression in vivo [148, 150, 152]. Another difference between in vivo and classi-
cal in vitro studies is calcium concentration: 1–1.2 mM in vivo vs. 2–2.5 mM in most in vitro
studies. One reason initially invoked for justifying the use of high calcium concentration in
vitro was that it improved the stability of intracellular recordings [153]. Hence a number of
studies also demonstrated strong effects of calcium concentration on STP. In particular studies
comparing STP in “classical” in vitro calcium concentration and in in vivo-like calcium con-
centration showed larger facilitation and/or reduced depression with the later [109, 110, 135,
150, 151, 154–156].
Our study is a further demonstration of the importance of calcium concentration in STP,
here in piriform cortex. Noticeably, had we stuck to the traditional approach of using young
animals and high calcium concentration, we would have missed the large response enhance-
ment in response to stimuli delivered in the beta frequency. Linking short-term plasticity in
piriform cortex to rhythmic activity in the olfactory bulb would have then been more tentative.
Conclusion
Our results indicate that the interplay of three short-term plasticity mechanisms results in a
frequency dependent enhancement of postsynaptic response amplitude at the LOT-layer Ia
synapse in piriform cortex. In the in vivo-like ACSF the maximal enhancement was observed
in the beta frequency range but was still large in the gamma frequency range (Fig 8). Beta and
gamma oscillations are typically associated with olfactory stimulation in the olfactory bulb [13,
35–49]. Thus, in contrast to the hypothesis that oscillations are simply an epiphenomenon of
circuit architecture, our results suggest that oscillations in the olfactory bulb have a functional
impact on information transfer in downstream structures. More generally, beta and gamma
oscillations are observed in a number of cortical and subcortical structures and are associated
with sensory perception and with various cognitive tasks. It remains to be determined whether
postsynaptic response enhancement in response to afferent stimulation at beta and gamma fre-
quencies also takes place in these structures.
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 1. Résumé 
L’objectif de cette étude était d'examiner l’effet de l'adénosine sur la plasticité à court terme chez 
dans le cortex de la souris adulte.  L’adénosine joue sur la transmission synaptique en particulier 
via ses propriétés anticonvulsives par l’intermédiaire des récepteurs A1 présynaptiques en 
inhibant la libération de glutamate. Par ailleurs, la plasticité synaptique à court terme peut être 
modulée par la probabilité de libération des neurotransmetteurs. Ainsi l’adénosine a une influence 
directe à la fois sur la transmission synaptique et sur la plasticité synaptique à court terme. 
La transmission synaptique a été étudiée en réalisant des enregistrements électrophysiologiques 
dans la couche Ia du cortex piriforme de la souris à une fréquence de stimulation de 0.5 Hz. L’effet 
de l’adénosine exogène sur la transmission synaptique a été testé en supplémentant le milieu 
d’incubation avec différentes concentrations d’adénosine (10, 30, 100, 300 et 1000 µM). L’effet 
de l’adénosine endogène sur la transmission synaptique a également été étudié en bloquant les 
récepteurs A1 avec un antagoniste spécifique de ces récepteurs, le CPT (0.2 µM, 1 µM). Nos 
résultats montrent que la transmission synaptique est d’autant plus diminuée que la concentration 
en adénosine augmente. A l’inverse, le blocage du récepteur A1 à l’adénosine par le CPT 
augmente la transmission synaptique. 
Dans un deuxième temps, nous avons étudié l’effet de l’adénosine (exogène et endogène) sur la 
plasticité synaptique à court terme dans la couche Ia du cortex  piriforme chez la souris. Le 
protocole de stimulation consistait à appliquer des trains de stimulation, composés de 5 pulses 
consécutifs, à différentes fréquences (entre 3.125 et 100 Hz) au niveau du tractus olfactif latéral. 
Nos résultats montrent que l’augmentation de la concentration d’adénosine pour des fréquences 
supérieures à 25 Hz augmente la contribution de la facilitation. Ainsi, l'effet de l’adénosine pourrait 
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s’apparenter à un filtre passe-haut. A l’inverse, le blocage des récepteurs de l’adénosine A1 
augmente la contribution de la dépression par rapport à la facilitation. 
Par ailleurs, un modèle de plasticité synaptique (Gleizes et al., 2017) a été adapté à nos données 
expérimentales. Ce modèle permet de fournir une description phénoménologique des 
dynamiques à court terme des réponses synaptiques au moyen de divers paramètres. En situation 
contrôle, la plasticité que nous observions s’expliquait par 3 mécanismes : une facilitation et deux 
dépressions (Gleizes et al., 2017). Dans l’étude présente, nos résultats révèlent que des 
concentrations croissantes d’adénosine réduisent l’impact de la dépression. En effet, avec de 
fortes concentrations en adénosine la plasticité observée ne s’explique plus que par un seul 
mécanisme de facilitation. Le modèle révèle également que le facteur U, définit comme étant la 
probabilité initiale de libération des neurotransmetteurs, est modifié en fonction de nos conditions 
expérimentales. La probabilité initiale de libération des neurotransmetteurs est augmentée en 
présence de CPT tandis qu’elle est diminuée en présence de concentrations croissantes 
d’adénosine. Le facteur U serait proportionnel à la concentration intracellulaire de calcium dans 
le bouton présynaptique. L’adénosine et le CPT joueraient ainsi de manière opposée sur la 
concentration intracellulaire de calcium, qui a son tour induit une consommation plus ou moins 
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ABSTRACT
Neuronal activity in the brain is characterized by a diversity of  oscillatory phenomena, some associated
with the sleep/waking cycle and others with diverse behavioral and cognitive processes.  Single-unit
activity  is  often phase-locked with oscillations  recorded in the  local  field  potential.   We examined
whether and how different oscillatory activities affect short-term plasticity and how adenosine controls
this short-term plasticity.  For this purpose we used the olfactory system as a model.  Indeed, during
odorant stimulation, the olfactory bulb displays a slow (1-10 Hz) respiratory rhythms as well as promin-
ent beta and gamma oscillations.  Furthermore, studies showed that the firing of  mitral and tufted cells,
which project to the anterior piriform cortex, is phase-locked with both beta and gamma oscillations.
We examined short-term plasticity in slices of  adult mouse piriform cortex maintained in vitro in an in
vivo-like ACSF.  In our in vitro study, we replaced the presynaptic neuronal firing rate by controlled and
repeated electrical stimulation (trains consisting in 5 pulses, frequency between 3.125 and 100 Hz) ap-
plied to the lateral olfactory tract.  Postsynaptic responses were recorded in layer 1a of  the piriform
cortex.  Our results revealed a considerable enhancement of  postsynaptic response amplitude for stim-
ulation frequencies in the beta and gamma range.  The data were fit with a phenomenological model of
short-term plasticity adapted from that of  Tsodyks et al. (1998).  The parameters of  the model indicate
that the observed results can be explained by the interplay between a short-term facilitation mechanism
(time constant 184 msec) and two short-term depression mechanisms, with fast (less than 20 msec on
average) and slow (101 msec) recovery time constants.  In the presence of  adenosine (10-1000 µM), re -
sponse amplitude decreased while short-term plasticity became more dominated by facilitation and less
antagonized by depression.  Both changes compensated for the decreased response amplitude in a fre-
quency dependent manner: compensation was strongest at high frequency, up to restoring response
amplitude to that measured in control conditions.  The model suggested that the principal effect of  ad-
enosine was to decrease initial release probability; increased facilitation hereby ensued due to increased
available resources.  Altogether these results suggest that adenosine acts as a high-pass filter.  
INTRODUCTION
Neuronal activity in the brain is associated with various oscillatory phenomena. Different kinds of  os -
cillation have been categorized as a function of  their frequency ranges and their association with cog-
nitive,  perceptive or vegetative processes.  A slow rhythm (< 1Hz), delta oscillations (1-4 Hz) and
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spindles (11-15 Hz) are characteristic of  non-REM sleep (Adrian and Matthews 1934; Steriade et al.
1993; McCormick et al. 2015).  Alpha waves (8-12 Hz) are observed during quite rest (Berger 1929) and
are associated to attentional processing (VanRullen et  al.  2014).   Beta oscillations (13-35 Hz) were
mainly associated to motor preparation (Jasper and Penfield 1949; Kilavik et al. 2013).  Gamma waves
(>35 Hz) have been abundantly studied in visual integration domain (Chatrian et al. 1960; Eckhorn et
al. 1998, Gray et al. 1989) and are also associated with a variety of  cognitive processes (reviewed in: Tal-
lon-Baudry 2012; Bosman et al. 2014).  The functional meanings and consequences of  oscillations are
presently little understood (e. g., Shadlen and Movshon 1999; Merker 2013).  Our hypothesis is that os -
cillatory activities dynamically regulate information flow through short-term synaptic plasticity.  
Short-term synaptic plasticity refers to the modulation of  synaptic efficiency that takes place on a fast
time scale (a few msec to < 1 min).  Increase or decrease of  synaptic response amplitude are referred to
as facilitation and depression, respectively. Both facilitation and depression rest on several mechanisms,
usually presynaptic, and with different time scales (reviewed in Zucker & Regher 2002; Fioravante and
Regehr 2011; de Jong and Fioravante 2014). Several models have been developed to determine time
constants associated to different plasticity mechanisms (Hening 2013 for a review). 
In a previous study (Gleizes et al. 2017), we studied short-term plasticity (STP) in the mouse olfactory
system, at the connection between the olfactory bulb output and layer Ia of  the anterior piriform cor-
tex.  In the olfactory bulb, odorant stimulation triggers three kinds of  oscillations: a slow rhythm that
corresponds to  breathing as  well  as  beta  and gamma fluctuations  that  are  superimposed over  the
breathing rhythm (e. g., Buonviso et al. 2003; Neville and Haberly 2003; Wesson et al. 2008;  Fourc-
aud-Trocmé et al. 2014).  Efferent axons of  the olfactory bulb form the lateral olfactory tract (LOT).
The LOT hence conveys these rhythmic activities to several brain regions (Price 1973;  Haberly and
Price  1977),  of  which  the  anterior  piriform cortex  is  the  largest.   Our  study  demonstrated  that,
provided extracellular calcium is at physiological concentration, STP leads to a considerable enhance-
ment of  the postsynaptic response, especially when elicited at frequencies corresponding to beta and
gamma oscillations. 
Using the same approach, we focused here on the effects of  adenosine on STP.  Adenosine is a ubiquit-
ous molecule with multiple physiological functions.  Originally described as a powerful vasodilatator,
adenosine has later been shown to possess anti-conuvulsive, anti-inflammatory, anti-nociceptive, neuro-
protective and hypnogenic effects.  Part of  these effects results from the action of  adenosine as a neur -
omodulator.  In many cerebral regions, adenosine has a depressant action on neuronal activity.  In cor -
tical regions, this is mostly due to the activation of  adenosine A1 receptor (reviewed in: Fredholm et al.
2005; Gomes et al. 2011). A1 receptors are preferentially expressed on synaptic terminals of  excitatory
neurons (Goodman et al. 1983) where they produce presynaptic inhibition by reducing calcium currents
(Wu and Saggau 1994). 
Adenosine contributes to couple cell metabolism to synaptic transmission.  Hence, prolonged high fre-
quency firing leads to an increase in intracellular adenosine that is externalized through equilibrative
nucleotide transporters (ENTs) (King et al. 2006).  Externalized adenosine acting through A1 receptors
then provides a negative feedback by reducing synaptic transmission.  Degradation of  extracellular ATP
provides the second source of  extracellular adenosine: at the synaptic cleft,  ATP released by neurons
and/or astrocytes, is catabolized in ADP, AMP and adenosine by four families of  ecto-nucleotidases
called ecto-nucleoside triphosphate diphosphohydrolases, ecto-nucleotide pyrophosphatase/phosphod-
iesterasess, ecto-5'-nucleotidase and tissue non-specific alkaline phosphatase (Zimmerman et al. 2012;
Cruz et al. 2017).  
Extracellular adenosine level is also determined by the sleep-waking cycle, a domain in which the hyp-
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nogenic role of  adenosine has long been studied (e. g., Porkka-Heiskanen et al. 1997).  In cortex, hip-
pocampus and basal forebrain, adenosine levels increase after sleep deprivation and are normalized
after recovery sleep.  Reducing adenosine deaminase activity, which results in an increase in extracellular
adenosine, has been associated with prolonged slow wave sleep and enhanced EEG delta activity (4-8
Hz) in non-REM sleep.  On the opposite, increasing adenosine kinase activity, which deplete intracellu-
lar adenosine and, through ENTs, reduces extracellular adenosine concentration, leads to reduced EEG
delta power.  These studies suggest that adenosine contributes to slow oscillation genesis or persistence.
In short,  adenosine could enhance prevalence of  slow oscillation, as shown in genetic studies, and
could counteract fast activities, due to its negative feedback action.  Using adapted stimulation protocol
to study consequences of  oscillations on signal transmission, we explored in this paper the effects of
adenosine on STP at the LOT-layer Ia synapse of  the anterior piriform cortex.  To quantify STP mech-
anism parameters, we relied on a model adapted from that of  Tsodyks et al. (1998). 
MATERIALS AND METHODS
Ethics statement
All procedures were conducted in accordance with the guidelines from the French Ministry of  Agricul-
ture (décret 87/848) and from the European Community (directive 86/609) and was approved by the
local  ethical  committee  (comité  d’éthique  Midi-Pyrénées  pour  l’expérimentation  animale,  N°
MP/06/79/11/12).  
Brain slices preparation and ACSF composition
Brain slices were prepared as previously described (Gleizes et al. 2017).  In short: brains of  two- to 4-
month-old C57BL/6 female mice were extracted after deep anesthetization with isoflurane.  Brain ex-
traction and brain slicing were performed in an ice-cold, oxygenated (95% O2 / 5% CO2), high mag-
nesium / calcium free ACSF of  the following composition (mM): NaCl 124, NaHCO3 26, KCl 3.2, Mg-
SO4 1, NaH2PO4 0.5, MgCl2 9, Glucose 10.  Four-hundred µm thick slices were obtained with a vi-
bratome.  The cutting angle allowed preserving the axons issued from the LOT and innervating the an-
terior piriform cortex.  After cutting, the slices were fully submerged in a storage chamber in oxygen -
ated,  in vivo-like ACSF, for at least 1 hour at room temperature.  The  in vivo-like ACSF composition,
based on ionic concentrations measured in rodent interstitial fluid and CSF in vivo (for references see
Gleizes et al. 2017), was (in mM): NaCl 124, NaHCO3 26, KCl 3.2, MgSO4 1, NaH2PO4 0.5, CaCl2 1.1,
and glucose 10.  This ACSF was continuously bubbled with a 95 % O2 / 5 % CO2 mixture (pH 7.4).  
Stimulation and recording
For recording, a slice was transferred to a submersion-type chamber continuously perfused with oxy-
genated in vivo-like ACSF (flow rate 3-3.5 ml/min).  All recordings were performed at 34-35°C.  Both
electrical stimulation and extracellular LFP recordings were performed through tungsten-in-epoxylite
microelectrodes (FHC,  0.2-0.3 MΩ).  “Sharp” intracellular recordings were performed through glass
micropipettes filled with 3 M K-Acetate (50-90 MΩ).  The micropipettes were made from 1.2 mm OD
medium walled capillaries with filament (GC120F, Harvard Apparatus) pulled on a P97 Flaming Brown
puller.  Stimulating electrodes were implanted in the LOT.  Stimulation consisted in monopolar cathod-
al square current pulses delivered by an isolated stimulator (A365 stimulus Isolator, WPI).  Local field
potentials were recorded in layer Ia of  the piriform cortex.  The signal was amplified (×1000) and
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filtered (0.1 Hz-10 kHz) with a NeuroLog system (Digitimer, UK).  Intracellular recording targeted lay-
er 2 of  the anterior piriform cortex.  Signals were amplified  with the AxoClamp 2B amplifier (gain
×10).  Intracellular recording data were excluded if  the membrane potential was more positive than -60
mV, if  the input resistance was <20 MΩ and if  the cells were unable to repetitively fire overshooting
action potentials during depolarizing square current pulses lasting 120-300 msec.  For both intra- and
extracellular  recordings,  fifty  Hz  noise  was  filtered-out  with  a  Humbug  system  (Quest  Scientific,
Canada).  Signals were displayed in real-time on an oscilloscope and with Spike2 software (CED, UK).
Signals were digitized at 20 kHz (1401plus or power1401, CED, UK) for off-line analysis. 
The LFPs evoked in layer Ia after LOT stimulation are composed of  a fiber volley followed by a slow
negative wave (N-wave) (Yamamoto and McIlwain 1966).  The fiber volley reflects the propagation of
action potentials in axons synchronously activated by the stimulation while the N-wave corresponds to
the monosynaptic excitatory postsynaptic potentials generated in the vicinity of  the recording electrode.
N-wave amplitude and fiber volley amplitude were measured as their peak amplitudes relative to pres -
timulus  baseline.   Stimulation  intensity  impacts  on  current  spread  and  determines  the  stimulated
volume (Nowak et al. 1996).  It was kept relatively low (6-35 µA, 200 µs duration)  in an attempt to
avoid contamination of  the N-wave by fast positive components likely due to postsynaptic action po-
tentials generation (Richards and Sercombe 1968).  
In order to examine the effect of  adenosine on synaptic response amplitude and short-term synaptic
plasticity, five exogenous adenosine concentrations have been tested (10, 30, 100, 300 and 1000 µM).  In
addition, the influence of  endogenous adenosine was examined using the A1 receptor antagonist 8-cyclo-
pentyl-1,3-dipropylxanthine (CPT).  Two concentrations of  CPT (0.2 and 1 µM) have been used.  Since
they elicited similar effects, results obtained with the two concentrations have been pooled.  Adenosine
and CPT were purchased from Sigma.  
Dose-response relationship
Signal was processed using Spike2 software and user-written scripts.  The effect of  adding adenosine or
CPT on field potential amplitude was monitored using electrical stimulation delivered at 0.5 Hz for 10-
20 minutes.  The time-course of  the effect was examined by averaging the data over each consecutive
minute (30 responses per average).  This analysis revealed that adenosine and CPT exerted their maxim-
al effect within 5 minutes.  The last minute of  the series was used for constructing the dose-response
relationship (Fig 1).  One to three adenosine concentrations were tested between one control and one
recovery test.  CPT was tested individually between one control and one recovery.  Data were included
only if  the value during recovery differed by less than ±15% from that obtained in the control.  For
population data analysis, the data were normalized prior to averaging, with the normalized response
amplitudes, NRA, corresponding to the peak amplitude of  the N-wave in a given situation expressed as
a fraction of  the response amplitude in the control condition.  The mean NRA as a function of  extra-












where NRAmax represents the response amplitude in the presence of  CPT, that is, without endogenous
adenosine action,  c0 the estimated endogenous adenosine concentration, and Kd the dissociation con-




The STP protocol was applied after the 0.5 Hz stimulation period.  STP was tested using stimulation
trains consisting of  five consecutive stimuli delivered at 6 different frequencies: 3.125, 6.25, 12.5, 25, 50
and 100 Hz.  Stimulation trains were limited to 5 successive pulses for two reasons: first because the
number of  successive cycles in the olfactory bulb oscillation is typically between 4 and 10 (e. g., Buon-
viso et al 2003; Neville and Haberly 2003; Fourcaud-Trocmé et al. 2014), and second, because large
number of  pulses may recruit a slow adaptation (Richards 1972; Best and Wilson 2004) that would have
complicated our model-based analysis.  Ten seconds without stimulation followed each train to ensure
recovery of  synaptic resources.  Each train was repeated 10 times to allow for averaging.  The 10 traces
obtained at a given frequency were averaged as a function of  pulse ordinal number.  
Individual-level data are represented as the mean ± SEM.  At the population-level and for model fit-
ting, the  relative response amplitude (RAn) were calculated by dividing the amplitude of  the N-wave ob-
tained at the nth stimulation (An) by that obtained with the first response (A1) of  each stimulation train
in the control condition (RAn = An / A1, n between 1 and 5). 
Short-term plasticity model
We used a phenomenological model to achieve a quantitative description of  the influence of  adenosine
on STP parameters at the LOT-layer Ia synapse.  This model, initially adapted from that developed by
Tsodyks and Markram (1997) and Tsodyks et al. (1998), has been described previously (Gleizes et al.
2017).  Two versions of  the model were used in the present study: the first stipulates that one single fa-
cilitation mechanism can account for the data while the second allows for the presence of  either one or
two depression mechanisms in addition to facilitation.  
In response to the first stimulation of  a train, the relative response amplitude is:
RA 1 = E . U = 1
where E depicts the global synaptic efficacy and U, the utilization of  efficacy E, which corresponds to
the proportion of  E that is used at the first stimulation.  U may be conceived as the calcium entry in
presynaptic terminals, which leads to neurotransmitter release, while E would correspond to the theor-
etical maximal value obtained if  the synapses released all their synaptic vesicles and/or if  all postsyn-
aptic receptors saturated.  
In its full version, the aim of  the model was to fit, for each stimulation rank n >1, RA as the product




where 'minus' and 'plus' indicate values, respectively, just before the stimulation and at stimulation time.
u, the utilization of  efficacy, implements the amount of  facilitation as a fraction of  E: for a pulse,  u
rises by a fraction of  its value at the first pulse, U; then, during the interpulse interval (IPI),  u decays
back to zero according to the time constant of  facilitation (τF) as follows: 










r1 and r2 represents two reserves of  available synaptic resources E, such as pools of  neurotransmitters
vesicles or efficacy of  postsynaptic receptors.  At rest, r1 = r2 = 1.  Then, at each stimulation, utilization
of  efficacy u impacts on both reserves.  However, to avoid an equal influence on the two synaptic re-
serves, u is assumed to be distributed by factors k and (1-k), respectively:  









During the IPI, r1 and r2 recover with time constants that correspond to two distinct time constants of  
recovery from depression (respectively, τR1 and τR2), as follows:















By construction the first depression mechanism was assumed to be faster than the second one.  T he
slowest depression mechanism was dismissed when k=1.  
In some cases, neither fast not slow depressions were required to fit the data and the model was simpli -
fied be removing the r terms as follows: 
nn
uERA .
The model was adjusted to several datasets at the same time, with E as a shared parameters.  Datasets
corresponded to one control and one to three adenosine concentrations, or to one control and one
CPT condition issued from the same experiment.  Hence, one set of  parameters was returned for each
control, adenosine or CPT condition except for E that was assumed to be constant across experimental
condition.  The model fit was optimized by an iterative procedure that minimized the mean-squared er -
ror (MSE) between measured and estimated amplitudes.  During parameters optimization, E, U, τF, τR1,
τR2 and k were constrained as follows: E, U and k between 0 and, respectively, 10, 1 and 1; time con-
stants between 0 and 3 seconds with the supplementary constraint that  τR1 had to be inferior to  τR2.
When optimal k was equal to 1, τR2 had no more influence and was withheld from further analysis.  Ro-
bustness of  fitting was estimated using root mean-squared error (RMSE). 
Statistics
Paired t-test was used to compare model parameter values.  Unless otherwise stated, raw population
data are summarized by their means ± SEM and comparisons (expressed as percentages) are summar-
ized by means and 95% confidence intervals (between brackets).  
RESULTS
Thirty three experiments have been performed, an experiment corresponding to one slice and, as one
slice was used per mouse, to one mouse.  Up to four different adenosine concentrations have been
tested in each experiment, while CPT effect have been tested in 20 experiments.  The total number of
“tests” (one single adenosine or CPT concentration) was 66.  CPT administration was systematically
preceded by a control and followed by a recovery, yet between one and three adenosine concentrations
were tested between one control and one recovery, such the total number of  controls (N=49) is less
than the total  number of  tests.   Five  different adenosine concentrations have been tested:  10 µM
(N=6), 30 µM (N=12), 100 µM (N=13), 300 µM (N=10) and 1000 µM (N=5), as well as two CPT con-
centrations (0.2 and 1 µM) for which data were pooled (N=20).  
6
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Effect of adenosine on response amplitude
Previous studies established that adenosine inhibits synaptic transmission at the LOT-layer 1a synapse
(Kuroda et al. 1976; Scholfield 1978b; Yang et al. 2007) and that this inhibitory action is mediated by
presynaptic A1 receptor activation (Collins and Anson 1985;  McCabe and Scholfield 1985).  We first
wished to confirm and quantify adenosine inhibitory effect by recording LFPs in layer Ia of  the anteri-
or piriform cortex while the LOT was stimulated at 0.5 Hz, a stimulation frequency that minimally re-
cruited STP mechanisms – Gleizes et al. (2017) reported a 3% difference in amplitude between re-
sponses evoked at the beginning and at the end of  a 0.5 Hz stimulation train.  
Fig 1A shows examples of  adenosine effects on LFP in layer Ia.  Two concentrations are represented:
30 and 100 µM.  Adenosine at 100 µM reduced N-wave amplitude to about 80% of  the control value.
Adenosine at 30 µM produced a weaker inhibition, with a response decrease of  about 30%.  
Previous studies revealed an inhibitory tone exerted
by  endogenous  adenosine  (McCabe  and Scholfield
1985; Yang et al. 2007).  We used CPT, an A1 recept-
or antagonist, to reveal this inhibitory tone.  Fig 1B
presents an example where CPT (1 µM) led to an in-
crease of  N-wave amplitude by +20% relative to the
control situation.  
Constancy of  fiber  volley  amplitude (Figs  1A and
1B)  indicates  that  neither  adenosine  nor  CPT  af-
fected action potential propagation in axons.  Hence
changes in N-wave amplitude can be attributed to
changes taking place at the synapse. 
Population data are displayed in Fig 1C.  Data were
normalized to the amplitude in control condition be-
fore averaging (see Methods). The  NRA as a func-
tion of  adenosine concentration has been fitted with
Prince and Stevens (1992) model (see Methods).  In
the presence of  CPT, the mean response amplitude
was 19% above the control value.  The x-value asso-
ciated to CPT was estimated at -c0 with a value of
-11 µM (note that the data point corresponding to
the CPT data in Fig 1C was plotted after fitting).  In
other words, the endogenous adenosine concentra-
tion in our experimental condition is equivalent to 11
µM of  bath applied adenosine.  The actual endogen-
ous concentration is likely to be much lower due to
the presence of  potent uptake mechanisms for aden-
osine (see Discussion).  Including endogenous aden-
osine, the concentration which leads to 50% of  the
maximal inhibition (IC50) was determined at a value
of  52 µM; it was 76 µM if  endogenous adenosine is
not included.   
Intracellular  recordings  (N=5,  not  illustrated)  con-
firmed that adenosine exerted its inhibitory action at
7
Figure 1. Effect of  endogenous and exogenous adenosine on re-
sponse amplitude evoked at 0.5 Hz at the LOT-layer Ia synapse.
A: Example of  LFP recorded in layer Ia of  the piriform cortex
with 2 different extracellular adenosine concentrations (30 and
100 µM) compared to control conditions.  B: Example of  LFP
recorded in presence or absence of  CPT.  C: Population data fit-
ted with the model of  Prince and Stevens (1992).  Data points
correspond to the mean and error bars to ± 1 SEM computed
after normalizing the individual amplitudes to their correspond-
ing control values.  Red line corresponds to the fit (R2 = 0.99).
Note that the value obtained in presence of  CPT (arrow, c0 =
-11 µM, NRAmax = 1.19) was plotted after fitting.  For enhancing
data visibility, the x-axis has been divided and is presented with
different scales before and after the break. 
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the synaptic level: perfusion of  adenosine (100 µM) resulted in a minor hyperpolarization by 1.75 mV
(SEM 0.78 mV).  This hyperpolarization should have increased the driving force for excitatory synaptic
potentials, leading to a (probably insignificant) increase in synaptic response amplitude. 
Effects of adenosine on short-term plasticity
For examining the effect of  adenosine on STP at the LOT-layer 1a synapse, we used a stimulation pro -
tocol that consisted in 5-pulse trains delivered at six different frequencies between 3.125 Hz and 100
8
Figure 2. Example of  adenosine (100 µM) effect on short-term synaptic plasticity.  A and B:  The 6 panels correspond to
the 6 stimulation frequencies (from 3.125 to 100 Hz, annotated in each panel). Each panel shows the mean LFP traces for
each of  the five consecutive stimuli of  a stimulation train at a given frequency.  Pulse ranks are colored coded from the
first (blue) to the fifth one (red).  Results obtained in the control condition and in presence of  adenosine 100 µM are
represented in A and B respectively.  Scale in the 3.125 Hz panel in A applies to all other panels.  C: Maximal N-wave
amplitudes (in mV) as a function of  stimulus timing and frequency.  Points represent experimental data (error bars denote
SEM) while solid lines represent STP model fits.  Red symbols and lines correspond to control situation, while green ones
are associated to adenosine 100 µM.  Model parameters: shared parameter, E, = 1.948. Control: U = 0.51, τF = 155 ms, k
= 0.829, τR1 = 17 ms, τR2 = 27 ms; adenosine 100 µM: U = 0.106; τF = 188 ms; k = 1; τR1 = 10 ms (τR2 irrelevant as k=1).
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Hz.  Examples of  averaged LFPs for each frequency and each pulse ordinal number are presented in
Figs 2 and 3.  The data illustrate two experiments, one on the effect of  adenosine 100 µM (Fig 2) and
the other on the effect of  CPT 1 µM (Fig 3).  Fiber-volleys were stable across successive pulses in a
train, allowing to conclude that variations in N-wave amplitude were not due to variations in axonal
transmission.  For both experiments, the peak amplitude of  the N-wave was extracted and was repres-
ented as a function of  stimulus time in Fig 2C and Fig 3C. 
Results for both control conditions (Figs 2A, 2C and 3A, 3C) appear similar.  Response amplitude re-
mained fairly constant when stimuli were delivered at 3.125 Hz.  With stimulation train between 6.25
Hz and 25 Hz, N-wave amplitudes was progressively enhanced in proportion to the stimulation fre-
quency.  The maximal amplitude was reached with the third pulse of  the train at 25 Hz (×1.4 relative to
the first response amplitude in Fig 2A, ×1.3 in Fig 3A).  Response enhancement was less pronounced
at 50 Hz than at 25 Hz and it was no longer visible at 100 Hz.  At 100 Hz response amplitude instead
9
Figure 3.  Example of  CPT (1 µM) effect on short-term synaptic plasticity.  Same conventions as in Fig. 2.  A, control
LFPs.  B, LFPs in CPT 1 µM. C, N-wave amplitude, experimental data and model fit.  Red symbols and line: control;
green symbols and line: CPT.  Model parameters: shared parameter, E, = 1.686. Control: U = 0.582,  τF = 160 ms, k =
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declined during the stimulation to reach a value representing 68% (Fig 2A) or 70% (Fig 3A) of  first
pulse amplitude at the end of  the train.  
The addition of  100 µM of  adenosine (fig 2B, 2C) resulted in a strong reduction of  first pulse response
amplitudes, as expected (Fig  1).  Response enhancement was visible at 6.25 Hz.  It persisted with all
tested frequencies including 100 Hz.  Maximal enhancement was reached at 50 Hz and was much larger
than the maximal enhancement in control condition (×3.75 relative to first pulse amplitude vs. ×1.4).  It
has to be noticed that, in spite of  the initial inhibition, response enhancement at 100 Hz was such that
the response amplitude was equivalent to that observed in the control situation at the end of  the stimu-
lation train.  
In the presence of  CPT, response amplitude for the first pulse was larger than in control (fig 3B, 3C).
Response amplitude changes as a function of  stimulation frequency and pulse ordinal number for the
next pulses then paralleled that observed in control condition for the three lowest frequencies.  Yet for
frequencies between 25 and 100 Hz condition, response amplitude differences progressively weakened;
at  100  Hz  the  initial  difference  vanished  during  the  stimulation  train,  as  if  response  decline  was
stronger in the presence of  CPT.  
The examples presented in Figs 2 and 3 are representative of  the mean observations.  Data from STP
protocols have been kept in the final sample on the basis of  the goodness of  STP model fit (see below)
and is distributed as follows: control:  N=39; CPT: N=16; adenosine 10 µM: N=5; adenosine 30 µM:
N=12; adenosine 100 µM: N=8; adenosine 300 µM: N=9; adenosine 1000 µM: N=5.  The dots in Fig
4 represents experimental data at the population level.  Before averaging, data were normalized as a
function of  the first response amplitude measured in control situation.  Relative amplitudes are plotted
with colored dots, one color per condition.  
As in the examples, stimulation at 3.125 Hz induced only weak increase in relative amplitudes (<10%),
whatever the condition.  In control condition (magenta dots in Fig 4), relative amplitudes progressively
increased with the increase of  stimulation frequency up to 25 Hz, at which frequency the maximal en-
hancement (+51%) was reached.  At 50 Hz responses were still enhancement, although less than at 25
Hz (+37%).  For all frequencies between 6.25 and 50 Hz, amplitudes reached their highest values with
the 3rd or 4th stimulus and plateaued beyond.  Responses obtained at 100 Hz showed only a weak en-
hancement with the second and third stimulation pulse; relative amplitudes beyond declined until reach-
ing, at the end of  stimulation train, an amplitude inferior to the initial one (-11%).  
In adenosine 10 µM condition (purple dots in Fig 4), STP appeared essentially similar to that in control
condition.  Response amplitude appeared slightly lower than in control condition for the lowest stimu-
lation frequencies.  Yet these weak differences receded from the second pulse with stimulation frequen-
cies between 25 and 100 Hz.  Thus the initial weak inhibition induced by adenosine was counteracted
by STP.  
With higher adenosine concentration, STP behavior became clearly distinct from that in control situ-
ation.  In adenosine 30 µM (blue dots in Fig 4), relative amplitude enhancement reached a maximum
with the 4th stimulus at 25 Hz as in control situation, yet signal modulation was stronger (+70 % relative
to first amplitude vs +51 % in control condition).  Although less pronounced at 50 and 100 Hz, this
modulation persisted at a level higher than in control condition.  At the end of  100 Hz stimulation
train, response amplitude actually reached values comparable to those in the control condition.  
In adenosine 100 µM (dark cyan dots in Fig 4), relative amplitude was enhanced with successive stimuli
and reached an equivalent maximum at 25 and 50 Hz.  This modulation was much bigger (>≈200% rel-
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ative to first pulse amplitude) than in control condition and in lower adenosine concentration condi-
tions.  Furthermore, the maximal amplitude was reached, not with the 3 rd or 4th stimulus but with the
last pulse of  the train – the plateau was less marked than in previous conditions.  At 100 Hz, response
enhancement persisted, although slightly weaker than with lower stimulation frequencies.  This persist -
ent enhancement was sufficient to lead to a relative amplitude similar to the control one at the end of
the stimulation train.  
With adenosine between 10 and 100 µM, the initial inhibition induced by adenosine seemed to be coun-
teracted by a stronger response enhancement.  STP allowed preserving an equivalent synaptic transmis -
sion in the highest frequency bands.  In particular at 100 Hz all response amplitudes converged to the
one obtained in the control condition.  A trend toward such convergence was also noticeable at 50 Hz.
With 300 and 1000 µM of  added adenosine (dark green and green dots in Fig  4), STP behavior ap-
peared to be identical, as if  a floor effect for adenosine was reached.  Initial amplitudes were at the
same level (14-15% of  control amplitude).  Response enhancement became visible at 12.5 Hz and was
less prominent than in the other conditions.  With higher stimulation frequencies and in contrast to the
other conditions, response amplitude did not plateau and increased linearly instead.  The strongest re-
sponse enhancements was observed at 50 and 100 Hz and reached values between +230 and +245% of
first response amplitude, yet, despite this considerable enhancement, response amplitude at the end of
the 100 Hz train remained at 45% of  the response amplitude at the end of  the 100 Hz train in the con-
trol condition.  
We used CPT to examine the influence of  endogenous adenosine on STP (red dots in Fig 4).  Antagon-
ist effect was visible at the first pulse with an increase of  about +17 % relative to control response
amplitude.  Then, as in the example in Fig 3, relative amplitudes were enhanced with stimulation fre-
quencies between 6.25 Hz and 50 Hz.  Relative amplitude reached a comparable maximum at 12.5 and
11
Figure  4.  Effect  of  adenosine  and  CPT  on  short-term  synaptic  plasticity  at  the  population  level.  
CPT (adenosine A1 receptor antagonist) and different extracellular adenosine concentrations (10, 30, 100, 300 and 1000
µM) were tested with a short-term synaptic plasticity protocol.  Relative amplitudes associated to each condition (colored
dots) are plotted as a function of  stimulation pulse ranks and of  stimulation frequency (3.125 to 100 Hz, annotated above
each graph).  Predicted values by the STP model are represented by solid lines. N CPT = 16; NCtrl  = 39; NAdo10µM = 5;
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25 Hz, with a signal modulation of  +35 and +38% relative to first response amplitude.  Most notably,
differences between CPT and control condition weakened at 25-50 Hz and disappeared at 100 Hz.  
These results show that, in addition to dose effect visible with the first pulse, adenosine had two further
actions on signal modulation during the stimulation trains: first, the relative enhancement during stimu-
lation trains was stronger with higher adenosine concentration; second, the frequency at which modula-
tion was the strongest appeared to shift toward higher values with the increase in extracellular aden -
osine concentration.  A consequence of  these effects was that the inhibition induced by adenosine lost
a great part of  its influence during high frequency stimulation.  
Hence the initial loss in response amplitude seemed to be compensated by short-term synaptic plasti-
city.   This  frequency-dependent counterbalance is  further illustrated in Fig  5,  which represents the
“similitude index” with respect to adenosine concentration and stimulation frequency.  The similitude
index, SI, is calculated as the response amplitude obtained with a stimulus of  rank n in one condition
(cond) divided by the response amplitude obtained with the same stimulus rank in the control (cont) con-
dition: SIn = Acond,n/Acont,n.  In the presence of  adenosine, the SI remained at a steady level below unity
for all stimuli at low frequency (3.125 and 6.25 Hz); conversely, in the presence of  CPT the SI remained
at a constant value above unity for all stimuli.  For frequencies between 12.5 Hz and 50 Hz, the SI ten -
ded to increase, in particular with adenosine at 100 µM, while it tended to decrease in the presence of
CPT.  At 100 Hz the SI at the end of  the stimulation trains reached a value close to 1 for CPT and for
adenosine at 10, 30 and 100 µM: at this frequency the effect of  adenosine or of  adenosine receptor
blockade were fully compensated by STP.  
12
Figure 5. Changes in similitude index indicate that short-term synaptic plasticity counteracts adenosine inhibition at high
stimulation frequency.  The similitude index corresponds, for a stimulus of  order n, to the ratio of  N-wave amplitude in a
given condition (adenosine or CPT) divided by the control N-wave amplitude.  Similitude indices associated to each con -
dition are plotted as a function of  stimulation pulse ranks and of  stimulation frequency (3.125 to 100 Hz, annotated
above each graph).  Colored dots indicates the different tests (CPT and adenosine at 10, 30, 100, 300 and 1000 µM).  Er -
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To quantify the effect of  adenosine on STP, we fitted the data with the model we previously used to ex-
plore the influence of  calcium on STP in piriform cortex (Gleizes et al. 2017).  This model (see Meth-
ods) was derived from those of  Tsodyks and Markram (1997) and Tsodyks et al. (1998).  STP is a com-
bination of  facilitation and depression mechanisms.  These mechanisms possess different time con-
stants that determine the speed of  recovery to the steady state.  Depending on stimulation frequency,
these phenomenological rules directly influence relative amplitude evolution.  
To fit the present data, we used two variants of  our model: one with facilitation only and another that,
in addition to facilitation, included up to two depression mechanisms.  Fittings were made at once on
experimental datasets consisting in one control and one CPT condition, or one control and 1-3 aden-
osine conditions, with E, the global synaptic efficacy, shared across conditions.  
As highlighted in the examples in Figs 2C and 3C, the STP model reproduced the observed STP beha-
viors in both control condition and in CPT and adenosine 100 µM conditions (solid lines for model
compared to dots in same color for observed data).  In the control condition, the modeled STP rests
on three mechanisms: a facilitation mechanism with a recovery time constant around 155-160 ms, and
two depression mechanisms that recovered with different time constants.  The fastest was similar in
both examples around 14-17 ms; the slowest appeared quite distinct with values of  27 and 75 ms.  This
difference was visible by difference in the persistence of  the plateau effect that appeared at 50 Hz of
stimulation.  k, in both cases, displayed high values, 0.83 and 0.89, indicating more importance for the
depression associated to the fastest recovery time constant.  Thus, enhancement up to 25 Hz can be ex-
plained by the dominance of  a facilitation mechanism with a long time constant of  recovery.  For high -
er frequencies the fast depression counteracted facilitation and led to a decrease of  relative amplitude.  
In CPT condition (Fig 3C ), data were fitted by a model composed of  the same three components.  The
difference with the control situation was mostly explained by an increase by about 15% in synaptic re -
source utilization at the first pulse, U (UCtrl=0.580 vs. UCPT=0.673).  A small decrease of  slow depression
recovery time constant was also noticed (from 75 ms in control situation to 58 ms in CPT condition).  
The model fit obtained in the presence of  adenosine 100 µM returned a value of  1 for parameter k.
This indicates that two mechanisms (facilitation and fast depression) were sufficient to fit the data in
this case.  The recovery time constant for facilitation was increased by about 20 %.  A large decrease of
U was obtained (-79%), which indicates a strong decrease in resource utilization that in turn resulted in
a reduced influence of  depression through rapid synaptic reserve recovery.  Thus facilitation was pre-
dominant to explained STP in this example.  
Model optimization rested on MSE minimization.  The model fit quality was evaluated with the root
mean square error (RMSE), which have the same dimension as the relative amplitude.  Data have been
excluded from further consideration when RMSE was >0.1. For the remaining 39 datasets, the mean
RMSE was 0.048 [95%CI: 0.043 – 0.054] – that is, a <5% difference between observed and predicted
data on average.  
At the population level, relative amplitudes predicted by the model were averaged then represented in
Fig 4 by solid lines.  Mean predicted values appear to be quite similar to the mean observed values.
Goodness of  fit is further illustrated in Fig 6, which represents the predicted data as a function of  the
observed data.  The alignment to the diagonal of  equality and the global correlation coefficient, r², of
0.986 attest for the model fit quality.    
For a given dataset both models,  i.e.,  with or without depression, could be used.  The model without
13
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depression yielded better fits only with the highest
adenosine  concentrations  (100-1000  µM),  and  the
proportion of  fits without depression increased with
adenosine concentration: 25% (2/8 cases) with aden-
osine 100 µM, 78% (7/9) with adenosine 300 µM,
and 100% (5/5 cases) with adenosine 1000 µM.  Ad-
equate fit of  STP data for adenosine concentrations
<100 µM, as well as for control and for CPT condi-
tions, required models with at least the fast depres-
sion in addition to the facilitation mechanism in all
cases.  For control, CPT and adenosine 10 µM, the
model  with  two  depressions  returned  better  MSE
than the model with one depression in the majority
of  cases (64%, 56% and 60% respectively).  Yet for
adenosine concentrations of  30, 100 and 300 µM the
converse was observed, with a minority of  cases re-
quiring two depressions (42, 25 and 0% respectively).
Altogether these results suggest that increasing aden-
osine concentration leads first to the disengagement
of  the slow depression mechanism, then to that of  the fast depression mechanism.  Hence, with the
highest extracellular adenosine concentration tested, the model did not require depression to explain
the observed STP.  
Distribution of  STP parameters are represented as cumulative distribution in Fig 7.  
E, as the maximal potential of  synaptic transmission, is a ceiling level for response amplitude.  Among
the 39 datasets, E was distributed from 1.41 to 5.08 with a mean of  2.43 ± 0.14 (SEM).  
U is defined as initial probability of  release.  In control condition U averaged 0.447 ± 0.021 (SEM).  In
the presence of  CPT, U increased significantly (P=0.0003) by 17% [10%-24%] in comparison to paired
control.  Conversely, U decreased significantly with increasing adenosine concentration except for aden-
osine at 10 µM (P=0.35).  The decrease of  U was proportional to adenosine concentration.  In aden-
osine 30 µM, U reached a value representing 75% [65%-85%] of  the control value (P=0.0005).  In ad-
enosine 100 µM, U reached a value representing 34% [24%-44%] of  the control value (P=0.0002).  In
adenosine 300 µM, U reached a value representing 15% [10%-21%] of  the control value (P=0.00002)
and a value representing 14% [6%-23%] of  the control value (P=0.0003) in adenosine 1 mM.  As U re-
flects the first synaptic resource utilization, it varied in the same way as the initial relative amplitude; in
other words, its variation merely reflects the dose-response effect of  adenosine (Fig 1).  
In contrast to U, other model parameters did not appear to be significantly affected by CPT or aden-
osine and their cumulative distribution all overlapped to some extent (Fig 7).  The recovery time con -
stant for facilitation, τF, presented a mean value of  0.184 msec ± 0.012 (SEM) in control conditions.  As
shown in Fig 7, the same range of  values were observed in the different experimental condition and no
significant difference could be detected except for a small,  although significant (P=0.003),  increase
(+9%) in adenosine 10 µM.  
For data fitted with the two-depression model, the parameter k determines the allocation of  the syn-
aptic resources into two subgroups, one that shows a fast and the other a slow recovery from depres-
sion.  When k is equal to 1, only rapid depression was required for fitting the data.  At the population
level, k was not significantly affected by CPT or adenosine (P>0.05 for all comparisons).  However, as
14
Figure 6. Scatterplot of  predicted relative amplitudes as a func-
tion of  observed values.  In total, 2620 values are represented.
Perfect prediction is represented by the diagonal in black.  A lin-
ear correlation was calculated to compare best theoretical predic-


























mentioned above, increasing adenosine reduced the proportion of  models requiring 2 vs. 1 depression
mechanism.  
Time constants for fast and slow depression recovery also seemed to be independent of  the tested con-
dition (Fig 7; P>0.05 for all comparisons).  In control condition the recovery time constant for the fast
depression mechanism averaged 17 ms ± 1 msec (SEM).  For the slow depression mechanism the re -
covery time constant averaged 101 ± 19 msec.  
Altogether these experiments allowed determining which mechanisms of  STP at the LOT-layer Ia syn-
apse were affected by extracellular adenosine concentration.  Globally, increasing extracellular aden-
osine concentration reduced the impact of  depression on synaptic transmission.  The model suggests
that differences in STP behaviours were mostly explained by two phenomena: 1) a reduction of  the
number of  depression mechanisms and 2) a decrease of  initial release probability (U) with increased
adenosine concentration.  The consequence is that, despite the initial inhibition induced by adenosine
(decrease in U), changes in STP dynamics led to an increase in response amplitude especially for signal
transmitted at high frequency.  This way, adenosine could be envisioned as a high-pass filter, efficiently
inhibiting synaptic transmission at low frequency but letting through high-frequency signals.  
DISCUSSION
Dose-response relationship 
In the first part of  this study, we examined the dose-response effect of  adenosine on synaptic transmis -
sion at the LOT-layer 1a synapse.  The inhibitory action of  adenosine has been established long ago in
various structures including the neuromuscular junction (Ginsborg and Hirst 1972), neocortex (Phillis
et al. 1975), hippocampus (Schubert and Mitzdorf  1979; Dunwiddie and Hoffer 1980) and piriform
15
Figure  7.  Short-term synaptic plasticity parameters: cumulative distribution at the population level.   Parameters were
determined by fitted datasets containing one control and one to three tested conditions (only one for CPT condition).
For each dataset, E is independent from the experimental condition, and its values are represented in first panel in black.
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cortex (Kuroda et al. 1976; Scholfield 1978).  In piriform cortex, the inhibitory action of  adenosine at
the LOT-layer Ia synapse has been attributed to A1 receptor activation (Collins and Anson 1985; Mc-
Cabe and Scholfield 1985).  The dose-response relationship we constructed using Prince and Stevens
(1992) model returned an IC50 of  76 μM.  This value is in between those reported in previous piriform
cortex studies: McCabe and Scholfield (1985) and Yang et al. (2007) reported IC50s of  the order of  7-8
µM while at the other extreme Collins and Anson (1985) reported an IC50 of  139 µM.  Several factors
may explain these discrepancies.  In particular, powerful adenosine uptake (through ENTs) and aden-
osine degradation (by adenosine deaminase) mechanisms are capable to strongly reduce bath-applied
adenosine concentration as it diffuses through the brain tissue; as a result of  this reduction, Dunwiddie
and Diao (1994) estimated that the “real” IC50 for adenosine action in hippocampus was between 0.60
and 0.76 µM only.  Any environmental factor that affects adenosine diffusion, uptake and degradation
would therefore affect the apparent IC50.  For example, experiments conducted at room temperature, as
in Yang et al. (2007) study, would slow down uptake and degradation mechanisms and decrease the ap-
parent IC50.  
In our experiments, postsynaptic response amplitude were increased by about 20% in the presence of
CPT, an A1 receptor antagonist.  This reveals the presence of  endogenous adenosine that generates a
sustained inhibitory tone at the LOT-layer 1a synapse.  In piriform cortex, a +15% response increase
was previously reported by McCabe and Scholfield (1985) after blocking endogenous adenosine intra-
cellular signaling pathway.  Yang et al. (2007), on the other hand, reported a +84% increase of  postsyn-
aptic response amplitude after blocking endogenous adenosine action with DPCPX, another A1 recept-
or antagonist.  Using Prince and Stevens (1992) model, we could extrapolate that the endogenous aden-
osine concentration is equivalent to 11 µM of  bath-applied adenosine. The same value was extrapolated
by Prince and Stevens (1992) in the dentate gyrus.  Using the same approach, Kerr et al. (2013) extra-
polated the endogenous adenosine concentration to be equivalent to 23 µM of  bath applied adenosine
layer 5 of  neocortex.  For the reason given above, the “real” endogenous adenosine concentration is
likely to be much lower.  In hippocampus, Dunwiddie and Diao (1994) estimated that this concentra-
tion would be around 0.14-0.20 µM. 
Effect of adenosine on short-term plasticity
The main purpose of  this study was to examine the effect of  adenosine on short-term synaptic plasti-
city at the LOT-layer Ia synapse of  the adult mouse piriform cortex in vitro using environmental condi-
tions (temperature, ionic concentrations) as close as possible to those that prevail in vivo .  For this pur-
pose, we use 5-pulse trains of  stimuli emitted at frequencies between 3.125 and 100 Hz frequency.  This
frequency range allowed us to approximate the influence of  oscillations identified  in vivo,  including
those emitted by the olfactory bulb: respiratory rhythm, β and γ fluctuations.  In agreement with our
previous study (Gleizes et al. 2017), we observed that, in the control situation, repeated stimulation led
to a enhancement of  postsynaptic responses, which was maximal at 25 Hz. This enhancement was
barely visible with the lowest frequency tested (3.125 Hz) and was eventually replaced by a response de-
cline at the highest frequency tested (100 Hz).  As described in Gleizes et al. (2017), response enhance-
ment at β and γ frequencies would have been missed, had we used the environmental factors that are
traditionally used in in vitro studies – in particular extracellular calcium concentration.  
As far as piriform cortex is concerned, only few studies reported the action of  adenosine on short-
term plasticity.  Okada and Saito (1979) and Yang et al. (2007) restricted their exploration to the exam-
ination of  paired-pulse ratios (PPR).  Both studies reported that the reported that the PPR increased
with adenosine, and Yang et al. (2007) reported a decrease of  the PPR with DPCPX.  Increase in PPR,
attributed to the presynaptic action of  adenosine acting on A1 receptors, has been reported in many
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other brain regions.  
The predominant effect of  adenosine in the present study was to reinforce response enhancement in
comparison to that in control condition.  Conversely, blocking endogenous adenosine receptor had an
opposite effect.  Moreover, we showed that the strengthening of  response enhancement depended on
both stimulation frequency, pulse ordinal number and adenosine concentration (Fig 4).  For example,
maximal response enhancement in adenosine at 30 µM occurred at 25 Hz, as in control condition
whereas that obtained with adenosine 100 µM was at 25-50 Hz and at 50-100 Hz with higher adenosine
concentrations.  To further examine the effects of  adenosine concentration and stimulation frequencies,
response amplitudes were compared pulse by pulse with those in control condition.  The “similitude in-
dex” (Fig 5) thus computed revealed that responses obtained in CPT tended to converge toward those
obtained in control condition during the stimulation train, and reached control amplitude at the second
stimulation at 50 and 100 Hz.  The same converging action was observed with adenosine at 10 µM
when stimulation frequency was ≥ 25 Hz and with adenosine at 30 and 100 µM when stimulation fre-
quency was at 100 Hz.  
Mechanisms involved in the action of adenosine on short-term plasticity
The results we obtained indicate two opposite action of  adenosine: first a reduction of  response amp-
litude at 0.5 Hz, that persisted at 3.125 and 6.25; second, a reinforcement of  response enhancement,
which was predominant with high stimulation frequencies.  This last feature suggests that adenosine
had an effect STP mechanisms with fast kinetics.  The phenomenological model of  STP we applied to
the data allowed determining with mechanisms accounted for the effect of  adenosine.  
The main effect of  changing adenosine concentration was a significant changes of  the  initial probabil-
ity of  release, U.  U increased in the presence of  CPT and decreased in proportion of  the concentra-
tion of  bath applied adenosine.  This readily explains changes in response amplitude at the first stimula -
tion pulse, as it is solely determined by U.  Kerr et al. (2013), who analyzed STP between layer 5 pyram-
idal cells using Tsodyks/Markram model, also suggested that the main effect of  endogenous and exo-
genous adenosine was to modify the initial release probability.  
None of  the other model parameters showed significant changes with changes in adenosine concentra-
tion.  This is at variance with the results obtained in our previous study (Gleizes et al. 2017), where we
found that changing calcium concentration impacted on two additional parameters in addition to U: the
time constant of  facilitation that increased when calcium concentration was doubled, and the sharing
of  synaptic resources, k, that decreased when calcium concentration was doubled.  
In the present study, we nevertheless noticed another consequence of  increasing adenosine concentra -
tion: the number of  dynamic components required for fitting the data progressively decreased.  Pro-
portions of  cases requiring 2 depressions (fast and slow) and one facilitation were the highest with
CPT, in control, and with adenosine 10 µM.  With adenosine 30 and 100 µM most cases required one
fast depression and one facilitation mechanisms.  In the end, with adenosine 300 and 1000 µM, only the
facilitation mechanism was required for fitting most datasets.   
These results could be explained by the presence of  a “threshold” below which the low use of  synaptic
resources (low values of  U in high adenosine concentration) prevented the occurrence of  depression.
Provided exhaustion does not occur, then only facilitation takes place.  Our model does not include




The filtering of  low, but not high, frequencies by adenosine is opposite to what was expected given the
hypnogenic role of  adenosine, and especially its influence on the genesis of  the δ (slow waves) oscilla-
tions.  On the basis of  this observation, it could be anticipated that adenosine would tend to decrease
the high frequencies on one hand, and increase the low frequencies on the other hand.  Yet it is just the
opposite that we have observed. 
Adenosine is a hypnogenic agent, and it can be imagined that despite the sleepiness it induces, some in -
formation would still be important to treat even in the event of  sleep necessity (e. g., a bear growl near
the cave).  This type of  urgent information could induce high frequencies firing at the neuronal level.
Then adenosine would leave communication at high frequency possible, and would allow us to perceive
or become aware of  the danger even if  one is at the doors of  sleep. 
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CHAPITRE IV : DISCUSSION GENERALE ET 
PERSPECTIVES 
 
Cette thèse repose sur l’étude du rôle de la TNAP dans la production d’adénosine dans le 
cerveau et de l’effet de l’adénosine sur la plasticité synaptique à court terme dans le cortex 
piriforme de la souris adulte. Plusieurs approches et divers systèmes d’étude ont été utilisés 
afin de répondre à ces deux problématiques : une approche métabolomique sur des cerveaux 
de souris KO pour le gène de la TNAP, une approche électrophysiologique couplée à une 
approche pharmacologique sur des tranches de cerveaux de souris adultes. Les données 
électrophysiologiques ont été exploitées à l’aide d’un modèle de la plasticité à court terme en 
collaboration avec Simon Perrier. J’aborderai en premier lieu l’étude métabolomique réalisée 
dans le cadre d’une collaboration avec l’équipe de chimistes de Myriam Malet-Martino  du 
laboratoire de Synthèse et Physico-Chimie des Molécules d’Intérêt Biologique (Université Paul 
Sabatier, Toulouse), puis les études électrophysiologiques et pharmacologiques menées dans 
le cortex piriforme chez la souris adulte. 
 
A. Etude métabolomique 
Ce travail avait pour but d’identifier les métabolites dont les niveaux seraient modifiés suite à 
un défaut d’activité de la TNAP dans le cerveau. Ces métabolites pourraient donc constituer 
des substrats et produits directs ou indirects de la TNAP qui étaient jusqu’alors peu connus 
dans le tissu cérébral. Néanmoins 3 métabolites avaient déjà été proposés dans la littérature 
comme étant des substrats de la TNAP : la phosphoéthanolamine (PE), le pyrophosphate 
(PPi) et le pyridoxal-5-phosphate (PLP). 
L’analyse des spectres RMN par Thomas Cruz a permis d’identifier et de quantifier 39 
métabolites dans les cerveaux de souris. Ainsi, nous avons pu mettre en évidence qu’une 
invalidation du gène codant pour la TNAP modifie la concentration de 8 métabolites dans le 
cerveau : le GABA, l’adénosine, la cystathionine, la méthionine, l’histidine, la 3-méthylhistidine, 
le N-acétylaspartate (NAA) et le N-acétyl-aspartylglutamate (NAAG). Parmi ces 8 métabolites, 
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seul le GABA avait déjà été décrit comme diminué chez des souris KO pour la TNAP  (Waymire 
et al., 1995 ; Fonta et al., 2012b). Cette étude est donc la première à mettre en évidence une 
modification des concentrations de 7 autres métabolites dans le cerveau de souris KO pour la 
TNAP. Les métabolites les plus impactés sont le GABA, l’adénosine et la cystathionine.  
Dans cette étude métabolomique, le PLP et le PPi, qui sont des substrats connus de la TNAP, 
n’ont pas pu être détectés dans nos échantillons en raison de leur concentration trop faible 
par rapport à la limite de détection de la technique RMN. Par ailleurs la PE, qui est aussi un 
substrat de la TNAP, a pu être détectée dans les échantillons de cerveaux mais aucune 
variation de concentration n’a pas être mise en évidence.  
Nous observons une diminution d’environ 40% de la concentration en GABA lorsque les 
animaux sont dépourvus d’activité TNAP. Ceci s’explique par le fait que le PLP, qui n’est plus 
déphosphorylé en PL en l’absence de TNAP, ne peut plus pénétrer dans la cellule et servir de 
cofacteur à la synthèse de GABA (Figure 16). Etant donné que le GABA est le principal 
neurotransmetteur inhibiteur dans le cerveau et qu’il empêche ainsi l’excitation neuronale, une  
diminution de sa concentration pourrait entraîner des troubles neurologiques comme des 




A l’inverse du GABA, la concentration de cystathionine mesurée dans les extraits de cerveaux 
de souris KO pour la TNAP est multipliée par 4. Les enzymes responsables de la synthèse de 
Figure 16 : Schéma de la voie de 
synthèse de GABA. Le PLP 
extracellulaire est déphosphorylé 
par la TNAP, rentre dans la cellule 
et est rephosphorylé pour servir de 
cofacteur aux enzymes 
responsables de la synthèse de 
GABA. Si la TNAP n’est plus 
fonctionnelle, on observe une 
diminution de PLP intracellulaire qui 
induit une diminution de synthèse 
de GABA. Par conséquent, on 
observe moins d’inhibition 
neuronale. 
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la cystathionine (Cystathionine bêta-synthase, CBS) et de la dégradation La (Cystathionine 
gamma-lyase, CGL) de la cystathionine sont dépendantes du PLP (Figure 17). Toutefois, la 
CGL est plus fortement impactée par un défaut en PLP. Ce qui expliquerait la diminution de la 





Cependant, la littérature ne nous renseigne pas sur le rôle de la cystathionine dans l’épilepsie.  
La TNAP pourrait réguler de manière extracellulaire la concentration en nucléotides et 
nucléosides, via une activité ectonucléotidase, en hydrolysant les nucléotides en nucléosides. 
Dans l’étude métabolomique, nous observons une diminution d’environ 80% de la 
concentration d’adénosine dans les cerveaux de souris KO pour la TNAP par rapport aux 
souris sauvages. Connaissant les propriétés anticonvulsives de l’adénosine, il se pourrait que  
l’absence d’adénosine contribue également aux crises d’épilepsie.   
Outre les crises d’épilepsie, la maladie peut être associée à des phénomènes d’inflammation 
osseuse (Girshick et al., 2007 ; Whyte et al., 2009). Ainsi l’absence de TNAP pourrait 
contribuer aux mécanismes d’inflammation via l’ATP et la cystathionine. En effet, si la TNAP 
n’est plus fonctionnelle, alors les nucléotides, notamment l’ATP, ne sont plus déphosphorylés. 
L’accumulation d’ATP dans la cellule conduit à l’activation du récepteur P2X7 qui induit la 
production de cytokines pro-inflammatoires dont l’interleukine 1-bêta (Figure 18). De ce fait, 
on peut supposer que la TNAP contribue à l’inflammation. 
Figure 17 : Schéma de la voie 
de de la cystathionine. La 
synthèse de cystathionine se fait 
à partir d’homocystéine et de 
sérine et est réalisée par une 
cystathionine bêta synthase 
(CBS). La dégradation de la 
cystathionine en L-cystéine est 
réalisée par une cystathionine 
gamma lyase (CGL). Ces deux 
réactions sont dépendantes du 
PLP. Un défaut en PLP conduit à 
l’accumulation de cystathionine 
dans la cellule. 
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D’autre part, la dégradation de la cystathionine par la CGL conduit à la production d’un 
composé anti-inflammatoire l’hydrogène sulfuré (H2S) (Figure 18). Dans le cas d’un défaut 
d’expression de la TNAP, la cystathionine s’accumule limitant ainsi la production d’hydrogène 
sulfuré. Par les deux mécanismes que je viens de décrire, l’absence de TNAP pourrait ainsi 
favoriser les mécanismes d’inflammation. 
 
 
Figure 18 : Hypothèses du rôle de la TNAP dans les processus inflammatoires via sa 
fonction d’ectonucléotidase avec l’ATP et via le PLP avec la cystathionine. A gauche, 
l’activation du récepteur P2X7, suite à une accumulation d’ATP provoquée par un défaut d’activité 
de la TNAP, induit la production d’IL-1 contribuant aux processus inflammatoires. A droite, suite 
à un défaut de l’activité TNAP, la cystathionine n’est plus dégradée ce qui limite la production 
d’hydrogène sulfuré H2S (composé anti-inflammatoire) et contribue également aux processus 
inflammatoires. 
 
Par ailleurs, l’accumulation de NAA et de NAAG chez les souris KO TNAP pourrait expliquer 
le retard de myélinisation observé chez ces souris. Le catabolisme de ces deux métabolites 
étant requis pour  la synthèse de myéline.  
Tous ces résultats sont autant d’éléments cohérents avec les principales caractéristiques 
phénotypiques de l’hypophosphatasie (neuronale) à savoir des crises d’épilepsie ou encore 
des retards de myélinisation  que l’on peut observer chez les souris KO pour la TNAP. 
 
Deux autres études pourraient nous permettre de compléter les résultats obtenus dans l’étude 
métabolomique.  Premièrement, une étude métabolomique sur des cultures de cellules 
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neuronales qui est en cours de réalisation et de mise au point, en collaboration avec l’équipe 
de Davide Magne (Lyon) et l’équipe de Myriam Malet-Martino (Toulouse). A la différence de 
l’étude sur des cerveaux de souris KO pour la TNAP, cette étude est réalisée sur des cellules 
neuronales traitées avec l’inhibiteur spécifique de la TNAP, le MLS-0038949. Cela pourrait 
permettre la mise en évidence d’une modification de certains métabolites connus comme le 
PLP, le PPi et d’en identifier d’autres.  
Deuxièmement, une étude électrophysiologique et pharmacologique via le contrôle de l’activité 
enzymatique des ectonucléotidases (TNAP et NT5E) par des inhibiteurs et le contrôle du 
transport de l’adénosine du milieu intracellulaire vers le milieu extracellulaire par le blocage 
des transporteurs. Cela permettrait d’analyser uniquement la voie des ectonucléotidases 
impliquées dans la synthèse d’adénosine. C’est l’objet du deuxième article 
intitulé  “Unexpected effect of TNAP and NT5E inhibition suggest that AMP acts as a A1 
receptor agonist in the mouse piriform cortex“ dont la discussion suit. 
 
 
B. Etudes électrophysiologiques et pharmacologiques 
  1. Etude de la contribution de la TNAP dans la synthèse d’adénosine dans le 
cortex piriforme chez la souris adulte. 
 
Afin d’étudier la contribution de la TNAP dans la production d’adénosine, nous nous sommes 
intéressés, en particulier, à la dernière étape de production de l’adénosine extracellulaire, 
c’est-à-dire l’hydrolyse de l’AMP en adénosine. Nous avons enregistré les réponses 
électrophysiologiques dans le cortex piriforme de la souris adulte suite à divers traitements 
pharmacologiques. D’une part en bloquant l’activité de la TNAP et de la NT5E avec des 
inhibiteurs d’enzymes, le MLS-0038949 et l’AOPCP, respectivement. D’autre part en bloquant 
le transport de l’adénosine du milieu intracellulaire vers le milieu extracellulaire au moyen d’un 
inhibiteur des transporteurs, le NBTI. Le récepteur A1 par lequel l’adénosine exerce son rôle 
d’inhibiteur présynaptique a également été bloqué avec un antagoniste compétitif du récepteur 
A1, le CPT (Figure 18). 
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Deux conditions ont été testées : une condition dite « exogène » où nous avons ajouté de 
l’AMP (100 µM) dans le milieu d’incubation et une condition  dite « endogène » où aucune 
source exogène d’AMP n’a été ajoutée dans le milieu d’incubation. Dans cette dernière 
condition, nous étudions le niveau basal d’activité des ectonucléotidases.  
 
 
Figure 19 : Schéma récapitulatif de la signalisation purinergique associée à l’adénosine. Le 
transporteur ENT est représenté en violet, le transporteur CNT est représenté en rouge. 
 
En bloquant l’activité TNAP par le MLS-0038949, que ce soit en condition endogène ou en 
condition exogène, nous avons observé que l’inhibition présynaptique était toujours présente. 
Et ce malgré que nos marquages histochimiques, révélant l’activité TNAP, montrent que le 
MLS-0038949 inhibe toute l’activité TNAP dans le cerveau. Le blocage de l’activité de la NT5E 
avec un inhibiteur spécifique, l’AOPCP, donne les mêmes résultats que précédemment. Le 
blocage simultané des deux enzymes ne permettait pas non plus de supprimer l’inhibition 
présynaptique. Cependant lorsque les récepteurs A1 étaient bloqués avec le CPT, un 
antagoniste compétitif des récepteurs A1, l’inhibition présynaptique était totalement supprimée 
dans la condition endogène et très majoritairement supprimée dans la condition exogène. Ces 
résultats nous ont amenés à poser plusieurs hypothèses permettant d’expliquer la persistance 
de l’inhibition présynaptique observée (Figure 19) : (1) outre la NT5E et la TNAP, une autre 
  177 
enzyme pourrait synthétiser de l’adénosine : la phosphatase prostatique acide (PAP); (2) 
l’inhibition proviendrait du transport de l’adénosine intracellulaire qui se retrouverait 
directement dans le milieu extracellulaire ; (3) l’AMP agirait directement sur les récepteurs A1. 
 
 
Figure 20 : Schéma récapitulatif de la signalisation purinergique associée à l’adénosine et 
des différentes hypothèses énoncées.  
 
(1) Hypothèse de la PAP. 
La persistance de l’inhibition observée pourrait être médiée par la PAP qui, via sa fonction 
ectonucléotidase, est impliquée dans l’hydrolyse de l’AMP en adénosine (Zylka et al., 2008) 
au niveau des ganglions de la racine dorsale. De plus, Street et al. (2013) ont montré, chez 
des souris doubles KO pour la NT5E et la PAP et où la TNAP est inactivée avec le MLS-
0038949, que l’effet inhibiteur de l’AMP (250 µM) est totalement supprimé dans la moelle 
épinière. Leurs résultats suggèrent donc que ces trois enzymes sont responsables de 
l’hydrolyse de l’AMP en adénosine au niveau de la moelle épinière. La PAP pourrait donc 
expliquer l’effet inhibiteur indirect de l’AMP endogène et exogène (100 µM) qui persiste dans 
nos conditions. Peu d’informations sont disponibles concernant la présence de cette enzyme 
dans le cerveau notamment dans le cortex piriforme, où aucune étude n’a été réalisée à ce 
jour. Nousiainen et al. (2014) ont récemment mis en évidence par immunohistochimie que la 
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PAP est exprimée dans la région CA1 dans l’hippocampe et le striatum de la souris. Dans 
l’hippocampe, cette enzyme co-localise avec les neurones GABAergiques (Nousiainen et al., 
2014). Dans le cas présent nous examinons les réponses excitatrices, on peut donc supposer 
que la PAP ne participerait pas à la production d’adénosine dans la synapse que nous 
étudions.  
 
(2) Hypothèse du transport de l’adénosine. 
L’adénosine intracellulaire peut être libérée en tant que telle dans le milieu extracellulaire au 
moyen d’un type de transporteur : les ENTs (cf Partie I. C). Le blocage des deux enzymes 
(TNAP et NT5E) pourrait provoquer un déséquilibre entre la concentration intracellulaire et 
extracellulaire en adénosine. Street et al. (2013) ont mis en évidence que la triple inhibition de 
la TNAP, NT5E et PAP dans la moelle épinière supprime quasiment l’hydrolyse de l’AMP en 
adénosine. Grâce à la technique de la voltamétrie (FSCV) qui permet la mesure de la 
production de l’adénosine, ils ont mis en évidence qu’une faible quantité d’adénosine est tout 
de même présente dans le milieu. Étant donné que les concentrations sont sensiblement 
équivalentes entre ces deux compartiments, il est donc envisageable que de l’adénosine 
intracellulaire soit libérée dans le milieu extracellulaire afin de rééquilibrer les concentrations. 
Ainsi  la voie des ectonucléotidases pourrait être contournée. 
Le blocage des transporteurs ENT1 et ENT2 par le NBTI ne modifie pas les réponses 
électrophysiologiques enregistrées. Etant donné que la concentration de NBTI est suffisante 
pour bloquer à la fois l’ENT1 et l’ENT2 (Belt et al., 1993) nous supposons que les deux 





(3) L’AMP agirait en tant qu’agoniste des récepteurs A1.  
La dernière hypothèse qui pourrait expliquer la persistance de l’inhibition en présence de MLS-
0038949 et d’AOPCP, serait que l’AMP active directement les récepteurs A1. En effet, nous 
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avons observé que, lorsque les récepteurs A1 sont bloqués avec le CPT (antagoniste 
compétitif des récepteurs A1), l’inhibition est totalement supprimée en condition endogène. En 
condition exogène, le blocage des récepteurs A1 supprime de façon majoritaire l’inhibition 
présynaptique. Ces résultats nous suggèrent que l’AMP agirait comme un agoniste des 
récepteurs A1.  
Bien qu’aucun récepteur spécifique à l’AMP n’est, à ce jour, mis en évidence, il a déjà été 
rapporté que l’AMP agirait directement sur le récepteur A1 dans l’intestin (Moody et al., 1984). 
Dans cette étude, les ectonucléotidases responsables de la dégradation de l’AMP en 
adénosine n’avaient pas été inhibées. Ainsi, on peut se demander si l’effet observé était 
réellement le reflet d’une action de l’AMP per se sur le récepteur ou d’une action indirecte de 
l’AMP après son hydrolyse en adénosine. Rittiner et al. (2012) ont étudié l’effet direct et indirect 
de l’AMP sur les récepteurs à l’adénosine. Cette étude a été réalisée, d’une part, sur des 
cultures de cellules HEK transfectées de telle sorte qu’elles expriment le récepteur A1, le 
récepteur A2b, la PAP et la NT5E. De plus, ces cellules peuvent exprimer de façon endogène 
les récepteurs P2Y. D’autre part, l’action de l’AMP a aussi été étudiée sur des cultures de 
neurones corticaux embryonnaires de souris qui reflètent une condition plus physiologique que 
les cellules transfectées. En utilisant un analogue de l’AMP non hydrolysable (ACP, 1 mM), 
les auteurs ont montré que l’AMP active le récepteur A1 et non le récepteur A2b. De plus, 
l’activation du récepteur A1 par l’ACP entraine le même mécanisme de transduction que 
l’adénosine puisque la concentration en AMP cyclique est diminuée (cf Partie I.E pour le 
mécanisme de transduction). Par ailleurs, l’AMP et l’adénosine ont une affinité équivalente 
pour le récepteur A1 puisque la concentration efficace pour laquelle 50 % de l’effet maximum 
observé de l’adénosine est de 1.41 µM et de 1.1 µM pour l’AMP.  
 
En résumé, en bloquant la TNAP, on ne supprime pas l’effet inhibiteur de l’AMP médié par les 
récepteurs A1. Nos résultats suggèrent donc que l’AMP agirait en tant qu’agoniste des 
récepteurs A1.  
Toutefois, on peut se demander quel est le rôle de ces ectonucléotidases (NT5E et TNAP) si 
l’AMP est aussi efficace que l’adénosine sur les récepteurs A1 ? D’une part ces enzymes 
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agiraient de manière redondante de sorte à compenser l’activité de l’une ou de l’autre en cas 
de défaut d’activité comme c’est le cas dans les travaux de Street et ses collaborateurs (2013). 
Leurs travaux dans la moelle épinière montrent que le blocage de deux enzymes uniquement 
(PAP/NT5E, TNAP/PAP ou TNAP/NT5E) n’est pas suffisant pour empêcher la production 
d’adénosine. D’autre part, ces enzymes permettent de réguler l’activité des différents 
récepteurs via la production d’adénosine. Par exemple, l’expression de la NT5E est élevée au 
niveau de régions riches en dopamine dont on sait qu’elles impliquées, entre autre, dans le 
contrôle de l’activité locomotrice. Ce contrôle se fait via l’interaction des récepteurs A2a et D2. 
Dans le striatum, il a été montré que la NT5E et les récepteurs A2a sont colocalisés au niveau 
du striatum (Augusto et al., 2013). Des souris KO pour la CD73  présentent des altérations de 
l’activité locomotrice (Kuleskaya et al., 2013). Cela suggère donc que l’adénosine issue de la 
dégradation de l’AMP via la NT5E joue un rôle important dans le contrôle d’une activité 
locomotrice normale. 
 
Afin de statuer sur le rôle d’ectonucléotidase de la TNAP et sa contribution dans la production 
d’adénosine dans notre modèle, plusieurs approches pourraient être envisagées. L’idéal serait 
de réaliser des enregistrements électrophysiologiques sur des tranches de souris KO pour la 
TNAP pour voir si concrètement l’invalidation du gène Akp2 modifie la transmission 
synaptique. Etant donné que les souris KO pour la TNAP ne survivent pas plus d’une dizaines 
de jours, l’extraction du cerveau pourrait se révéler délicate et le cerveau n’étant pas encore 
arrivé à maturité cela pourrait compliquer l’analyse des données électrophysiologiques. Une 
méthode alternative au KO TNAP serait le knockdown au moyen d’ARN interférents. En 2006, 
Kermer et coll. ont appliqué ce type de protocole sur des cellules souches neurales en culture 
afin d’éteindre l’expression de la protéine codant pour la TNAP. Par ailleurs, il est possible 
d’utiliser cette technique knockdown sur des tranches de cerveau (Taliaz et al., 2010) où l’on 
peut localiser d’un point de vue spatial l’extinction de l’activité d’une protéine. Les ARN 
interférents (shRNA) sont exprimés dans un vecteur lentiviral qui peut être microinjecté 
localement dans une région du cerveau. Il pourrait être envisageable d’utiliser cette technique 
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pour supprimer l’activité de la TNAP spécifiquement dans le cortex piriforme et d’enregistrer 
les réponses électrophysiologiques afin d’examiner la transmission synaptique. 
D’autre part, le modèle KO NT5E et knock-down pour la TNAP permettrait de s’affranchir de 
l’utilisation d’agents pharmacologiques pour lesquels les affinités et les spécificités ne peuvent 
pas être totalement exclusives que soit pour une enzyme, un transporteur, ou un récepteur 
donné et donc nous assurer que la totalité de l’activité est supprimée. On pourrait aussi 
imaginer que certains agents (inhibiteurs, antagonistes)  puissent interagir entre eux 
entraînant ainsi une réponse qui ne reflèterait pas ce qu’il se passe en condition physiologique. 
Par ailleurs, il existe de nombreuses interactions entre le récepteur A1 et d’autres récepteurs 
comme par exemple les récepteurs A2a (Ciruela et al., 2006), A2b (Gonçalves et al., 2015), 
les récepteurs au glutamate (Ferré et al., 2002) ou bien les récepteurs P2Y1 (Yoshioka et al., 
2001). Cependant, il n’existe à notre connaissance aucune étude dans le cortex piriforme 
faisant état de telles interactions. Le fait que les effets de l’AMP et de l’ATP soient totalement 
supprimés lorsque l’on bloque les récepteurs A1 laisse penser que seul ce récepteur serait 
impliqué dans nos conditions expérimentales. Mais on ne peut exclure que les effets de 
l’adénosine sur les récepteur A1 (inhibition neuronale) et sur les récepteurs A2a (excitation 
neuronale) puissent s’additionner. En effet, ces deux récepteurs sont les plus abondants dans 
le système nerveux central. Afin de s’assurer que seuls les effets inhibiteurs sont présents 
dans notre système, il faudrait bloquer les récepteurs A2a avec un antagoniste sélectif, le SCH 
58261 (Cunha, 2005). 
 
Pour résumer, l’étude métabolomique et l’étude électrophysiologique nous apportent des 
éléments nouveaux concernant la contribution de la TNAP dans la production d’adénosine.  
L’étude métabolomique montre que la quantité d’adénosine est associée à l’activité de la 
TNAP. L’étude électrophysiologique réalisée dans le cortex piriforme révèle que le TNAP 
régule la signalisation purinergique via la dégradation des nucléotides et la production 
d’adénosine. Un rôle indirect de la TNAP pourrait être un rôle de « détoxification » via la 
déphosphorylation de l’ATP. En effet, une accumulation d’ATP est responsable de 
phénomènes d’inflammation via l’activation des récepteurs P2X7 qui induit la production 
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d’interleukine 1bêta (Griffiths et al., 1995). On pourrait trouver une certaine homologie avec le 
pyrophosphate (PPi) qui inhibe la minéralisation osseuse. Par ailleurs, on peut envisager que 
le phosphate inorganique, issu de la dégradation du PPi par la TNAP et qui entre dans la 
cellule via des transporteurs, puisse être réintégré dans divers processus biochimiques. Enfin, 
la TNAP pourrait également avoir un rôle dans le passage des molécules du milieu 
extracellulaire vers le milieu intracellulaire comme c’est le cas avec le pyridoxal-5’-phosphate 
(PLP).  
 
Figure 21 : Schéma récapitulatif des différents rôles de la TNAP dans le cerveau. A gauche, 
la TNAP pourrait jouer un rôle dans le passage des molécules (cas du PLP).  A droite, la TNAP 
joue un rôle dans la régulation de la signalisation purinergique via sa fonction d’ectonucléotidase 
en dégradant les nucléotides et nucléosides. Toujours via cette fonction ectonucléotidase, elle 
jouerait un rôle de « détoxification » en déphosphorylant l’ATP, composé pro-inflammatoire, ou 
encore le pyrophosphate (PPi) qui inhibe la minéralisation osseuse. 
 
 
 2. Etude de l’influence du calcium extracellulaire sur la transmission synaptique et sur 
la plasticité synaptique à court terme dans le cortex piriforme chez la souris adulte. 
 
Cette étude avait pour but de valider les conditions expérimentales de nos enregistrements 
électrophysiologiques dans le cortex piriforme dans lesquels la concentration de calcium dans 
le liquide céphalo-rachidien artificiel est de 1.1 mM. La plupart des études sur la plasticité en 
électrophysiologie utilisent des concentrations de calcium comprises entre 2 et 2.5 mM. Cette 
étape préliminaire était donc nécessaire étant donné la différence de concentrations de 
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calcium que nous utilisons dans nos études électrophysiologiques et l’importance du calcium 
dans la transmission et la plasticité synaptique.  
Nous avons observé que la concentration de calcium intracellulaire augmente l’amplitude de 
la réponse de façon dose-dépendante avec un effet de saturation atteint pour une 
concentration d’environ 5 mM de calcium. Par ailleurs, on observe que l’amplitude de la 
réponse est augmentée de 40 % en présence de 2,2 mM de calcium comparée à celle que 
nous observons en présence de 1,1 mM de calcium. 
Concernant les phénomènes de plasticité synaptique pour une concentration de 1,1 mM de 
calcium, nous avons observé que le maximum de facilitation est atteint pour une valeur de 25 
Hz. Une stimulation de 50 Hz induit des amplitudes de réponse plus faibles qu’à 25 Hz ce qui 
révèlerait l’apparition du phénomène de dépression à court terme. Les stimulations à 100 Hz 
sont associées à une perte importante voire totale de facilitation suggérant une prédominance 
de la dépression.  Pour une concentration de 2,2 mM de calcium, on observe que la dynamique 
de la plasticité est modifiée. En effet, le maximum de facilitation est déplacé vers des 
fréquences plus basses, 12.5 Hz. Plus la fréquence augmente, plus la facilitation devient 
déficitaire au profit de la dépression.  Enfin à 100 Hz, on observe une disparition totale de la 
facilitation de la réponse. Ces résultats ont mis en évidence que la plasticité synaptique dans 
le cortex piriforme fait intervenir à la fois des mécanismes de facilitation et de dépression avec 
des caractéristiques temporelles différentes. Ces observations n’auraient pas été possible si 
nous nous avions utilisé des stimulations par paires de pulses, qui est la méthode classique 
d’analyse de la plasticité synaptique. En effet, cette approche ne permet pas forcément 
d’observer la chronologie du phénomène de plasticité et ne nous aurait permis d’observer ni 
la saturation de l’augmentation de la réponse à 25 Hz, ni la dominance de la dépression en fin 
de train de stimulation à 50 et 100 Hz. 
 
De plus, le modèle de la plasticité adapté à nos données nous permet de déterminer des 
constantes de temps de récupération associées à chaque mécanisme. Cela permet de 
préciser la contribution de la facilitation et de la dépression en fonction des conditions 
expérimentales et de dire quel mécanisme est affecté par la concentration de calcium. Dans 
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cette étude, la facilitation et la dépression lente sont affectées par la concentration de calcium, 
tandis que la dépression rapide ne l’est pas. Avec 1,1 mM de calcium, le modèle suggère que 
trois composantes de la plasticité sont impliquées : une facilitation dont la constante de temps 
de récupération est d’environ 160 ms, une dépression rapide (< à 20 ms) et une dépression 
lente (140 ms). Lorsque l’on est en présence de 2,2 mM de calcium, la constante de temps de 
récupération de la facilitation est  augmentée (236 ms) comparée à celle obtenue à 1,1 mM 
de calcium. Par ailleurs, la constante de temps de récupération de la dépression lente présente 
une tendance à l’augmentation (266 ms) suggérant que la dépression lente est davantage 
sollicitée à 2,2 mM de calcium. En revanche la dépression rapide n’était pas affectée par la 
concentration de calcium. 
 
En résumé, nos résultats montrent un maximum de facilitation pour des fréquences dans la 
gamme des oscillations beta et une facilitation, certes moindre, mais tout de même 
prédominante dans la gamme gamma. Les oscillations beta (15-40 Hz) et gamma (50-100 Hz) 
sont associées à la présentation de stimuli odorants dans le bulbe olfactif (Neville et Haberly 
2003). C’est aussi dans ces gammes d’oscillations que nous observons une amplification de 
la facilitation. Ce phénomène d’amplification  gamma a également été observé au niveau du 
bulbe olfactif par Manabe et Mori (2013). Les mécanismes de la plasticité augmentent le ratio 
signal/bruit de la transmission des signaux dans le cortex piriforme. Cela suggère une 
facilitation de la transmission des informations odorantes. Nos conditions expérimentales se 
rapprochent donc au mieux de ce que l’on peut observer en condition physiologique. 
Par ailleurs, l’utilisation d’une concentration de 2,2 mM de calcium, comme le font la plupart 
des études classiques sur la plasticité synaptique, surestime la contribution de la dépression 
et sous-estime les mécanismes de facilitation. Ainsi, on peut se demander si l’étude, que ce 
soit de la transmission ou de la plasticité, à des concentrations beaucoup plus élevées en 
calcium est pertinente lorsque l’on veut examiner ce qu’il se passe en condition physiologique. 
Outre la transmission synaptique et la plasticité, d’autres mécanismes peuvent être modulés 
par le calcium. D’une part, l’activité spontanée générée dans le cortex cérébral in vivo peut 
aussi apparaitre in vitro si les concentrations ioniques du milieu d’incubation sont très proches 
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de celles retrouvées in vivo. Cette activité spontanée disparait si les concentrations ioniques 
du milieu sont lointaines de ce qui est retrouvé in vivo, notamment lorsqu’une concentration 
de calcium de 2 mM est utilisée (Sanchez-Vives, McCormick, 2000). D’autre part, en fonction 
de la concentration calcium, un type de neurones à haute fréquence de décharge (> 300 Hz) 
peut être observé ou non dans le cortex. En effet, en présence de 2 mM de calcium, un faible 
pourcentage de ces neurones a pu être observé tandis que lorsque la concentration de calcium 
est de 1.2 mM, le pourcentage de ce types de cellule est multiplié par 8 (Brumberg et al., 
2000). 
 
  3. Etude de l’influence de l’adénosine extracellulaire sur la plasticité synaptique à court 
terme dans le cortex piriforme chez la souris adulte. 
 
Cette étude a été réalisée avec les mêmes conditions expérimentales que dans l’article 
précédent. Les réponses électrophysiologiques dans le cortex piriforme de la souris ont été 
enregistrées suite à des trains  (5 pulses) de stimulations à différentes fréquences (3, 125 Hz 
à 100 Hz). Plusieurs concentrations d’adénosine ont été utilisées (10, 30, 100, 300 et 1000 
µM) et le CPT, qui est un antagoniste compétitif des récepteurs A1, ce qui a permis d’évaluer 
l’influence de l’adénosine endogène sur la plasticité synaptique.  Le modèle (Gleizes et al., 
2017) a également été utilisé afin d’adapter nos données expérimentales et de déterminer les 
caractéristiques de la plasticité synaptique à court terme en présence ou en absence totale 
d’adénosine. 
Nos résultats expérimentaux montrent que l’adénosine produit une facilitation qui se renforce 
avec de fortes concentrations mais aussi en fonction de la fréquence. Plus on augmente la 
concentration en adénosine, plus le maximum de facilitation est observée pour des fréquences 
de stimulations élevées. En condition contrôle et pour de faibles concentrations en adénosine 
(10 et 30 µM), le maximum de facilitation est observé pour des fréquences égales à 25 Hz. En 
revanche pour des concentrations élevées en adénosine, le maximum de facilitation est 
déplacé vers des fréquences plus hautes, 50 Hz et 100 Hz.  A l’inverse avec le CPT et pour 
des stimulations à 100 Hz, l’amplitude de la réponse diminue avec les stimulations. Ainsi il 
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semble que pour des hautes fréquences, l’inhibition de l’adénosine semble être contrecarrée 
par les mécanismes de plasticité car l’amplitude de la réponse tend à atteindre une valeur 
proche de celle obtenue en condition contrôle.  
La modélisation de nos données expérimentales montre que plus la concentration d’adénosine 
augmente moins les mécanismes de dépression lente et rapide sont sollicités. C’est pour cela 
qu’avec la plus forte concentration d’adénosine le modèle ne fait intervenir qu’une constante 
de temps de facilitation.  
Dans la condition avec le CPT, la modélisation de nos données expérimentales n’est pas très 
différente de celle obtenue en condition contrôle puisque le modèle suggère l’interaction de 3 
mécanismes : une facilitation et deux dépressions avec une dépression lente et une 
dépression rapide. Par ailleurs, le seul paramètre qui semble être affecté en fonction des 
conditions expérimentales (adénosine et CPT) est U qui représente la probabilité de libération 
initiale. En condition avec le CPT, la valeur de U augmente. Ceci peut s’expliquer par le fait 
que l’inhibition des récepteurs A1 provoque une augmentation du signal dû à un apport de 
calcium plus important à l’intérieur de la synapse. Par conséquent, cela induit une libération 
accrue de  vésicules de neurotransmetteurs. Ce qui expliquerait pourquoi à hautes fréquences 
le signal déprime. En effet, à ces fréquences la synapse n’aurait pas le temps de reformer la 
réserve de vésicule d’où l’apparition de la dépression. A l’inverse, on observe que plus la 
concentration d’adénosine augmente plus le paramètre U diminue. L’apport de calcium étant 
moindre dans la synapse en présence d’adénosine, la réserve de vésicules ne s’épuiserait 
pas aussi vite  qu’en condition contrôle ou sans adénosine. En d’autre terme, dans ces 
conditions la dépression est de moins en moins sollicitée à hautes fréquences. Ce qui explique 
pourquoi la modélisation de nos données ne fait intervenir que de la facilitation.  
 
Tous ces résultats nous indiquent que d’une part, l’augmentation de la concentration en 
adénosine réduit l’impact des mécanismes de dépression. D’autre part, l’adénosine diminue 
la probabilité initiale de libération de neurotransmetteurs. Une des conséquences d’une telle 
modulation par l’adénosine serait que malgré l’inhibition qu’elle procure (en diminuant la 
probabilité initiale de libération), les modifications qu’elle induit sur les caractéristiques de la 
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plasticité contrecarrent l’inhibition pour de hautes fréquences. En effet, de nombreux 
neuromodulateurs activent des récepteurs présynaptiques, et il en résulte le plus souvent une 
diminution de la probabilité de libération des neurotransmetteurs. À la suite de cette diminution, 
les caractéristiques de « filtrage » de la synapse sont modifiées de sorte que la dépression 
diminue la contribution à la dynamique synaptique et la facilitation devient plus importante 
(Abbott et Regehr, 2004). De cette façon, l’adénosine pourrait donc agir comme un « filtre 
passe-haut », permettant la transmission des signaux à haute fréquence. 
Cet effet de filtre de l’adénosine est opposé à celui que nous avions supposé au départ. En 
effet, avec la fonction d’hypnogène attribuée à l’adénosine, cela laissait supposer qu’elle 
jouerait un rôle de sélection des fréquences et notamment des basses fréquences. Par 
ailleurs, des études faites chez le rat d’une part, et chez l’Homme d’autre part, ont permis de 
faire un lien entre l’adénosine et les oscillations lentes de certaines phases du sommeil. Une 
étude chez le rat, a montré que le CPA (un agoniste des récepteurs A1) augmentait la 
puissance des ondes lentes, δ, de manière dépendante de la dose, et ce, dès l’injection 
(Benington et al.,1995) . Par ailleurs, chez l’Homme, un polymorphisme du gène codant pour 
la protéine ADA (responsable de la dégradation de l’adénosine en inosine) a été associé à 
des modifications des phases de sommeil. En effet, chez les individus dépourvus de ADA 
fonctionnelle, la phase de sommeil à ondes lentes est allongée et l’activité des ondes δ 
pendant les phases de sommeil - hors sommeil paradoxal (REM) - est augmentée (Retey et 
al., 2005).  Ainsi, l’effet hypnogène de l’adénosine est souvent associé à la genèse des ondes 
δ.  Comme l’injection d’adénosine augmente la puissance des basses fréquences, nous 
aurions pu penser que l’adénosine ait pour rôle d’augmenter l’effet des basses fréquences et 
à l’inverse de diminuer l’effet des hautes fréquences. Or ce n’est pas ce que nous avons 
observé dans notre étude. On peut supposer que l’effet de filtre passe haut de l’adénosine 
permettrait la transmission d’informations « importantes », comme un signal de danger, liées 
à l’induction de hautes fréquences.  
Le rôle de filtre passe-haut que nous avons mis en évidence dans cette étude va à l’encontre 
de l’effet anticonvulsivant de l’adénosine. Cependant, notre protocole de stimulation est limité 
puisqu’il est composé de 5 pulses et ne rendrait donc pas compte de ce qu’il peut se passer 
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en condition épileptique. En effet, au-delà de 5 pulses, d’autres mécanismes de plasticité 
pourraient entrer en jeu, et on ne sait pas quel serait l’impact de l’adénosine dans ces 
conditions. Il pourrait être envisagé de tester notre protocole de stimulation sur des 
préparations de tranches épileptiques (en supprimant le magnésium du liquide 
céphalorachidien, par exemple). Une autre solution serait de tester des trains de stimulation 
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CHAPITRE V : CONCLUSION 
L’ensemble des résultats obtenus au cours de mes trois années de thèse a permis de montrer 
pour la première fois qu’un défaut d’activité de la TNAP dans le cerveau entraîne une 
modification de la concentrations de 8 métabolites dans le cerveau de la souris :  le GABA, 
l’adénosine, la cystathionine, la méthionine, l’histidine, la 3-méthylhistidine, le NAA et le NAAG. 
Parmi ces métabolites, l’adénosine est le point central de cette thèse. En effet, c’est un 
neuromodulateur puissant qui a une influence sur la transmission synaptique et sur la plasticité 
synaptique. La diminution drastique de 80 % de la concentration d’adénosine chez les souris 
KO pour la TNAP observée dans l’étude métabolomique, suggère qu’elle pourrait contribuer à 
l’aggravation des crises d’épilepsies générées par l’absence de GABA et que l’on observe 
chez ces souris. 
Avec une approche électrophysiologique et pharmacologique, l’inhibition des 
ectonucléotidases impliquées dans la synthèse d’adénosine ne supprime pas l’effet inhibiteur 
de l’AMP suggérant que l’AMP pourrait agir en tant qu’agoniste des récepteurs A1. Etant 
donné qu’il a la même affinité que l’adénosine et qu’il induit le même mécanisme de 
transduction du signal que l’adénosine, l’AMP peut être considérée comme un anticonvulsivant 
endogène (Muzzi et al., 2013). Cependant dans des cas d’épilepsies sévères, l’AMP ne serait 
pas suffisant pour contrecarrer les crises d’épilepsies (Muzzi et al., 2013). Ceci pourrait être 
une explication concernant la persistance des crises létales chez les souris KO pour la TNAP. 
La TNAP pourrait être impliquée dans des mécanismes d’inflammation médiée par l’ATP. En 
effet, la TNAP étant capable de dégrader l’ATP, il se peut donc que ce nucléotide aussi 
s’accumule chez les souris KO pour la TNAP.  L’ATP est connue pour avoir des propriétés 
pro-inflammatoires via l’activation du récepteur P2X7 (Sperlagh, 2006). L’épilepsie engendre 
aussi de l’inflammation, il se pourrait que l’ATP accumulé en raison d’un défaut d’activité de la 
TNAP favorise le maintien des processus épileptiques via l’ATP. Il pourrait être envisagé 
d’analyser les facteurs d’inflammation (interleukines, et facteurs de nécrose) dans le cerveau 
suite à un défaut d’activité de la TNAP. Cela pourrait être une autre voie à explorer quant aux 
crises d’épilepsies létales observées chez les souris KO pour la TNAP. 
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The functions of Tissue Nonspecific Alkaline Phosphatase (TNAP) in the brain are not clearly 
identified. The localization and expression of TNAP at the neuronal level, however, suggests 
that it plays a prominent role in the development and the function in the brain. This is supported 
by the presence of severe epileptic seizures in humans carrying TNAP mutation. These 
epileptic seizures are lethal in TNAP KO mice. Studies in mice show that TNAP could regulate 
GABA-mediated postsynaptic inhibition and may be involved in presynaptic inhibition mediated 
by adenosine. Adenosine is, partly, synthesized via the successive dephosphorylation of ATP 
to ADP and then to AMP by ectonucleotidases. Among them TNAP and ecto-5'-nucleotidase 
(NT5E) are able to hydrolyze AMP into adenosine. Adenosine acts mainly at the presynaptic 
level via A1 receptors activation. Adenosine has an influence on synaptic transmission and 
thus on synaptic plasticity. This could partly explain the epileptic seizures observed in TNAP 
knock-out mice. The two main purposes of my thesis were: (1) to evaluate the contribution of 
TNAP in adenosine production in the brain; (2) to study the influence of adenosine on synaptic 
plasticity. 
 
Firstly, the study of the contribution of TNAP in adenosine production in the brain was carried 
out using two complementary approaches. A metabolomic approach (proton NMR 
spectroscopy) on whole brains of TNAP KO mice showed that TNAP in involved in adenosine 
synthesis in the brain. In a second approach, in vitro electrophysiological recordings on mouse 
brain slices allowed us to examine the consequences of the inhibition of the ectonucleotidases 
involved in adenosine synthesis. This revealed that inhibition of ectonucleotidases (TNAP and 
NT5E) did not suppress the inhibitory effect of AMP mediated by A1 receptors. 
 
Secondly, we studied the influence of adenosine on short-term synaptic plasticity. Field 
potentials were recorded in response to electrical stimulations (3.125 to 100 Hz) applied with 
frequencies encompassing the range of physiological oscillation. Our results show that, with 
high adenosine concentrations, the facilitation is emphasized compared to that observed in 
the control situation. This effect is observed for frequencies greater than or equal to 25 Hz. In 
addition, the higher the frequency, the greater the facilitation. Finally, by blocking the action of 
endogenous adenosine, the opposite effect was observed: a deficient facilitation with respect 
to the control, whose defect was increasing with stimulation frequency. 
 
All these results converge towards the hypothesis that TNAP deficiency, expressed by 
absence of adenosine, could contribute to the maintenance of the epileptic processes 
generated by an imbalance of the neuronal inhibition and the excitation due to a decrease of 
GABA. AMP inhibitory effect mediated by A1 receptors, would not be sufficient to counteract 
epileptic seizures observed in hypophosphatasic patients and TNAP KO mice. 
 
 
Key-words: TNAP, adenosine, A1 receptors, plasticity, electrophysiology, AMP, 
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RESUME 
Dans le cerveau, les fonctions de la phosphatase alcaline non spécifique des tissus (TNAP) 
ne sont pas clairement identifiées. La localisation et l’expression de cette enzyme au niveau 
neuronal suggère cependant, qu’elle joue un rôle important dans le développement et le 
fonctionnement du cerveau. Cela est supporté par la présence de graves crises d’épilepsie 
chez les humains porteurs d’une mutation de la TNAP. Ces crises d’épilepsie sont létales chez 
les souris KO pour la TNAP. Des études chez la souris montrent que la TNAP pourrait réguler 
l’inhibition postsynaptique médiée par le GABA et elle pourrait être impliquée dans l’inhibition 
présynaptique médiée par l’adénosine. L’adénosine est, en partie, synthétisée via la 
déphosphorylation successive de l’ATP en ADP puis en AMP par des ectonucléotidases. 
Parmi elles,  la TNAP et l’ecto-5’-nucléotidase (NT5E) catalysent l’hydrolyse de l’AMP en 
adénosine dans le cortex cérébral. L’adénosine agit principalement au niveau présynaptique 
par l’intermédiaire des récepteurs A1. Ainsi l’adénosine a une influence sur la transmission 
synaptique et sur la plasticité synaptique. Ceci pourrait expliquer, en partie, les crises 
d’épilepsie observées chez les souris KO pour la TNAP. Les deux objectifs principaux de ma 
thèse ont été : (1) évaluer la contribution de la TNAP dans la production d’adénosine dans le 
cerveau ; (2) étudier l’influence de l’adénosine sur la plasticité synaptique.  
Premièrement, l’étude de la contribution de la TNAP dans la production d’adénosine dans le 
cerveau a été réalisée au moyen de deux approches complémentaires. Une approche 
métabolomique (spectroscopie RMN du proton) sur des cerveaux entiers de souris KO pour 
la TNAP a permis de montrer que la TNAP participe, entre autre,  à la synthèse d’adénosine 
dans le cerveau. Une deuxième approche, électrophysiologique sur tranches de cerveaux de 
souris in vitro, nous permet d’examiner les conséquences de l’inhibition des ectonucléotidases 
intervenant dans la synthèse de l’adénosine. Elle a révélé que l’inhibition des 
ectonucléotidases (TNAP et NT5E) ne supprime pas l’effet inhibiteur de l’AMP médiée par les 
récepteurs A1.   
Deuxièmement, nous avons étudié l’influence de l’adénosine sur la plasticité synaptique à 
courte terme. Nous avons enregistré des potentiels de champs dans la couche Ia du cortex 
piriforme en réponse à des stimulations électriques (3,125 à 100 Hz) présentée avec des 
fréquences recouvrant la gamme d’oscillations physiologiques. Nos résultats montrent qu’avec 
de fortes concentrations d’adénosine, la facilitation est accentuée par rapport à celle observée 
en situation contrôle. Cet effet est observé pour des fréquences supérieures ou égales à 25 
Hz. De plus, cette accentuation est d’autant plus grande que la fréquence est élevée 
(maximum atteint à 100 Hz pour 100 μM). En bloquant l’action de l’adénosine endogène, l’effet 
contraire est observé : une facilitation déficitaire par rapport au contrôle et dont le défaut est 
croissant avec la fréquence de stimulation.  
Tous ces résultats convergent vers l’hypothèse qu’une déficience en TNAP, traduite par une 
absence d’adénosine, pourrait contribuer au maintien des processus épileptiques générés par 
un déséquilibre de l’inhibition et de l’excitation dû à une diminution de GABA. L’effet inhibiteur 
de l’AMP médié par les récepteurs A1 ne serait pas suffisant pour contrecarrer les crises 
d’épilepsie observées chez les sujets hypophosphatasiques et les souris KO pour la TNAP. 
Mots-clés : TNAP, adénosine, récepteur A1, plasticité, électrophysiologie, AMP, 
ectonucléotidases, cortex piriforme. 
 
